Espectrometria de massa de compostos catiónicos e dos seus aductos não covalentes com oligonucleotídeos by Izquierdo-Cabezudo, Raúl-Alfonso
 Universidade de Aveiro  
2006 
Departamento de Química 
Raúl-Alfonso  
Izquierdo-Cabezudo 
 
Espectrometria de massa de compostos catiónicos  
e dos seus aductos não covalentes  
com oligonucleotídeos 
 
Mass spectrometry of cationic compounds and  
their non covalent adducts with oligonucleotides 
 
 
   
II 
 Universidade de Aveiro  
2006 
Departamento de Química 
Raúl-Alfonso  
Izquierdo-Cabezudo 
 
Espectrometria de massa de compostos catiónicos  
e dos seus aductos não covalentes  
com oligonucleotídeos 
 
 Dissertação apresentada à Universidade de Aveiro para cumprimento dos 
requisitos necessários à obtenção do grau de Doutor em Química, realizada 
sob a orientação científica da Dr.ª Maria da Graça de Ornelas Santana 
Marques, Professora Associada do Departamento de Química da Universidade 
de Aveiro e co-orientação do Dr. Artur Manuel Soares Silva, Professor 
Catedrático do Departamento de Química da Universidade de Aveiro. 
 
   
 
 III 
  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                                                           
                                      A Carlos, padre, amigo y apoyo incansable 
 
 
 
 
IV 
  
 
 
 
 
 
 
o júri   
 
presidente João Manuel Nunes Torrão 
Professor Catedrático da Universidade de Aveiro 
  
 
 Doutora Maria Helena Ferreira da Silva Florêncio 
Professora Catedrática da Faculdade de Ciências de Lisboa 
  
 
 Doutor António José Venâncio Ferrer Correia 
Professor Catedrático da Universidade de Aveiro 
  
 
 Doutor Artur Manuel Soares Silva 
Professor Catedrático da Universidade de Aveiro, co-orientador 
  
 
 Doutora Maria da Graça Ornelas Santana Marques 
Professora Associada da Universidade de Aveiro, orientadora 
  
 
 Doutora Maria Tereza Neves Fernandez 
Professora Auxiliar da Faculdade de Ciências de Lisboa 
  
 
 Doutora Teresa Margarida Santos 
Professora Auxiliar da Universidade de Aveiro 
 
 
 
 
 
 
 
 
 V 
  
  
 
agradecimentos 
 
Esta tese só foi possível com a colaboração e continuado apoio, nos planos 
profissional e pessoal, de muitas pessoas. Devido à impossibilidade de citar a 
todos neste limitado espaço, venho expressar o comum sentimento de estima 
e inesquecíveis lembranças suscitadas. Gostaria principalmente agradecer à 
minha orientadora, a Doutora Maria da Graça Santana Marques pela 
oportunidade de desenvolver um trabalho numa área tão interessante, assim 
como o seu firme apoio, assegurando-me não só as melhores condições para 
a prossecução dos objectivos, como também o melhor trato pessoal possível, 
que foi muito. Gostaria também de agradecer especialmente ao meu co-
orientador, o Doutor Artur Manuel Soares Silva pela sua excepcional 
disponibilidade, o continuado apoio, e a ajuda prestada em todos os 
momentos. Outros elementos desta casa colaboraram comigo e parte do 
mérito deve ser por eles distribuído, nomeadamente as Doutoras Teresa 
Margarida Santos e Maria da Graça da Silva Neves. 
Gostaria também agradecer especialmente ao João Madureira pela síntese 
dos complexos de ruténio e pela cedência de algumas figuras da sua tese não 
esquecendo a sua amizade, à Eduarda Marlene Peixoto da Silva e à Ana 
Margarida Gomes da Silva pela síntese das vinilpiridinas e das 
clorinas/isobacteroclorinas, respectivamente. Na pessoa da Doutora Mariette 
Pereira do Departamento de Química da Faculdade de Ciências da 
Universidade de Coimbra agradeço a todo o grupo envolvido nos cálculos 
teóricos. 
O apoio das pessoas do laboratório de Química Orgânica e a sua amizade não 
serão esquecidos. 
Um agradecimento muito especial para a minha família pelo seu constante 
apoio, aos meus pais, Carlos Izquierdo e Carmen Cabezudo, ao meu avô 
Severiano Cabezudo que além do imenso carinho no trato pessoal foram uma 
grande inspiração no âmbito profissional, e ao meu irmão, Daniel Izquierdo 
Cabezudo pelas conversas na distância. Quero também agradecer 
especialmente a Patricia Rivero pelo incondicional e sempre amável apoio na 
difícil parte da escrita da tese.  
Agradeço finalmente à Universidade de Aveiro e ao Departamento de Química 
da Universidade de Aveiro que subsidiaram a parte inicial dos meus trabalhos, 
à Fundación benéfica FASA-RENAULT que subsidiou parte do projecto e à 
FCT (Fundação para a Ciência e Tecnologia) que subsidiou a parte do trabalho 
relativa às interacções com o ADN através do projecto 
POCTI/42883/QUI/2001. 
 
 
 
 
 
VI 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
palavras-chave 
 
Espectrometria de massa com ionização por electrospray, porfirinas, 
complexos de ruténio,interacções com oligonucleotídeos, intercaladores, 
ligantes no sulco menor, hemiintercaladores 
resumo 
 
 
O objectivo do presente trabalho é a aplicação da espectrometria de massa e 
espectrometria de massa tandem, ambas com ionização por electrospray (ESI-
MS e ESI-MS/MS respectivamente) nos modos positivo e negativo ao estudo 
de compostos catiónicos e das suas interacções com oligonucleotídeos. 
Usando ESI-MS e ESI-MS/MS no modo positivo, estudaram-se clorinas e 
isobacterioclorinas catiónicas com anéis de pirrolidina fundidos ao macrociclo. 
Estes compostos sofrem reacções de cicloreversão em fase gasosa que 
ocorrem por eliminação de espécies neutras ou carregadas. No caso de 
algumas espécies catiónicas, observaram-se processos de redução 
envolvendo um electrão e perdas de radicais metilo, que ocorrem, 
provavelmente, através da formação de um radical pirrolidínio hipervalente. 
Foram também estudadas porfirinas catiónicas isómericas (como bases livres 
ou metaladas) substituídas nas posições β-pirrólicas por grupos vinilmetilpiridil, 
utilizando ESI-MS e ESI-MS/MS no modo de ionização positivo. Uma das 
bases livres apresentou, em fase gasosa, um comportamento singular, que 
pode estar relacionado com a sua diferente distribuição de densidade 
electrónica. 
ESI-MS e ESI-MS/MS foram igualmente usadas para estudar um conjunto de 
complexos de ruténio(II) com um ligando comum, um tioéter de coroa e 
diferentes ligandos (diiminas)com potencialidade de intercalação ao ADN. 
Foram observadas perdas por fragmentação da coroa e para alguns 
compostos, perdas das diiminas intactas. 
 A labilidade do ião halogénio coordenado e a possível mudança de 
hapticidade de k2 a k3 do ligando tripodal trispirazolilmetano nos complexos de 
ruténio(II) com outro tioéter de coroa foram também investigados por ESI-MS. 
As técnicas de ESI-MS e ESI-MS/MS foram aplicadas ao estudo de vários 
oligonucleotídeos e dos seus aductos com cinco complexos de ruténio nos 
modos positivo e negativo. Foram detectados aductos dos complexos com 
cadeias duplas nos modos positivo e negativo, sendo a razão das abundâncias 
das cadeias duplas em relação às das cadeias simples maior no modo positivo 
do que no modo negativo. 
Experiências de competição nos modos positivo e negativo foram igualmente 
realizadas. Um dos complexos estudados mostrou consideravelmente maior 
afinidade pelas cadeias duplas do que os outros quatro, nos dois modos, 
positivo e negativo. Como os dados obtidos apontam para mais de um tipo de 
ligação nos aductos de complexos de ruténio com oligonucleotídeos de cadeia 
dupla, é provável que a afinidade superior referida seja devida à 
predominância de hemi-intercalação. 
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abstract 
 
The aim of the present work is the application of electrospray mass 
spectrometry (ESI-MS) and electrospray tandem mass spectrometry (ESI-
MS/MS) in the positive and negative ion mode to the study of cationic 
compounds and of their interactions with oligonucleotides. 
Using ESI-MS and ESI-MS/MS in the positive ion mode we have observed that 
cationic pyrrolidine-fused chlorins and isobacteriochlorins undergo 
cycloreversion reactions in the gas phase, through loss of either neutral or 
charged moieties. In the case of some cationic species, one-electron reduction 
with methyl loss was observed, occurring probably through hypervalent 
pyrrolidinium radical formation.  
Isomeric β-pyrrolic vinylmethylpyridyl substituted cationic porphyrins (free-
bases or metallated) have been also studied by ESI-MS and ESI-MS/MS in the 
positive ion mode.  The free-base isomer has a unique gas-phase behaviour 
that may be related to its different electronic density distribution. 
ESI-MS and ESI-MS/MS were also used to study a series of ruthenium(II) 
complexes with a common ligand. Thiacrown fragmentation and intact diimine 
loss are the two major types of gas-phase reactions observed. 
The lability of a halogen ion ligand and a possible hapticity change from k2 to k3
of the tripodal ligand trispyrazolylmethane in ruthenium(II) complexes with 
another thioether was investigated by ESI-MS. 
ESI-MS and ESI-MS/MS were used in the positive and negative ion modes to 
study several oligonucleotides and their adducts with five ruthenium 
complexes. Adducts of the complexes with double strands were detected both 
in the positive and in the negative ion mode. In the positive ion mode, the ratio 
of the abundances of double stranded to single stranded species was higher 
than in the negative ion mode.  
Competition experiments both in the positive and negative ion mode were also 
undertaken. One of the complexes studied displayed considerably higher 
affinity for the double strands than the other four, both in the positive and 
negative ion mode.  As more than one binding mode may occur in the double-
strand-complex adducts, it is probable that this higher affinity is due to 
predominance of hemi-intercalation. 
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Espectrometria de masas con ionización por electrospray, porfirinas, complejos 
de rutenio, interacciones con oligonucleótidos, intercaladores, ligantes del 
surco menor, hemiintercaladores. 
resumen 
 
El objetivo del presente trabajo es la aplicación de la espectrometría de masas 
y espectrometría de masas tandem, ambas con ionización por electrospray 
(ESI-MS y ESI-MS/MS respectivamente) en los modos positivo y negativo, al 
estudio de compuestos catiónicos y de sus interacciones con oligonucleótidos.
Utilizando ESI-MS y ESI-MS/MS en el modo positivo, fueron estudiadas 
clorinas e isobacterioclorinas catiónicas con anillos de pirrolidina unidos al 
macrociclo. Estos compuestos sufren reacciones de cicloreversión en fase 
gaseosa a través de la eliminación de especies neutras o cargadas. En el caso 
de algunas especies catiónicas, se observaron procesos de reducción 
incluyendo un electrón y pérdidas de radicales metilo, que probablemente 
ocurren mediante formación de un radical pirrolidinio hipervalente.  
Fueron también estudiadas porfirinas catiónicas isoméricas (como bases libres 
o metaladas) substituidas en las posiciones β-pirrólicas por grupos 
vinilmetilpiridil, utilizando ESI-MS y ESI-MS/MS en el modo de ionización 
positivo. Una de las bases presentó en fase gaseosa un comportamiento 
singular, que puede estar relacionado con su diferente distribución de densidad 
electrónica. 
Se utilizaron así mismo ESI-MS y ESI-MS/MS para estudiar un conjunto de 
complejos de rutenio(II) con un ligando común, un tioéter de corona y 
diferentes ligandos (diiminas) potencialmente intercaladores al ADN.  Se 
observaron pérdidas por fragmentación de la corona y para algunos 
compuestos, pérdidas de diiminas intactas. 
La labilidad del ión halógeno coordinado y el posible cambio de hapticidad de 
k2 a k3 del ligando tripodal trispirazolilmetano en los complejos de rutenio (II) 
con otro tioéter de corona fueron también investigados por ESI-MS. 
Las técnicas de ESI-MS y ESI-MS/MS fueron aplicadas al estudio de varios 
oligonucleótidos y de sus aductos con cinco complejos de rutenio en los modos 
positivo y negativo, siendo detectados aductos de los complejos con cadenas 
dobles en los modos positivo y negativo, con una razón mayor de abundancias 
de cadenas dobles en relación con las simples en el modo positivo que en el 
modo negativo. 
Se llevaron a cabo experimentos de competición en los modos positivo y 
negativo. Uno de los complejos estudiados mostró una considerable mayor 
afinidad por las cadenas dobles de ADN que los otros cuatro en ambos modos, 
positivo y negativo. Como los datos obtenidos apuntan a la existencia de más 
de un tipo de enlace de los aductos con complejos de rutenio con 
oligonucleótidos de cadena doble, es probable que la superior afinidad sea 
debida a la predominancia de hemiintercalación. 
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positive ion ESI‐MS 
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species (except for ss4‐). 
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in most cases partially masked by the signals of the single strand.  
Figure 10.3a. Signals of the ions corresponding to [ds‐y6]3‐ ion and [ds+2c2]6‐ superimposed. 
Figure 10.3b. Proposed structure for the ion [ds+2c2]6‐ which appear superimposed with 
the [ds‐y6]3‐ spectra.  
Figure 10.4. Spectrum of the ion corresponding to {ss+[Ru([12]aneS4)phen]} 2‐.  
Figure 10.5. Spectrum corresponding to {ss +[Ru([12]aneS4)dppz]}3‐ and 
{ds+2[Ru([12]aneS4)dppz]}6‐, the last one being partially masked by the signals of the 
single stranded ion. 
Figure 10.6a. Experimental isotopic pattern corresponding to the ion 
[(ss+5phen+[Ru([12]aneS4)‐CH2CH2]2‐ 
Figure 10.6b. Calculated isotopic pattern corresponding to the ion 
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Figure 10.7. Mass spectrum of the signal corresponding to the ion {ss+[Ru([12]aneS4)dbp]}2‐ 
Figure 10.8. Tridimensional representation of the fragment of oligonucleotide d3 
Figure 10.9.  Spectra of the {ss +[Ru([12]aneS4)dppz] +2H}2+ and {ds +2[Ru([12]aneS4)dppz] 
+4H}4+ ions  
Figure 10.10. Mass spectrum of the {ss +[Ru([12]aneS4)dppz]}3+ ion.  
Figure 10.11. Mass spectrum of the ions corresponding to associations of the dppz 
complex with double stranded oligonucleotide, respectively {ds + [Ru([12]aneS4)dppz] + 
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Figure 10.12. Heights of of the complex with the ([12]aneS4) ligand and that of the complex 
with two phen ligands are showed 
Figure 10.13. Graphs representing the quantification of the different signals observed 
corresponding to association of complexes with oligonucleotides 
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GLOSSARY 
of biology related terminology and other 
 
A. Adenine. It is one of the two purine nucleobases used in forming nucleotides of 
the nucleic acids DNA and RNA.  In DNA, adenine binds  to  thymine via  two hydrogen 
bonds to assist in stabilizing the nucleic acid structures. In RNA, adenine binds to uracil, 
which  is  used  in  the  cytoplasm  for  protein  synthesis.  Adenine  forms  adenosine,  a 
nucleoside, when attached to ribose, and deoxyadenosine when attached to deoxyribose; 
it  forms adenosine  triphosphate  (ATP), a nucleotide, when  three phosphate groups are 
added to adenosine. Some think that, at the origin of  life on Earth, the first adenine was 
formed by the polymerizing of five hydrogen cyanide (HCN) molecules. 
Ab initio and semiempirical calculations. Quantum mechanical methods for the study 
of molecules can be divided  into  two categories: ab  initio and semiempirical models. Ab 
initio methods refer  to quantum chemical methods  in which all  the  integrals are exactly 
evaluated  in  the course of a calculation. Ab  initio methods  include Hartree‐Fock  (HF) or 
molecular orbital (MO) theory, configuration interaction (CI) theory, perturbation theory 
(PT), and density functional theory (DFT). Ab  initio methods that  include correlation can 
have  an  accuracy  comparable  with  experiments  in  structure  and  energy  predictions. 
However, a drawback is that ab initio calculations are extremely demanding in computer 
resources,  especially  for  large  molecular  systems.  Semiempirical  quantum  chemical 
methods  lie  between  ab  initio  and  molecular  mechanics  (MM).  Like  MM,  they  use 
experimentally derived parameters to strive for accuracy;  like ab initio methods, they are 
quantum‐mechanical in nature. Semiempirical methods are computationally fast because 
many  of  the  difficult  integrals  are  neglected.  The  error  introduced  is  compensated 
through the use of parameters. Thus, semiempirical procedures can often produce greater 
accuracy than ab initio calculations at a similar level. 
AIDS. Acquired Immune Deficiency Syndrome. It is a collection of symptoms and 
infections in humans resulting from the specific damage to the immune system caused by 
infection with the human  immunodeficiency virus (HIV). The  late stage of the condition 
leaves  individuals prone  to opportunistic  infections  and  tumours. Although  treatments 
for AIDS  and HIV  exist  to  slow  the  virusʹs progression,  there  is no known  cure. Most 
researchers  believe  that  HIV  originated  in  sub‐Saharan  Africa  during  the  twentieth 
century; it is now a pandemic, with an estimated 38.6 million people now living with the 
disease  worldwide.  As  of  January  2006,  the  Joint  United  Nations  Programme  on 
HIV/AIDS (UNAIDS) and the World Health Organization (WHO) estimate that AIDS has 
killed more than 25 million people since it was first recognized on June 5, 1981, making it 
one of the most destructive epidemics in recorded history. In 2005 alone, AIDS claimed an 
estimated 2.4 ‐ 3.3 million lives, of which more than 570,000 were children.  
AM1. Along with PM3 and MNDO are semiempirical models of  the NDDO  type 
(Neglect of diatomic differential overlap)  
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Asn. Asparagine is one of the 20 natural proteinogenic amino acids which are the 
building blocks of proteins. It has carboxamide as the side chainʹs functional group. It  is 
considered  a  non‐essential  amino  acid. Asparagine was  first  discovered  in  asparagus, 
which  has  a  high  concentration  of  the  amino  acid.  It was  the  first  amino  acid  to  be 
discovered, in 1806 
Asp. Aspartic acid, also known as aspartate, the name of its anion, is one of the 20 
natural proteinogenic amino acids which are the building blocks of proteins. As its name 
indicates, aspartic acid  is  the carboxylic acid analog of asparagine.  It  is non‐essential  in 
mammals,  and might  serve  as  an  excitatory  neurotransmitter  in  the  brain.  It  is  also  a 
metabolite in the urea cycle, and participates in gluconeogenesis.  
ATP. Adenosine triphosphate, it is used in cellular metabolism as one of the basic 
methods of transferring chemical energy between chemical reactions. 
Bacteria. Bacteria  (singular: bacterium) are a major group of  living organisms. The 
term  ʺbacteriaʺ  has  variously  applied  to  all  prokaryotes  or  to  a major  group  of  them, 
otherwise  called  the  eubacteria, depending  on  ideas  about  their  relationships. Another 
major group of bacteria (used in the broadest, non‐taxonomic sense) are the Archaea. The 
study of bacteria  is known as bacteriology, a  subfield of microbiology. Bacteria are  the 
most abundant of all organisms. They are ubiquitous  in soil, water, and as symbionts of 
other organisms. Many pathogens are bacteria. Most are minute, usually only 0.5‐5.0 μm 
in  their  longest  dimension,  although  giant  bacteria  like  Thiomargarita  namibiensis  and 
Epulopiscium fishelsoni may grow past 0.5 mm in size. They generally have cell walls, like 
plant and  fungal  cells, but bacterial  cell walls  are normally made out of peptidoglycan 
instead  of  cellulose  (as  in plants)  or  chitin  (as  in  fungi),  and  are not homologous with 
eukaryotic cell walls. Many move around using flagella, which are different  in structure 
from the flagella of other groups 
Base flipping. Base flipping is the phenomenon whereby a base in normal B‐DNA is 
swung completely out of the helix into an extrahelical position. It has been shown to occur 
in many systems where enzymes need access to a DNA base to perform chemistry on it. 
Many DNA glycosylases that remove abnormal bases from DNA use this mechanism. 
C. Cytosine.  It  is one of  the 5 main nucleobases used  in storing and  transporting 
genetic  information within a cell  in  the nucleic acids DNA and RNA.  It  is a pyrimidine 
derivative, with  a  heterocyclic  aromatic  ring  and  two  substituents  attached  (an  amine 
group at position 4 and a keto group at position 2). The nucleoside of cytosine is cytidine. 
In Watson‐Crick base pairing, it forms three hydrogen bonds with guanine 
DNA computing  is a  form of computing which uses DNA and molecular biology, 
instead  of  the  traditional  silicon‐based  computer  technologies.  For  certain  specialized 
problems, DNA computers are  faster and smaller  than any other computer built so  far. 
But  DNA  computing  does  not  provide  any  new  capabilities  from  the  standpoint  of 
computational  complexity  theory,  the  study  of  which  computational  problems  are 
difficult. 
ENIAC.  (Electronic  Numerical  Integrator  and  Computer)  the  world’s  first  all‐
electronic computer (1946). 
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Eukaryotic. A eukaryote  is an organism with a complex cell or cells,  in which  the 
genetic  material  is  organized  into  a  membrane‐bound  nucleus  or  nuclei.  Eukaryotes 
comprise animals, plants, and fungi—which are mostly multicellular—as well as various 
other groups that are collectively classified as protists (many of which are unicellular). In 
contrast, prokaryotes are organisms, such as bacteria, that lack nuclei and other complex 
cell structures. Eukaryotes share a common origin. The name comes  from  the Greek  ευ, 
meaning good, and κάρυον, meaning nut, in reference to the cell nucleus 
G. Guanine. Guanine is one of the five main nucleobases found in the nucleic acids 
DNA  and RNA;  the  others  being  adenine,  cytosine,  thymine,  and  uracil. Guanine  is  a 
derivative  of  purine,  consisting  of  a  fused  pyrimidine‐imidazole  ring  system  with 
conjugated double bonds. Being unsaturated, the bicyclic molecule is planar. The guanine 
nucleoside  is  called  guanosine.  In Watson‐Crick  base  pairing,  it  forms  three  hydrogen 
bonds with cytosine 
GAMESS.  General  Atomic  and  Molecular  Electronic  Structure  System.  It  is  a 
program  for  ab  initio molecular  quantum  chemistry. A  variety  of molecular properties, 
ranging  from simple dipole moments  to  frequency dependent hyperpolarizabilities may 
be computed.  
Gln. Glutamine  is one of  the 20 amino acids normally  found  in proteins.  Its side 
chain is an amide; it is formed by replacing a side‐chain hydroxyl of glutamic acid with an 
amine functional group. 
Glu.  Glutamic  acid,  also  referred  to  as  glutamate  (the  anion),  is  one  of  the  20 
proteinogenic  amino  acids.  It  is  not  among  the  essential  amino  acids.  As  its  name 
indicates, it is acidic, with a carboxylic acid component to its side chain 
Hairpin. It is a structure in which adjacent segments of DNA or RNA fold together 
and are stabilized by base pairing, creating a loop of single‐strand DNA or RNA 
Ile.  Isoleucine  is one of  the 20  standard amino acids.  Its chemical composition  is 
identical to that of leucine, but the arrangement of its atoms is slightly different, resulting 
in different  properties. Nutritionally,  in  humans,  isoleucine  is  an  essential  amino  acid. 
Isoleucine is a hydrophobic amino acid.  
Leu.  Leucine  is  one  of  the  20  most  common  amino  acids.  It  is  isomeric  with 
isoleucine. Nutritionally,  in  humans,  leucine  is  an  essential  amino  acid.  It  is  the most 
common amino acid found in proteins, and is essential for optimal growth in infancy and 
childhood and for nitrogen equilibrium in adults. It is suspected that leucine plays a part 
in maintaining muscles by equalizing synthesis and breakdown of proteins. 
Lys. Lysine  is one of  the 20 amino acids normally  found  in proteins. With  its 4‐
aminobutyl  side‐chain,  it  is  classified  as  a  basic  amino  acid,  along with  arginine  and 
histidine. It is an essential amino acid. A deficiency in lysine can result in a deficiency in 
niacin (which is a B vitamin). This can cause the disease pellagra.  
 
 
XXX 
 
PRELUDE  
 
2 
Prelude 
 3 
PRELUDE 
 
 
With  this work we  intended  to acquire more knowledge on  the potentialities of 
mass spectrometry applied to the study of biochemical issues and specifically to the non‐
covalent  interactions between DNA  and  some drugs,  such  as  complexes  of  ruthenium, 
porphyrins and related compounds, which can be efficient models for this kind of studies.  
 
The  study  of  the working mechanisms  of drugs with  specific  functions  such  as 
anti‐tumoral  drugs,  virucidals,  and  antibiotics,  and  the  relation  between  their  function 
and structure, should be not only based on previous trial studies but also on studies of its 
interactions with DNA,  in order  to achieve a greater effectiveness and understanding of 
their mechanism  of  action.  In  this  sense,  collaboration  between  the  different  areas  of 
science should contribute to the improving in the design of a variety of compounds useful 
both in science and human welfare.  
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A SHORT HISTORICAL REVIEW 
 
 
Although  it  is  not  usual  to  talk  about  history  in  a  work  about  chemistry,  or 
biology, sometimes I have felt that there is a slight risk of forgetting our own humanity in 
the treatment of scientific problems (which in many cases are medical or related problems, 
affecting  directly  human  beings),  as we  think mainly  about  abstract  concepts  such  as 
numbers,  codes, mechanisms  and  others.  Science  is  becoming more  and more  a  great 
array of hyper‐specialised areas and modern  life does not allow us much  free  time  for 
other endeavours, such as reflecting about what we are, what we were, about our social 
environment and other philosophical aspects of life, and most of all, to realise that these 
reflections by themselves can be a positive contribution for our growth as responsible and 
useful individuals. Following this line of thought, making my very small contribution to 
link humanities to sciences and trying a user friendly approximation to mass spectrometry 
and  to  the  present work, were  the  reasons why  I  decided  to make  a  small  historical 
introduction. 
 
Mass spectrometry enjoys a rich heritage dating back more than a hundred years. 
Although  rooted  in physics,  today  it has much broader and more powerful capabilities 
that scientists can use to uncover the complexities of elemental and molecular processes in 
nature. Mass Spectrometry has been also an integral part of historically significant events 
in  the  past  century,  including  discoveries  and  vital  measurements  in  biochemistry, 
chemistry, and physics as well as  in human history. Indeed,  it may yet have  its greatest 
role to play in coming years in the quest to improve human health and combat disease. 
Mass spectrometry is able to provide detailed information quickly and accurately 
about chemical structure and molecular dynamics. In doing so, it has led to fundamental 
discoveries  in  diverse  fields  of  science  and  other  human  endeavours.  Consider,  for 
example,  the  elucidation  of  the molecular  dynamics  of  living  cells, which  involve  the 
balanced  inter‐relationship of anabolic and catabolic processes. This  landmark discovery 
in  biochemistry was made  possible  through  the  analytical  capabilities  of  isotope  ratio 
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mass  spectrometry  during  the  1930s  and  1940s.  The  problem‐solving  ability  of  mass 
spectrometry  continues  today  in  nearly  every  discipline  involving  elemental  and 
molecular analysis. The recent developments in instrumentation made mass spectrometry 
more  user‐friendly  making  possible  its  use  by  people  unskilled  in  the  underlying 
principles and allowing the proliferation of mass spectrometry in an important amount of 
different  fields  in  science. Today  there  is  a worldwide  community of  scientists  in both 
fundamental  and  applied  research  that  are  contributing  to  the  success of  this versatile, 
interesting and important technology. 
 
 
1. THE ORIGINS  
 
The nineteenth and early  twentieth  centuries were marked by major  intellectual 
transformations  in  the  physical  sciences  that  would  lead  to  the  origin  of  mass 
spectrometry.  New  discoveries,  especially  radioactivity,  X‐rays,  the  electron  and  the 
atomic  nucleus  had  forced  physicists  and  chemists  to  call  into  question  their 
understanding  of  the physical world. New  experimental methods were developed  and 
new  theories  proposed  to  explain  controversial  observations  of  the  composition  and 
behaviour of matter. A summary of  the main  facts  that yield  to mass spectrometry and 
some other related and historically important facts are shown in table 2.1.  
Early research in mass spectrometry was primarily concerned with compiling data 
on the accurate masses and isotopic compositions of the elements. Interest in precise mass 
measurement was driven, at least in part, by important improvements in instrumentation 
dating back to 1930s. By the 1940s this work was largely complete, except for refinement 
of the measured values. After World War II, physicists continued to exploit the analytical 
capabilities of mass spectrometry  to measure precisely  the exact masses of  the elements 
and relative abundances of  the  isotopes. This  important work was carried out  to a  large 
extent in a handful of academic institutions, including Harvard University, the University 
of  Minnesota,  and  the  University  of  Vienna.  It’s  also  important  to  note  that  all 
applications  of mass  spectrometry  and  the  instrumentation  developed  during  all  this 
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years  have  been  driven  by  the  studies  made  by  a  number  of  researchers  on  the 
fundamentals of gas‐phase ion chemistry. 
 
 
2. APPLICATIONS TO BIOLOGY 
 
During the 1930s researchers began using the isotopes of carbon, nitrogen, oxygen 
and hydrogen as tracers to reveal biological processes in living organisms. There were also 
some  pioneering  studies  about  energy‐transfer  processes  in  animals  by  different 
researchers, although as mass spectrometers were still complex, specialized  instruments 
were  rarely  found  outside  academic  research  laboratories.  No  commercial  mass 
spectrometers were yet available.  
From  the  discovery  of  the  structure  of DNA  in  1953  to  the  elucidation  of  the 
human  genome  half  a  century  later,  scientists  have  used  new  concepts  and  analytical 
instruments  to  unravel  the mysteries  of  life  and  one  of  the most  important  analytical 
instruments employed  in  this quest continues  to be  the mass spectrometer. By  the early 
1970s researchers were using GC/MS to explore the link between the presence of disease 
and  changes  in  the  concentration  of  metabolites  in  human  cells.  In  addition  to 
investigating  inborn  errors  of  metabolism  and  diseases,  mass  spectrometry  has  also 
benefited  researchers  examining  other  features  of  human  metabolism.  Two  fields  of 
research  in  particular  stand  out:  the  analysis  of  stable  isotopes  used  to  trace  internal 
biochemical pathways and  the determination of  rates of production and  transformation 
for  compounds  involved  with  biochemical  processes.  Other  applications  of  mass 
spectrometry  to  clinical  screening  have  involved  the  analysis  of  small,  isotopically 
labelled  molecules.  Metabolic  pathways  involved  in  the  biosynthesis  of  endogenous 
molecules  in humans,  such  as  steroids  and  sugars, have  also been discovered by mass 
spectrometry. 
In  relation  with  structural  biology,  only  in  the  last  twenty  years  have  mass 
spectrometry‐based studies become significant. The origins of this transformation can be 
traced back  to major  innovations  in analytical  instrumentation, again particularly  to  the 
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development  of  soft  ionization  techniques.  Two  major  obstacles  had  prevented  the 
widespread use of mass spectrometry  in research on massive biological molecules. First, 
the sample material had  to be volatile, while most biological molecules are  fragile, heat 
sensitive  or  polar,  making  them  unsuitable  for  ionization  by  older  methods.  Equally 
problematic was  the  limited range of  the mass spectrometers available before  the 1980s. 
Molecules  with  masses  larger  than  1,000  Daltons  were  difficult  to  analyze  in  any 
meaningful  way,  especially  in  cases  in  which  an  extremely  small  amount  of  sample 
material  was  available.  The  improvements  made  from  the  1970s  ahead  in  analytical 
instrumentation  began  to  overcome  these  formidable  obstacles.  The  introduction  of 
plasma desorption mass spectrometry  (PDMS) enabled researchers  to  ionize polar, non‐
volatile molecules from a solid matrix without the aid of chemical derivatization. PDMS 
used  the energy of fission particles from californium (252Cf)  to desorb and  ionize sample 
molecules bound  to a  thin  foil. When coupled  to a  time‐of‐flight mass analyzer, spectra 
could  be  obtained  from  molecules  weighing  tens  of  thousands  of  Daltons,  even  at 
extremely  low  sample  concentrations.  PDMS,  like  most  of  the  ionization  methods 
introduced  later,  was  most  effective  in  the  analysis  of  peptides  and  proteins.  This 
technique, although replaced today by other methods, showed that polar macromolecules 
such as proteins could be desorbed intact and survive the transit through a mass analyzer. 
In 1981  fast atom bombardment  (FAB)  ionization was  introduced, allowing such 
highly polar molecules as peptides and small proteins to be analyzed with a liquid matrix. 
FAB has been routinely used to ionize molecules weighing more than 10,000 Daltons. FAB 
is also effective for analysis of a wide variety of biological molecules, including peptides 
and proteins, small oligonucleotides, oligosaccharides and  lipids. Subsequent years saw 
the  introduction  of  several  types  of  continuous  flow  FAB  interfaces,  permitting  the 
coupling  of  flowing  liquid  streams  with  mass  spectrometry.  This  allowed  liquid 
chromatography  and  flow  injection  to  be  used  as  a  sample  introduction  method  for 
biological analysis. 
The  next  major  innovative  ionization  technique  developed  in  the  1980s  was 
electrospray  ionization  (ESI).  It  was  quickly  embraced  by  the  biological  mass 
spectrometry  community. ESI‐MS  is  extremely  sensitive  and has been  improved  to  the 
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point  at which  it  has  already  been  used  to  produce  a mass  spectrum  from  a  sample 
containing  fewer  than one hundred million molecules. Moreover, molecular weights of 
relatively large proteins can be measured with an accuracy of fifty part per million. Unlike 
FAB, ESI‐MS does not require a separate liquid matrix, which simplifies its interface with 
the mass spectrometer. One of  the differences between ESI‐MS and FAB  is  the ability of 
ESI‐MS to produce multiply charged ions. It is this feature that allows mass spectrometers 
with limited mass ranges to analyze extremely large biological molecules. Although ESI‐
MS was introduced in 1968, only after the development in the 1980s of analytical methods 
for a wide variety of biological molecules it was widely used, ranging from low molecular 
weight  metabolites,  lipids  and  xenobiotics  to  high  molecular  weight  species  like 
oligonucleotides  and  oligosaccharides. More  recently,  low  flow‐rate  variations  on  this 
ionization technology, such as microelectrospray and nanospray, have proved capable of 
excellent performance with remarkably high sensitivities. 
Soon  after  electrospray  ionization  appeared,  matrix‐assisted  laser  desorption 
ionization (MALDI) was  introduced. This  technique required no  liquid phase and could 
ionize molecules beyond 300,000 Daltons,  such as proteins. When coupled  to a modern 
time‐of‐flight  mass  analyzer,  mass  measurement  accuracies  of  several  parts  in  ten 
thousand could be achieved. MALDI has been, as ESI‐MS, widely used by the biological 
research community because of  its extraordinary ease of use and high‐molecular‐weight 
measurement capability.  
Understanding  the  structure  and  function  of  biological  molecules  and  their 
integrated  roles  in health  and disease  is  one  of  today’s  foremost  research  fields. There 
have been  significant  innovations  in performance  (sensitivity, mass  range and  speed of 
analysis).  Moreover,  innovations  in  design  and  data  systems  have  made  mass 
spectrometers much easier to use. Thus, the instruments have moved beyond the hands of 
traditional mass  spectrometrists  and  into  the  hands  of  other  scientists.    Technological 
advances in mass spectrometry have affected protein and peptide analysis far more than 
any  other  area  of  structural  biology.  Together  with  other  applications,  mass 
measurements of peptides and determinations of  their sequences allowed researchers  to 
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work backward to identify the original protein. This result could be considered one of the 
most important applications of mass spectrometry. 
Not only has mass spectrometry been devoted to the study of proteins, but is has 
also been used to explore DNA. MALDI and ESI have been used successfully to analyze 
oligonucleotides,  the  basic  structural  units  of DNA  and  other  nucleic  acids.  The  high 
sensitivity of ESI allowed researchers to obtain sequence information on oligonucleotides 
containing  more  than  fifty  base  pairs  with  ion‐trap,  triple‐quadrupole,  and  Fourier 
transform  ion cyclotron resonance (FTICR)  instruments. Computer algorithms  improved 
data  analysis  by  providing  an  efficient  means  for  interpretating  the  extensive 
fragmentation generated by collision‐induced dissociation of the oligonucleotides. 
Now,  the potential of mass  spectrometry  for  structural biology goes  far beyond 
macromolecular  identification,  allowing  scientists  to  explore  the  functional  aspects  of 
biomolecules,  as  for  example  non‐covalent  interactions,  such  as  intermolecular  or 
intramolecular hydrogen bonding between biomolecules. Novel areas of recent interest in 
the application of mass spectrometry to biology include immunology, tissue mapping and 
huge macromolecular complexes, such as intact viruses. Anyway, other challenges still lie 
ahead1.  
 
 
Main facts that yield to mass spectrometry and some other related and historically important facts 
 
1886.  Eugen  Goldstein  observes  canal  rays, 
positive rays of electricity. 
1897. J. J. Thomson discovers the electron. 
1898. Wilhem Wien  studies  canal  rays, deflecting 
them with electric and magnetic fields. 
1899. A. Campbell Swinton conducts experiments 
on the “reflection” of cathode rays with magnetic 
fields. 
1901. German  physicist W. Kaufman  creates  the 
predecessor to the parabola mass spectrograph to 
study cathode rays. 
1905. P. Langevin derives expressions for maximal 
collisional  cross‐sections  between  ions  and 
molecules. 
1906.  J.  J.  Thomson  receives  the  Nobel  Prize  in 
physics for his investigations on the conduction of 
electricity by gases. 
1907.  J.  J.  Thomson  builds  one  of  his  first mass 
spectrographs 
1908.  Frederik  Soddy  investigates  electrical 
discharges in mono atomic gases. 
1909.  Robert  Millikan  and  Harvey  Fletcher 
determine the charge of the electron. 
1910. J. J. Thomson detects secondary emission. 
Cambridge researchder H. Thirkill investigates the 
so called magneto/cathodic rays. 
1911. Wilhelm Wien  receives  the Nobel  Prize  in 
physics for his discoveries concerning the  laws of 
heat radiation. 
1912.  Richard  Whiddington  investigates  the 
transmission of cathode rays through matter. 
1913.  J.  J. Thomson observes a  line at mass 22  in 
the spectrum of neon. He also shows that reaction 
Table 2.1
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of H2+ with a hydrogen molecule occurs via proton 
transfer.  
1914‐18. First World War. 
1915.  German  researcher  T.  Retschinsky  studies 
magnetic spectrum of oxygen canal rays. 
1917. German physicist G. Wendt studies multiple 
charge  formation  in  canal  rays of  carbon,  silicon, 
and boron. 
1918.  A.  J.  Dempster  develops  a  180‐degree 
magnetic‐focusing  mass  spectrometer  that  uses 
electron ionization and thermal ionization sources. 
German scientist W. Volker produces alkali metal 
ions from salts under bombardment by canal rays. 
1919. The League of Nations  is established under 
the Treaty of Versailles  ʺto promote  international 
cooperation  and  to  achieve  peace  and  security.ʺ 
The  same  year,  H.  Baerwald  proposes  that  the 
radiation proceeding  from  incandescent  tungsten 
has a constitution similar to that of canal rays.  
1920.  A  German  group  studies  the  effect  of 
cathode rays on bacteria and larva. 
1921. Frederik Soddy  is awarded  the Nobel Prize 
in  chemistry  for  this  discovery  of  isotopes  of 
radioactive elements. 
1922. Francis Aston is awarded the Nobel Prize in 
chemistry for his discovery of isotopes of “inactive 
elements”. 
1923. George  de Hevesy  recognizes  the  value  of 
isotopes  as  biological  tracers.  Wilhelm  Wien 
reviews  the  current  status  of  research  on  canal 
rays in Zeitschrift für Physik.  
1925. A German group extends studies done at the 
University of Danzig on the formation of ozone by 
cathode rays passing through oxygen. 
1927.  Leonard  Loeb  clarifies  the  mechanism  by 
which positive ions can ionize atoms. 
1928. An  early  study  of  the mass  spectrum  and 
ionization of water is performed. 
1930.  Physicist  E.  Ruchardt  observes  18O  isotope 
with  a  parabola mass  spectrograph.  In medicine 
chemistry, the structure for quinine, an important 
antimalarial  drug  derived  from  the  bark  of  the 
cinchona plant, was determined. 
1931. E. O. Lawrence invents the cyclotron. At the 
same  time,  in  Germany,  R.  Dopel  observes  a 
charge exchange effect when hydrogen canal rays 
pass through helium gas. 
1932. Harold Urey discovers deuterium. The same 
year is made the first observation of antimatter by 
Carl  David  Anderson  and  James  Chadwick 
discovers the neutron.  
1933.  Is published  the  theory of angular  focusing 
for  sector magnets by  the English physicist N. F. 
Barber. 
1934.  Richard  Herzog  and  Josef  Mattauch 
developed  the  double‐focusing  mass 
spectrograph. 
1936.  Secondary  ion  mass  spectrometry  is 
introduced. 
1937. Researcher at Columbia University use mass 
spectrometry  to  investigate  isotopes of hydrogen 
in organic compounds. 
1939. Variation of  isotope  ratios  in nature  is  first 
demonstrated  at  Harvard  University.  The  same 
year,  nitrogen  isotopes  are  first  used  in  protein 
metabolism  studies.  E. O.  Lawrence  receives  the 
Nobel  Price  in  physics  for  the  invention  of  the 
cyclotron. 
1939‐45. Second World War. 
1940.  235U  is determined as the fissionable  isotope 
of  uranium.  Westinghouse  Electric  begins  to 
develop  a  portable  mass  spectrometer  for 
commercial sale. 
1943.  Consolidated  Engineering  Corporation 
(CEC)  installs  its  first  commercial  mass 
spectrometer  (Model  21‐101)  at Atlantic Refining 
Company in Philadelphia. 
1944. Oswald  Theodore Avery  shows  that DNA 
carries genetic information. 
1945. Representatives  of  50  countries met  in  San 
Francisco  at  the  United  Nations  Conference  on 
International Organization to draw up the United 
Nations  Charter.  The  United  Nations  officially 
came  into  existence  on  24 October  1945. Nuclear 
bombs  were  exploded  over  Hiroshima  and 
Nagasaki  on  august.  The  same  year,  CEC 
introduces  the Model 31‐103 analog computer  for 
analysis of mass spectra of hydrocarbon mixtures. 
The same year, John Hipple and Edward Condon 
determine  the  source  of  “metastable”  peaks  in  a 
mass spectrum. 
1946.  The  first  description  of  the  time‐of‐flight 
mass  spectrometer  is  published  in  the  Physical 
Reviews  journal.  Also  during  this  year, 
Metropolitan Vickers produces the first MS‐1 mass 
spectrometer. 
1947.  General  Electric  begins  manufacturing 
commercial  mass  spectrometers.  In  the  area  of 
informatics,  Presper  Eckert  and  John  Mauchly 
build  ENIAC,  the  world’s  first  all‐electronic 
computer.  The  same  year,  The  U.S.  National 
Bureau of Standards and the American Petroleum 
Institute initiate the distribution of reference mass 
spectra  and  the  creation  of  a  library  of  mass 
spectra.  New  developments  are  made  in  mass 
spectra instrumentation. 
1948.  Ion  cyclotron  resonance mass  spectrometry 
is  fully  developed.  This  year,  preparative  scale 
mass  spectrometry  leads  to  production  of  6.5 
14 
milligrams of zinc isotopes in 14 hours. In biology, 
Harland Wood  investigates  the  synthesis of  liver 
glycogen  in  rats  using  isotopically  labelled 
compounds. 
1950.  The  first  high‐precision  gas  isotope  ratio 
mass  spectrometer  is  put  into  operation  at  the 
University  of  Chicago.  Also,  CEC  introduces  its 
Model  21‐103  mass  spectrometer.  Heated  inlet 
systems  for  gas‐liquid  sample  introduction  are 
subsequently developed for this instrument. 
1952. A.O.Nier and E.G. Johnson design a double‐
focusing mass spectrometer that focuses ions onto 
a  single  point.  The  same  year  CEC  introduces 
SpectroSADIC, and analog‐to‐digital converter for 
the acquisition of up to forty selected peaks in the 
mass range of 12 to 150 Daltons. In medicine, there 
is  an  important  development:  Jonas  Salk 
introduces a polio vaccine. 
1953. Field ionization phenomena are observed at 
the  University  of  Chicago.  Early  papers  on 
quadrupole  mass  spectrometers  and  ion‐trap 
detectors are published by Wolgang Paul. The first 
annual  Conference  on  Mass  Spectrometry  and 
Allied Topics is held. This year, James Watson and 
Francis  Crick,  working  with  the  help  of  data 
obtained  by  Rosalind  Franklin  and  Maurice 
Wilkins, determine the double‐helical structure of 
DNA.  
1954.  High  resolution  mass  spectrometry  is 
developed at  Imperial Chemical  Industries  in  the 
United  Kingdom  for  the  study  of  organic 
compounds.  In medicine  is  carried  out  the  first 
successful human kidney  transplant by  Joseph E. 
Murray. 
1956. Proton affinity determinations are made by 
using  mass  spectrometry.  Steroids  are  first 
analyzed using mass spectrometry. 
1957. GC‐MS  is  first demonstrated at  the Phillip‐
Morris  company.  The  soviet  satellite  Sputnik  I 
becomes  the  first  human‐made  object  to  orbit 
earth. 
1958.  The  first mass  spectrometer measurements 
of  the  Earth’s  atmosphere  are  made  by 
quadrupole mass filter at the U.S. Naval Research 
Laboratory. 
1959. Mass Spectrometry  is used  for peptide and 
oligonucleotide  sequencing.  In  Palaeontology, 
Louis  and  Mary  Leakey  unearth  the  first  Homo 
Habilis fossils in Olduvai Gorge, Tanzania. For the 
first  time, a gas  chromatograph  is  interfaced  to a 
time‐of‐flight  mass  spectrometer  at  Dow 
Chemical. 
1960. Mass spectrometers are used to analyze and 
monitor air quality in submarines. CEC introduces 
its Model  21‐110 high‐resolution double‐focusing 
mass  spectrograph.  The  same  year,  Theodore 
Harold Maiman develops  the  first  laser while  the 
first  communications  and  weather  satellites  are 
sent into orbit. 
1962. Mass spectrometry is first used to study the 
structure of nucleosides. 
1964.  The  concept  of  a  computer  search  of mass 
spectra  is  first  proposed.  Murray  Glen‐Mann 
proposes that matter is made of quarks. 
1966. Tandem mass spectrometry for ion‐molecule 
reaction  studies  is  developed  at  Aerospace 
Research  Laboratories.  The  same  year  is 
developed chemical ionization mass spectrometry 
at  the Esso Research  and Engineering Company. 
The same year, researchers at MIT use a computer 
to  sequence  oligopeptides  from  their  spectra. 
Alternation of accelerating voltage for selected ion 
monitoring in magnetic sector mass spectrometers 
permits resolution of mixtures in GC/MS analysis 
1967.  Christian  Barnard  performs  the  first 
successful  human  heart  transplant  on  Louis 
Washansky. 
1968.  The  electrospray  ionization  technique  is 
introduced  for  studying  macromolecules.  The 
same  year,  researchers  in  Australia  use  a 
computer  library  search  to  identify  spectra  of 
unknown compounds. 
1969.  The  first  gas  chromatograph  mass 
spectrometer  with  an  integrated  computer  data 
system is introduced. 
1970.  Development  of  algorithms  for  computer‐
based  comparison  of  mass  spectral  data  to 
libraries  of  known  spectra  for  automated 
identification of unknown compounds begins. 
1971.  GC/MS  is  used  for  clinical  diagnosis  of 
metabolic  disorders.  Static  secondary  ion  mass 
spectrometry  is  developed  at  the  University  of 
Cologne.  Reflectron  time‐of‐flight  mass 
spectrometry is developed in Leningrad. 
1972.  Mass  analyzed  ion  kinetic  energy 
spectrometry (MIKES) is developed. 
1974.  Fused  silica  capillary  gas  chromatography 
columns  are  introduced  for  GC/MS.  Fourier 
transform‐ion  cyclotron  resonance  mass 
spectrometry  is  introduced.  Also  this  year  is 
developed  an  atmospheric  pressure  chemical 
ionization interface for LC/MS. 
1975.  Mass  spectrometers  are  placed  on  board 
NASA’s Viking spacecraft for its mission to Mars. 
The  same  year  are  introduced  the  first  personal 
computers. 
1976.  Plasma  desorption mass  spectrometry  and 
its  application  to  the  study  of  biomolecules  is 
developed  at  Texas  A&M  University.  Also  this 
year  the  superstring  theory  is  introduced, 
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originally  to  explain  the  origins  of  the  strong 
nuclear  force. Mixture  analysis  by  tandem mass 
spectrometry is also applied for the first time. 
1977.  American  and  Australian  researchers 
introduce  the  tandem  quadrupole  mass 
spectrometer.  Accelerator  mass  spectrometry  is 
introduced.  In  the  area of medicine  and biology, 
recombinant  DNA  technology  is  first  used  to 
produce  insulin. Smallpox  is officially considered 
eradicated worldwide. 
1978.  Electron‐capture  negative  ion  chemical 
ionization  mass  spectrometry  extends  detection 
limits  for derivatized compounds  to  the attomole 
level. 
1979. Researchers in Canada develop the theory of 
field‐induced ion evaporation. 
1980. The first commercial triple‐quadrupole mass 
spectrometers are introduced. 
1981.  Fast  atom  bombardment  is  introduced  by 
researchers  in  the United Kingdom.  In medicine, 
the first cases of AIDS are identified. 
1982. A complete  insulin spectrum  is obtained by 
FAB and particle desorption ionization methods.  
1983.  The  thermospray  interface  for  liquid 
chromatography mass spectrometry is announced. 
In  environmental  sciences,  the  Antarctic  ozone 
hole is first observed. 
1984.  The  first  commercial  ion  trap  analyzer  is 
introduced.  Yale  University  researchers  use 
electrospray  ionization  mass  spectrometry  to 
analyze  small  biomolecules.  This  year,  Liquid 
chromatography  is  interfaced  to  mass 
spectrometry  with  pneumatically  assisted 
electrospray.  In  other  areas  of  science,  HIV  is 
identified  as  the  cause  of  AIDS.  Also  this  year 
genetic fingerprinting is developed. 
1985.  “Absorbing”  compounds  are used  to  assist 
laser  ionization  of  “non‐absorbing”  compounds. 
In politics, Mikhail Gorbachev becomes  leader of 
the Soviet Union. 
1986. A nuclear reactor  in Chernobyl  in the USSR 
melts  down  and  explodes  in  the  worst  nuclear 
power accident in history. 
1987. Capillary electrophoresis mass spectrometry 
that uses electrospray ionization is introduced.  
1988.  Electrospray  ionization  of  proteins  with 
molecular weights  in  the  range of 5,000  to 40,000 
daltons is demonstrated. 
1989.  Wolfgang  Paul  shares  the  Nobel  Prize  in 
physics  for  his work  on  the  development  of  the 
ion  trap.  The  first  commercial  electrospray mass 
spectrometer  is  introduced.  The  same  year  the 
Berlin Wall  is  torn down, while  in Alaska  the oil 
tanker  Exxon  Valdez  causes massive  damage  to 
coastal ecosystems. 
1990. Gene  therapy  is  first  used  to  treat  human 
patients. 
1991.  Oligonucleotides  are  sequenced  using 
electrospray  ionization  mass  spectrometry. 
Cornell  researchers  investigate  non‐covalent 
receptor  ligand  complexes  using  mass 
spectrometry. The same year,  the Soviet Union  is 
dissolved. 
1992. Structural  information about  compounds  is 
obtained  using  reflectron  time‐of‐flight  mass 
spectrometry. Rudolph Marcus receives the Nobel 
Prize  in  chemistry  for  his  theory  of  electron 
transfer reactions in chemical systems. 
1994.  Microelectrospray  and  nanoelectrospray 
ionization are introduced. 
1995. The mass  spectrometer  on NASA’s Galileo 
probe  provides  new  knowledge  about  Jupiter’s 
atmosphere. 
1996. Studies of boron isotope ratios of meteorites 
and  lunar  rocks  imply  that  the  isotopic 
composition  of  boron  in  the  solar  systems  is 
homogeneous. 
1997. The  first  large mammal  is  cloned  (with  the 
birth of the Dolly sheep). 
1998.  Fast  chemical  reactions  are  studied  by 
femtosecond  pump‐probe  spectroscopy  at  Penn 
State University. 
1999. Non‐covalent associations are preserved on 
a MALDI surface without immobilization. 
2000. A non‐covalently associated macromolecule 
greater  than  one  megadalton  is  ionized  and 
detected  by  electrospray  ionization  time‐of‐flight 
mass  spectrometry.  In biology,  the  sequencing of 
the human genome is completed. 
2001. Terrorists crash jetliner into the World Trade 
Centre in New York City, the Pentagon and a field 
in Shanksville, Pennsylvania. 
2002.  The  Nobel  chemistry  prize  is  awarded  to 
John  B.  Fenn  and  Koichi  Tanaka.  The  prize  is 
being  awarded  for  their  development  of  soft 
desorption  ionisation  methods  for  mass 
spectrometric  analyses  of  biological 
macromolecules 
2003. Terrorist attacks hit the Madrid metro. 
2004. Massive Tsunami hits the Indian Ocean  
2005.  Terrorist  attacks  hit  the  London  public 
transports. 
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INTRODUCTION 
 
 
 
 
1. WEAK INTERACTIONS IN BIOMOLECULES.  
 
Weak  interactions play extremely  important  roles  in  the  structure and  function of 
biopolymers.  For  example, weak  forces  are  responsible  for  stabilizing  the  structures  of 
proteins  and  nucleic  acids.  Weak  forces  are  also  involved  in  the  recognition  of  one 
biopolymer by another and  in  the binding of reactants  to enzymes. Four major  types of 
non‐covalent bonds or forces are involved in the structure and function of biomolecules. 
Ionic interactions, hydrogen bonds, van der Waals, and hydrophobic interactions2. 
 
1.1. Ionic Interactions 
 
Those  are  electrostatic  interactions  between  two  charged  particles.  These 
interactions are potentially the strongest non‐covalent forces and can extend over greater 
distances than other non‐covalent interactions. The stabilization of NaCl crystals by inter‐
ionic  attraction  is  an  example  of  a  charge‐charge  interaction.  The  strength  of  ionic 
interactions in solution depends on the nature of the solvent. Water greatly weakens these 
forces. Consequently,  the  stability of biological polymers  in an aqueous environment  is 
not strongly dependent on  ionic  interactions, but such  interactions do play a role  in  the 
recognition of one molecule by another. For example, most enzymes have either anionic 
or  cationic  sites  that  bind  oppositely  charged  reactants.  The  attractions  between 
oppositely  charged  functional  groups  of  proteins  occur  through  the  formation  of  salt 
bridges. A salt bridge buried in the hydrophobic interior of a protein is stronger than one 
on the surface (although not as strong as one in salt crystals) because it can’t be disrupted 
by water molecules.  Ionic  interactions  are  also  responsible  for  the mutual  repulsion  of 
similarly  charged  ionic  groups.  Charge  repulsion  can  influence  the  structures  of 
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individual biomolecules as well as their interactions with other molecules with the same 
type of charge. 
 
1.2. Hydrogen Bonds. 
 
Those bonds may be considered partial electrostatic interactions, and occur in many 
macromolecules,  being  among  the  strongest  non‐covalent  and  non‐ionic  forces  in 
biological  systems. The  strengths of hydrogen bonds,  such  as  those between  substrates 
and enzymes and those between the bases of DNA, are estimated to be about 2 to 7,5 kJ 
mol‐1. Hydrogen bonds are strong enough to confer structural stability but weak enough 
to  be  readily  broken.  In  general,  a  hydrogen  bond  can  form when  a  hydrogen  atom 
covalently bonded to a strongly electronegative atom, such as nitrogen, oxygen, or in rare 
cases other atoms, lies approximately 0.2 nm from another strongly electronegative atom 
that has  an unshared  electron pair. The  total distance between  the  two  electronegative 
atoms participating  in a hydrogen bond  is  typically 0.27  to 0.30 nm. Functional groups 
that  form  hydrogen  bonds  are  usually  also  capable  of  forming  hydrogen  bonds with 
water molecules.  In  fact,  in  aqueous  solution,  they  are  far more  likely  to  interact with 
water molecules  because  the  concentration  of water  is  so  high.  In  order  for  hydrogen 
bonds  to  form  between  or within  biological macromolecules,  the  donor  and  acceptor 
groups should be buried in the hydrophobic interior of the macromolecules, where water 
can’t penetrate. In DNA, for example, the hydrogen bonds between complementary base 
pairs are in the middle of the double helix. 
 
1.3. Van der Waals forces. 
 
These  are  weak  interactions  between:  the  permanent  dipoles  of  two  uncharged 
polarized  bonds,  between  a  permanent  dipole  and  a  transient  dipole  induced  in  a 
neighbouring molecule,  and  although not  as  important  in biology, between  a  transient 
dipole and an  induced one. These  forces are of short range and small magnitude, about 
1,3 kJ mol‐1 and 0,8 kJ mol‐1, respectively. 
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Weak  intermolecular  forces  are  produced  between  all  neutral  atoms  by  transient 
electrostatic interactions. This type of van der Waals forces, named for the Dutch physicist 
Johannes Diderik van der Waals, occur only when atoms are very close  together. Those 
forces involve both attraction and repulsion. The attractive forces, also known as London 
dispersion  forces,  originate  from  the  infinitesimal  dipole  generated  in  atoms  by  the 
random movement  of  the  negatively  charged  electrons  around  the  positively  charged 
nucleus. Thus, London dispersion forces are electrostatic attractions between the nuclei of 
atoms or molecules  and  the  electrons of other  atoms or molecules. The  strength of  the 
interaction  between  the  transiently  induced  dipole  of  non‐polar  molecules  such  as 
methane  is  about  0.4  kJ mol‐1  at  an  internuclear  separation  of  0.3  nm. Although  they 
operate over similar distances, London dispersion forces are much weaker than hydrogen 
bonds.  
These  forces  also  have  a  repulsive  component.  When  two  nuclei  are  squeezed 
together,  the  electrons  in  their  orbitals  repel  each  other.  This  repulsion  increases 
exponentially as  the atoms are pressed  together, and at very close distances  it becomes 
prohibitive.  When  atoms  approach  one  another  too  closely,  the  forces  are  strongly 
repulsive. Conversely, there is hardly any attraction when the atoms are farther apart than 
the  optimal  packing  distance,  called  the  van  der Waals  radius. When  two  atoms  are 
separated by  the sum of  their van der Waals radii,  they are said  to be  in van der Waals 
contact, and the attractive force between them is maximal. The van der Waals attractions 
between non‐polar groups are only  slightly  stronger  than  the attractions between  these 
groups and water2. 
Although individual van der Waals forces are weak, the clustering of atoms within a 
protein, nucleic acid, or biological membrane permits the formation of a large number of 
these weak  interactions. Once  formed,  these  accumulative weak  forces  play  important 
roles in maintaining the structure of the molecules. For example, the heterocyclic bases of 
nucleic acids are stacked one above another in double‐stranded DNA. This arrangement is 
stabilized by a variety of non‐covalent interactions, in which van der Waals forces play an 
important role.  
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1.4. Hydrophobic interactions. 
 
The association of a relatively non‐polar molecule or group in aqueous solution with 
other non‐polar molecules  rather  than with water  is  termed  a hydrophobic  interaction. 
Although  hydrophobic  interactions  are  sometimes  called  hydrophobic  “bonds”,  these 
descriptions may  be  incorrect.  Non‐polar molecules  or  groups  tend  to  aggregate  not 
because of mutual attraction but because  the polar water molecules  trapped around  the 
non‐polar  compound  tend  to  associate  with  each  other.  For  example,  micelles  are 
stabilized  by  hydrophobic  interactions.  The  hydrogen‐bonding  pattern  of  water  is 
disrupted by the presence of a non‐polar molecule. Water molecules that surround a less 
polar  molecule  in  solution  are  more  restricted  in  their  interactions  with  other  water 
molecules. These  restricted water molecules  are  relatively  immobile,  or  ordered,  in  the 
same way that molecules at the surface of water are ordered in the familiar phenomenon 
of surface  tension. However, water molecules  in  the bulk solvent phase are much more 
mobile,  or  disordered.  In  thermodynamic  terms,  there  is  a  net  gain  in  the  combined 
entropy of the solvent and the non‐polar solute when the non‐polar groups aggregate and 
water  surrounding  the  non‐polar  groups  is  freed  from  its  ordered  state. Hydrophobic 
interactions, like hydrogen bonds, are much weaker than covalent bonds.  
  The accumulative effect of many hydrophobic  interactions can have a significant 
effect  on  the  stability  of  a  macromolecule.  The  three  dimensional  structure  of  most 
proteins,  for example,  is  largely determined by hydrophobic  interactions  formed during 
the  spontaneous  folding  of  the  polypeptide  chain. Water molecules  are  bound  to  the 
outside surface of the protein but can’t penetrate the interior, where most of the non‐polar 
groups are located.   
All the interactions covered here are individually weak compared to covalent bonds, 
but the combined effect of many such weak interactions can be significant. 
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2. NUCLEIC ACIDS 
 
2.1. Let’s talk about biology 
 
Since man has grown crops or bred animals,  it  is obvious  that every seed or each 
fertilized  ovum  must  have  hidden  a  planning  or  design  for  the  development  of  the 
organism.    In  the  modern  times,  the  science  of  genetics  was  developed  around  the 
premises that there were invisible elements, carriers of information, called genes, and that 
genes must be distributed among the daughter cells when a cell divides.  The  heritage  of 
the biological characters implies the existence of atoms following the laws of physics and 
chemistry:  that means  that  the  genes  have  to  be  formed  by molecules.   What  kind  of 
molecule could be stored in a cell, drive the activities of a developing organism and even 
be able of an exact and almost unlimited replication?  
  About  the end of  the nineteenth century,  the biologists knew  that  the carriers of 
the hereditary information were the chromosomes that are visible in the cell core when it 
(the  cell)  starts  to  divide3.  The  discovery  of  the  substance  that  proved  to  be 
deoxyribonucleic  acid  (DNA) was made  in  1869  by  Friedrich Miescher,  a  young  swiss 
physician working  in  the  laboratory of  the German physiological  chemist Felix Hoppe‐
Seyler. Miescher treated white blood cells (which came from the pus on discarded surgical 
bandages)  with  hydrochloric  acid  to  obtain  nuclei  for  study.  When  the  nuclei  were 
subsequently  treated with  acid,  a  precipitate  formed  that  contained  carbon,  hydrogen, 
oxygen, nitrogen, and a high percentage of phosphorus. Miescher called  the precipitate 
“nuclein” because it came from nuclei. Later, when it was found to be strongly acidic, its 
name was changed to nucleic acid. Although he did not know it, Miescher had discovered 
DNA.  Soon  afterward, Hoppe‐Seyler  isolated  a  similar  substance  from  yeast  cells;  this 
substance is now known to be ribonucleic acid (RNA). Both DNA and RNA are polymers 
of nucleotides, or polynucleotides. But the evidence that the deoxyribonucleic acid of the 
chromosomes is the substance that forms the genes was obtained much later, from some 
studies  about  bacteria.  In  1944  Oswald  Avery,  Cohn MacLeod,  and Maclyn McCarty 
demonstrated  that  DNA  is  the  molecule  that  carries  genetic  information,  by  adding 
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purified DNA from a stump of a bacteria to a slightly different one, the second one having 
the hereditary properties of the first one.  
  At the time, very little was known about the structure of this important molecule. 
Over the next few years, the structures of nucleotides were determined and base pairing 
discovered4 and finally, in 1953 James D. Watson and Francis Crick proposed their model 
of  the  structure  of  double‐stranded DNA.  The  study  of  nucleic  acid  biochemistry  has 
advanced considerably in the past decades. Today it is possible not only to determine the 
sequence of nucleotide  residues  in DNA but also  to synthesize specific polynucleotides. 
With  the  advent  of  recombinant DNA  technology,  it  has  become  routine  to  clone  and 
manipulate DNA molecules in the laboratory. This has led to spectacular advances in our 
understanding of molecular biology and of the ways the information contained in DNA is 
expressed  in  living  cells.  We  now  know  that  a  living  organism  contains  a  set  of 
instructions for every step required to construct a replica of itself. This information resides 
in the genetic material or genome, of the organism. The genomes of all cells are composed 
of DNA. A genome may consist of a molecule of DNA, as in many species of bacteria. In 
eukaryotes, the genome is one complete set of DNA molecules found in the nucleus (i.e., 
the haploid set of chromosomes in diploid organisms).  
In  general,  the  information  that  specifies  the  primary  structure  of  a  protein  is 
encoded in the sequence of nucleotides in DNA. This information is enzymatically copied 
during the synthesis of RNA, a process known as transcription. Some of the information 
contained  in  the  transcribed  RNA  molecules  is  translated  during  the  synthesis  of 
polypeptide  chains, which  are  then  folded  and  assembled  to  form  protein molecules. 
Thus, we can generalize that the biological information stored in all cells flows from DNA 
to RNA to protein. 
Nucleic  acids  represent  the  fourth major  class  of biomolecules. Like proteins  and 
polysaccharides, they contain multiple similar monomeric units that are covalently joined 
to produce large polymers.  
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2.2. Nucleotides 
 
Nucleic  acids  are  polynucleotides.  Nucleotides  have  three  components:  a  five‐
carbon sugar  (pentose), one or more phosphate groups, and a weakly basic nitrogenous 
compound  (a  base).  The  bases  found  in  nucleotides  are  substituted  pyrimidines  and 
purines. The pentose is usually either ribose (D‐ribofuranose) or 2‐deoxyribose (2‐deoxy‐
D‐ribofuranose).  The  pyrimidine  or  purine  N‐glycosides  of  these  sugars  are  called 
nucleosides.  Nucleotides  are  the  phosphate  esters  of  nucleosides;  the  common 
nucleotides contain from one  to  three phosphoryl groups. Nucleotides containing ribose 
are  called  ribonucleotides,  and  nucleotides  containing  deoxyribose  are  called 
deoxyribonucleotides. 
 
2.2.1. Ribose and Deoxyribose  
 
The  β‐conformation  of  the  furanose  ring  is  the most  stable  conformation  and  is 
found  in nucleotides and polynucleotides. Each of  these  furanose  rings can adopt other 
conformations  such  as  the  envelope  forms  (also  called  boat  forms).  The  2’‐endo 
conformation of deoxyribose predominates in double‐stranded DNA (see figures 3.1 and 
13.1 of the annex ). 
 
 
 
Figure 3.1. Structure of the furanose rings ribose 
and deoxyribose 
 
 
2.2.2. Purines and Pyrimidines  
 
The bases  found  in nucleotides are derivatives of either pyrimidine or purine  (see 
figure  13.2  on  annex).  Pyrimidines  have  a  single  ring  containing  four  carbon  and  two 
nitrogen  atoms. Purines have  a  fused pyrimidine‐imidazole  ring  system. Both  types  of 
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bases are unsaturated, with conjugated double bonds. This feature makes the rings planar 
and  also  accounts  for  their  ability  to  absorb  ultraviolet  light.  Substituted  purines  and 
pyrimidines  are  ubiquitous  in  living  cells,  but  the  unsubstituted  bases  are  seldom 
encountered  in biological  systems. The major pyrimidines  that occur  in nucleotides are 
uracil (2,4‐dioxopyrimidine, U), thymine (2,4‐dioxo‐5‐methylpyrimidine, T), and cytosine 
(2‐oxo‐4‐aminopyrimidine, C). The major purines  found are adenine  (6‐aminopurine, A) 
and guanine (2‐amino‐6‐oxopurine, G) (see figure 3.2). Adenine, guanine, and cytosine are 
found  in  both  ribonucleotides  and  deoxyribonucleotides.  Uracil  is  found  mainly  in 
ribonucleotides,  and  thymine  is  found  mainly  in  deoxyribonucleotides.  Purines  and 
pyrimidines  are weak  bases  and  are  relatively  insoluble  in water  at  physiological  pH. 
Within  cells,  however,  most  pyrimidine  and  purine  bases  occur  as  constituents  of 
nucleotides and polynucleotides, compounds that are highly water soluble. 
  Each  heterocyclic  base  of  the  common  nucleotides  can  exist  in  at  least  two 
tautomeric  forms. Adenine  and  cytosine  (which  are  cyclic  amidines)  can  exist  in  either 
amino or  imino  forms, and guanine,  thymine, and uracil  (which are  cyclic amides)  can 
exist in either lactam (keto) or lactim (enol) forms. The tautomeric forms of each base exist 
in equilibrium but, under  the conditions  found  inside most cells,  the amino and  lactam 
tautomers are more stable and therefore predominate.  
 
 
Figure 3.2. Structures of the bases (purines and pyrimidines) found on DNA 
 
  In  the common nucleotides all of  the bases can participate  in hydrogen bonding. 
The amino groups of adenine and cytosine are hydrogen donors, and  the  ring nitrogen 
atoms  are  hydrogen  acceptors.  Cytosine  also  has  a  hydrogen  acceptor  group  at  C2. 
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Guanine, cytosine, and thymine can form three hydrogen bonds. In guanine, the group at 
C6  is a hydrogen acceptor, and N1 and  the amino group at C2 are hydrogen donors.  In 
thymine, the groups at C4 and C2 are hydrogen acceptors, and N3 is a hydrogen donor. 
The hydrogen‐bonding ability of uracil, a nucleoside found  in RNA,  is similar  to  that of 
thymine. The hydrogen‐bonding patterns of  the bases have  important consequences  for 
the three‐dimensional structure of nucleic acids. Additional hydrogen bonding occurs  in 
some nucleic acids and in nucleic acid‐protein interactions.  
 
  2.2.3. Nucleosides  
 
Nucleosides  are  composed  of  ribose  or  deoxyribose  and  a  heterocyclic  base.  In 
each nucleoside, a β‐N‐glycosidic bond connects C1 of the sugar to N1 of the pyrimidine 
or N9 of the purine. Nucleosides are therefore N‐ribosyl or N‐deoxyribosyl derivatives of 
pyrimidines  or  purines.  The  numbering  convention  for  carbon  and  nitrogen  atoms  in 
nucleosides reflects the fact that they are composed of a base and a 5‐carbon sugar, each of 
which has  its  own numbering  scheme. The  β‐N‐gycosidic bond  connects  the C1’,  or  1’ 
atom of the sugar moiety to the base, and ribose and deoxyribose differ at the C2’ position 
(or 2’).  
  Rotation around the glycosidic bonds of nucleosides and nucleotides is sometimes 
hindered.  In  purine  nucleosides,  two  conformations,  syn  and  anti,  are  in  rapid 
equilibrium. In the common pyrimidine nucleosides, the anti conformation predominates, 
and also predominates in the polymers of nucleotides, the nucleic acids. 
 
2.2.4. Nucleotides 
The  nucleotides  are  phosphorylated  derivatives  of  nucleosides.  Ribonucleosides 
contain  three  hydroxyl  groups  that  can  be  phosphorylated  (2’,  3’,  and  5’),  and 
deoxyribonucleosides  contain  two  such  hydroxyl  groups  (3’  and  5’).  In  naturally 
occurring nucleotides, the phosphoryl groups are usually attached to the oxygen atom of 
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the  5’‐hydrosyl  group.  By  convention,  a  nucleotide  is  always  assumed  to  be  a  5’‐
phosphate ester unless otherwise designated. 
  The  systematic names  for nucleotides  indicate  the number  of phosphate groups 
present.  Nucleoside  monophosphates,  which  are  derivatives  of  phosphoric  acid,  are 
anionic  at  physiological  pH.  The  corresponding  acids  are  diacids  with  pKa  values  of 
approximately  1  and  6.  The  nitrogen  atoms  of  the  heterocyclic  rings  can  also  ionize. 
Nucleoside  monophosphates  can  be  further  phosphorylated  to  form  nucleoside 
diphosphates  and  nucleoside  triphosphates.  These  additional  phosphoryl  groups  are 
present as phosphoanhydres. In figure 3.3 is represented the structure of a polynucleotide 
as it would be present in DNA (see below) 
 
 
   
 
Figure  3.3.  Representation  of  the  chemical  structure  of  a 
polynucleotide with four residues (2’‐deoxyribonucleotides) linked 
by 3’‐5’ phosphodiester bonds.    It corresponds  to  the structure of 
an AGCT oligonucleotide. 
 
 
 
 
2.3. Double stranded DNA. 
 
By 1950 it was clear that DNA is a linear polymer of 2’‐deoxyribonucleotide residues 
linked  by  3’‐5’  phosphodiesters.  Moreover,  Erwin  Chargaff  had  deduced  certain 
regularities in the nucleotide compositions of DNA samples obtained from a wide variety 
of prokaryotes and eukaryotes. Chargaff observed that in the DNA of a given cell, A and 
T are present in equimolar amounts, as are G and C. In the DNA of all species, the ratio of 
purines to pyrimidines is always 1:1; it should be note however, that the total present of 
(G+C) may differ considerably from that of (A+T).  
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The model of DNA proposed by Watson and Crick in 1953 was based on the known 
structures  of  the  nucleosides,  on X‐ray  diffraction  patterns  that Rosalind  Franklin  and 
Maurice Wilkins obtained form DNA fibres, and on the chemical equivalencies noted by 
Chargaff.  The  Watson‐Crick  model  accounted  for  the  equal  amounts  of  purines  and 
pyrimidines by suggesting that DNA was double ‐ stranded and that bases on one strand 
paired specifically with bases on  the other strand: A with T and G with C. Watson and 
Crick’s proposed structure is now referred to as the B conformation of DNA. 
It  is  important  to be  aware  of DNA  structure  for understanding  the processes  of 
DNA  replication  and  transcription.  DNA  is  the  storehouse  of  biological  information. 
Every  cell  contains  dozens  of  enzymes  and  proteins  that  bind  to DNA  and  recognize 
certain  structural  features,  such  as  the  sequence  of  nucleotides.  These  nucleotides  are 
joined  by  3’‐5’  phosphodiester  linkages.  The  primary  structure  of  a  nucleic  acid  is  the 
sequence of its nucleotide residues connected by 3’‐5’ phosphodiester linkages (see figure 
3.3). The backbone of the polynucleotide chain consists of the phosphoryl groups and the 
3’, 4’ and 5’ carbon atoms and 3’ oxygen atom of each deoxyribose. These backbone atoms 
are arranged  in an extended  conformation. This makes double  ‐  stranded DNA a  long, 
thin molecule, unlike polypeptide chains, which can easily  fold back on  themselves. All 
the nucleotide  residues within a polynucleotide  chain have  the  same orientation. Thus, 
polynucleotide  chains  have  directionality,  like  polypeptide  chains;  one  end  of  a  linear 
polynucleotide chain is said to be 5’ (because no residue is attached to its 5’ carbon) and 
the other is said to be 3’ (for the same reason: no residue is attached to this 3’‐carbon). By 
convention,  the direction  of  a DNA  strand  is defined  by  reading  across  the  atoms  that 
make up the sugar residue.  
Each phosphate group  that participates  in a phosphodiester  linkage has a pKa of 
about  2  and  bears  a  negative  charge  at  neutral  pH.  Consequently,  nucleic  acids  are 
polyanions under physiological conditions. Inside the cell, negatively charged phosphate 
groups are neutralized by small cations and positively charged proteins. 
  Most DNA molecules consist of  two strands of polynucleotide. Each of  the bases 
on  one  strand  forms  hydrogen  bonds  with  a  base  of  the  opposite  strand.  The  most 
common base pairs occur between the lactam and amino tautomers of the bases. As said, 
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guanine pairs with cytosine, and adenine with  thymine, maximizing hydrogen bonding 
between potential sites. Accordingly, G/C base pairs have three hydrogen bonds and A/T 
base  pairs  have  two.  This  feature  of  double‐stranded  DNA  accounts  for  Chargaff’s 
discovery that the ratio of A to T and of G to C is 1:1 for a wide variety of DNA molecules. 
Because adenine  in one strand pairs with thymine  in the other strand and guanine pairs 
with cytosine,  the strands are complementary, and each one can serve as a  template  for 
the other.  
  The sugar ‐ phospate backbones of the complementary strands of double stranded 
DNA  have  opposite  orientations  (they  are  anti‐parallel).  Each  end  of  double  stranded 
DNA is made up of the 5’ end of one strand and the 3’ end of another. In double stranded 
DNA, the distance between the two sugar‐phosphate backbones is the same for each base 
pair. Consequently, all DNA molecules have the same regular structure in spite of the fact 
that their nucleotide sequences may be quite different.  
  Complementary base pairing alone does not produce a helix. In B‐DNA, the base 
pairs are stacked one above the other and are nearly perpendicular to the long axis of the 
molecule.  The  cooperative,  non  covalent  interactions  between  the  upper  and  lower 
surfaces of each base pair bring the pairs closer together and create a hydrophobic interior 
that  causes  the  sugar‐phosphate backbone  to  twist.  It  is  these  stacking  interactions  that 
create  the  helix. Much  of  the  stability  of  double  stranded DNA  is  due  to  the  stacking 
interactions between base pairs. 
   
 
 
 
 
 
 
Figure 3.4. Representation of the double helix of DNA 
showing the minor and major grooves and basic 
measurements (figure adapted from: see reference2)  
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Because  the  two hydrophilic sugar‐phosphate backbones wind around  the outside 
of  the  helix,  they  are  exposed  to  the  aqueous  environment.  In  contrast  the  stacked, 
relatively hydrophobic bases are located in the interior of the helix where they are largely 
inaccessible to water. This hydrophobic environment makes the hydrogen bonds between 
bases more stable since they are shielded from competition with water molecules. 
The double helix also has two grooves of unequal width because of the way the base 
pairs  stack and  the sugar‐phosphate backbones  twist  (see  figure 3.4). These grooves are 
called the major groove and the minor groove. Within each groove, functional groups on 
the  edges  of  the  base  pairs  are  exposed  to water  and  are  chemically  distinguishable. 
Because  the  base  pairs  are  accessible  in  the  grooves,  molecules  that  interact  with 
particular base pairs can  identify  them without disrupting  the helix. This  is particularly 
important  for  proteins  that must  bind  to  double‐stranded DNA  and  “read”  a  specific 
sequence. 
B‐DNA  is  a  right handed helix with  a diameter  of  2.37 nm. The  rise  of  the helix 
(distance between one base pair and the next along the helical axis) averages 0.33 nm, and 
the pitch of  the helix (the distance  to complete one  turn)  is about 3.40 nm. These values 
vary  to  some  extent, depending on  the base  composition. Because  there  are  about  10.4 
base pairs per turn of the helix, the angle of rotation between adjacent nucleotides within 
each strand is about 34.6º. 
  The  forces  that maintain  the native  conformations of  complex  cellular  structures 
are strong enough  to maintain  the structures but weak enough  to allow conformational 
flexibility. Covalent  bonds  between  adjacent  residues  define  the  primary  structures  of 
proteins  and nucleic  acids,  but weak  forces determine  the  three‐dimensional  shapes  of 
these  macromolecules.  Four  types  of  interactions  affect  the  conformation  of  double 
stranded DNA:  
  1)   Hydrophobic  effects. Burying hydrophobic purine  and pyrimidine  rings  in  the 
interior of the double helix increases the stability of the helix.  
  2)  Stacking  interactions.  The  stacked  base  pairs  form  Van  der  Waals  contacts, 
although  the  forces between  individual  stacked base pairs are weak, are additive,  so  in 
large DNA molecules the van der Waals contacts are an important source of stability.  
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  3)    Hydrogen  bonds.  Hydrogen  bonding  between  base  pairs  is  a  significant 
stabilizing force.   
  4)    Ionic  interactions. Electrostatic  repulsion of  the negatively  charged phosphate 
groups of  the backbone  is a potential  source of  instability  in  the DNA helix. However, 
repulsion  is minimized  by  the  presence  of  cations  such  as Mg  2+  and  cationic  proteins 
(proteins that contain an abundance of the basic residues arginine and lysine). 
Under physiological conditions, double stranded DNA is thermodynamically more 
stable  than  the  separated  strands,  which  explains  why  the  double  stranded  form 
predominates in vivo. However, the structure of localized regions of the double helix can 
sometimes be disrupted by unwinding. Such disruption occurs during DNA replication, 
repair,  recombination,  and  transcription.  Complete  unwinding  and  separation  of  the 
complementary single strand is called denaturation (only occurs in vitro).  
Because most  naturally  occurring  DNA  is  double  stranded,  the  length  of  DNA 
molecules  is  often  expressed  in  terms  of  base  pairs  (bp).  For  convenience,  longer 
structures are assured in thousand of base pairs, or kilobase pairs, commonly abbreviated 
(kb).  Most  bacterial  genomes  consist  of  a  single  DNA  molecule  of  several  thousand 
kilobases;  for  example,  the  Escherichia  coli  chromosome  is  4,600  kb.  The  largest  DNA 
molecule in the chromosomes of mammals and flowering plants may be several hundred 
thousand kb  long. The human genome contains about 3,200,000 kb of DNA.  In general, 
bacteria contain a single chromosome whose ends are joined to create a circular molecule. 
DNA in the mitochondria and chloroplasts of eukaryotic cells is also circular. In contrast, 
the  chromosomes  in  the  nucleus  are  linear.  Some  bacteria  also  have  multiple 
chromosomes or linear chromosomes. 
Double  stranded  DNA  can  assume  different  conformations  under  different 
conditions. X‐ray  crystallographic  studies of various  synthetic oligodeoxynucleotides of 
known  sequence  have  suggested  that DNA molecules  inside  the  cell  do  not  exist  in  a 
“pure” B conformation.  Instead, DNA  is a dynamic molecule whose exact conformation 
changes as it bends in solution or binds to protein.  
There are two alternative conformations which form when DNA is dehydrated. This 
are  Z‐DNA, which  can  form when  certain  sequences  are  present,  and  A‐DNA, more 
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tightly wound  than B‐DNA, and with  the major and minor grooves similar  to  that of B‐
DNA in width. 
  There  are  about  11  base pairs per  turn  in A‐DNA  and  the  base pairs  are  tilted 
about 20º relative to the long axis of the helix. In Z‐DNA the helix is left‐handed, not right 
handed and  there are no grooves. This kind of  conformation  can occur  in G/C  regions. 
Some recent studies report that is possible to find both alternative conformations in vivo, 
although confined to short regions of the DNA2. 
  DNA  can  be  supercoiled.  A  circular  DNA molecule  with  the  B  conformation, 
having  an  average of  10.4 base pairs per  turn,  is  said  to be  relaxed  if  such  a molecule 
would  lie  flat  on  a  surface. However,  the  double  helix  can  be  over‐wound  or  under‐
wound  if  the  strands  of DNA  are  broken  and  the  two  ends  of  the  linear molecule  are 
twisted  in opposite directions. When the strands are rejoined to create a circle, there are 
no longer 10,4 base pairs per turn, as required to maintain the stable B conformation. The 
circular molecule  compensates  for  over‐  or  under‐winding  by  forming  supercoils  that 
restore 10,4 base pairs per turn of the double helix. A supercoiled DNA molecule would 
not  lie  flat  on  a  surface. Each  supercoil  compensates  for  one  turn  of  the double  helix.  
Most circular bacterial chromosomes are supercoiled  in cells, but even  long,  linear DNA 
molecules  contain  locally  supercoiled  regions.  Bacterial  chromosomes  typically  have 
about  five  supercoils per  1000 base pairs  of DNA.  In  the nuclei  of  eukaryotic  cells  the 
DNA can be also supercoiled. All organisms have enzymes called topoisomerases that can 
break the DNA, unwind or over‐wind the double helix, and rejoin the strands to alter the 
topology. 
  Most of the DNA in a cell is negatively supercoiled. This means that it is relatively 
easy to unwind short regions of the molecule, especially those regions that are A/T rich. 
Localized  unwinding  is  an  essential  step  in  the  initiation  of  DNA  replication, 
recombination, repair and transcription. Thus, negative supercoiling plays and important 
biological role in these processes by storing the energy needed for unwinding. This is why 
topoisomerases, which catalyze supercoiling, are essential enzymes in all cells. 
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2.4. Packaging of DNA.  
 
After Miescher’s discovery of nuclein, Walter Flemming observed  in 1879 banded 
objects in the nuclei of stained eukaryotic cells. He called the material chromatin, from the 
Greek  chroma,  meaning  “colour”.  Chromatin  is  now  known  to  consist  of  DNA  plus 
various proteins that package the DNA in a more compact form. Prokaryotic DNA is also 
associated with  protein  to  form  condensed  structures  inside  the  cell.  These  structures 
differ from those observed in eukaryotes and are usually not called chromatin. 
  Between cell divisions, chromatin exists as  long,  slender  threads about 30 nm  in 
diameter,  called  30  nm  fibers.  In  humans,  the  nucleus  must  accommodate  46  such 
chromatin fibers, or chromosomes. Since the largest human chromosome is about 2.4 x 108 
base pairs,  it would be about 8  cm  long  if  it were  stretched out  in  the B  conformation. 
During metaphase (when chromosomes are most condensed), the largest chromosome is 
about 10 μm long. The difference between the length of the metaphase chromosome and 
the extended B form of DNA is 8000‐fold. This value is referred to as the packing ratio. 
 
2.4.1. Nucleosomes  
 
The major proteins  of  chromatin  are  known  as  histones. Most  eukaryotic  species 
contain five different histones, called H1, H2A, H2B, H3, and H4.   All are basic proteins 
containing  numerous  lysine  and  arginine  residues  whose  positive  charges  allow  the 
proteins to bind to the negatively charged sugar‐phosphate backbone of DNA. Except for 
H1, the amino acid sequence of each type of histone is highly conserved in all eukaryotes. 
For example, bovine histone H4 differs from pea histone H4  in only two residues out of 
102. Such similarity in primary structure implies a corresponding conservation in tertiary 
structure and function. When chromatin is conveniently treated, it unfolds, giving rise to 
a  structure  that  looks  like  beads  on  a  string  in  an  electron micrograph. The  beads  are 
DNA‐histone complexes called nucleosomes, and the string is double‐stranded DNA (see 
figure 3.5). 
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Figure 3.5. Electron micrograph of beads on a string (figure adapted from: see reference2). 
 
 
Each nucleosome is composed of one molecule of histone H1, two molecules each of 
histones H2A, H2B, H3, and H4, and about 200 base pairs of DNA. The H2A, H2B, H3, 
and H4 molecules form a protein complex called the histone octamer, around which the 
DNA  is wrapped. About  146  base  pairs  of DNA  are  in  close  contact with  the  histone 
octamer,  forming  a  core  particle.  The DNA  between  particles  is  called  linker DNA;  is 
about 54 base pairs long. Histone H1 can bind to the linker DNA and to the core particle, 
but  in  the  extended  “beads  on  a  string”  conformation, H1  is  often  absent. Histone H1 
looks to be responsible for higher order chromatin structures. 
It seems that the way in that chromatin is packed in a determined region of DNA in 
a determined kind of cell, influences the activity of the genes included3. 
  The  structure  of  the  nucleosome  core  particle  has  been  determined  by  X‐ray 
crystallography. The eight histone subunits are arranged symmetrically as four dimmers: 
two H2A/H2B dimmers and  two H3/H4 dimmers. The particle  is shaped  like a  flat disk 
with  positively  charged  grooves  that  accommodate  the  sugar  phosphate  backbone  of 
DNA. The DNA molecule wraps around  the core particle,  forming about 1 ¾  turns per 
nucleosome.  If this DNA were in an extended conformation, it would be about 50 nm in 
length, but when bound to the nucleosome core particle, the overall length is reduced to 
the width  of  the  disk,  about  5  nm.  The  coils  of DNA  are  topologically  equivalent  to 
negative  supercoils, which  is why eukaryotic DNA becomes  supercoiled when histones 
are removed from chromatin. 
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2.4.2. Higher levels of Chromatin Structure  
 
The packaging  of DNA  into nucleosomes  reduces  the  length  of  a DNA molecule 
about  tenfold.  Further  reduction  comes  from  higher  levels  of  DNA  packaging.  For 
example, the “beads on a string” structure itself coiled into  a solenoid to yield the 30 nm 
fibre, that forms when every nucleosome contains a molecule of histone H1 bind to each 
other cooperatively, bringing  the nucleosomes  together  into a more compact and stable 
form  of  chromatin. Condensation  of  the  “beads  on  a  string”  structure  into  a  solenoid 
achieves a further fourfold reduction in chromosome length.  
Finally, 30 nm fibers are themselves attached to an RNA‐protein scaffold that holds 
the  fibers  in  large  loops.  There  may  be  as  many  as  2000  such  loops  on  a  large 
chromosome. The RNA‐protein scaffold of a chromosome can be seen under an electron 
microscope when  histones  have  been  removed.  The  attachment  of DNA  loops  to  the 
scaffold accounts for an additional 200‐fold condensation in the length of DNA. The loops 
of DNA are attached to the scaffold at their base. Because the ends are not free to rotate, 
the loops can be supercoiled.  
 
2.4.3. Bacterial DNA packaging 
 
Although histones are found only in eukaryotes, prokaryotic DNA is also packaged 
with proteins in a condensed form. Some of these proteins are referred to as histone‐like 
proteins because  they  resemble eukaryotic histones.  In most cases,  there are no defined 
nucleosome‐like particles  in prokaryotes,  and much of  the DNA  is not  associated with 
protein.  Bacterial DNA  is  attached  to  a  scaffold  in  large  loops  of  about  100  kb.  This 
arrangement converts the bacterial chromosome to a structure known as the nucleoid. 
 
2.5. Acid ‐ base properties.  
 
Nucleobases  are weak  bases.  In  aqueous media,  the  order  of  basicity,  is C>A>G. 
Also in aqueous media, U and T exhibit, in contrast to their designation as nucleobases, no 
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basic action. The hydrogen atom linked to N3 is slightly acidic (T pKa = 9.9, U pKa = 9.5) 
due  to  the  two  neighbouring  keto  functions.  Proceeding  from  the  nucleobase  to  the 
corresponding  deoxyribonucleoside,  and  thereafter  to  the  ribonucleoside,  a  systematic 
decrease in pKa is observed due to the inductive effect of the sugar unit. The attachment of 
a phosphate, forming nucleotides, increases these pKa values by 0.2‐0.5 due to electrostatic 
interactions between  the protonated base  and  the negatively  charged phosphate group 
(zwitterion formation). In oligonucleotides, the basicity of a nucleobase residue can vary 
due to further possible interactions5. 
In  the  literature,  the  pKa  values measured  for  nucleosides  and  nucleotides  differ 
considerably,  most  likely  due  to  varying  ionic  strengths  and  temperatures  in  the 
corresponding  experiments.  The  effect  of  ionic  strength  on  the  ionization  constants  of 
nucleobases  residues  has  been  studied  by Clauwaert  and  Stochx6,  7. The  results  clearly 
indicated  that  the  protonation  of  A,  C,  and  G  is  favoured  at  higher  ionic  strength, 
resulting  in  increased  pKa  values, whereas  the  pKa  of  a  neutral  species  (T, U  and G) 
decreases.  The  negatively  charged  phosphate  groups  favours  protonation  of  the  bases 
(zwitterion  formation), raising  the basicity of A, C, and G, suppressing  the  formation of 
negatively  charged  base  residues,  and  reducing  the  acidity  of  G,  T,  and  U.  For  the 
influence  of  the  temperature  on  the  ionization  of  the  base  moieties,  a  substantial 
suppression at an elevated  temperature can be expected at alkaline pH  (acidity of G, T, 
and U); that concept is important for experiments using increased temperatures. 
Possible protonation sites of  the predominant  tautomeric  forms of  the nucleobases 
are N1, N3, and N7 in adenine; N3 in cytosine; and N3 and N7 in guanine5, 8. Although the 
purine bases A and G exhibit more than one basic nitrogen atom, X‐ray, spectroscopic and 
NMR studies have shown  that N1  in A and N7  in G are  favoured  for protonation. The 
conjugated structure of the nucleobases allows an extensive delocalisation of the positive 
excess charge, which to a  large extent may be concentrated on atoms other than the one 
carrying  the  proton.  For  example,  in  adenine  protonated  at N1,  the  positive  charge  is 
localized to a much greater degree on N9 and the exocyclic nitrogen. 
Nucleic acids are strong acids (from a biological point of view). Dissociation of the 
secondary  acidic  function  of  a  terminal phosphate  occurs  at pH  6. On  the  other hand, 
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deoxyribonucleic acids are unstable in an acidic environment. Depurination (hydrolysis of 
the N‐glycosyl linkage) is the preferred degradation reaction, which may be followed by 
subsequent (time‐delayed) cleavages of  the deoxyribose phosphate backbone at apurinic 
sites. Compared to DNA, RNA is more stable in acidic but less in alkaline solutions. 
 
2.6. Other considerations.  
 
Normally,  oligonucleotide  samples  are  present  as  salts.  In  molecular  biology, 
monovalent  metal  cations  such  as  Na+  and  K+,  or  ammonium  ions  such  as  NH4+, 
(Me)3NH+,  and  (Et)3NH+  are  the  preferred  counter  ions  to  the  negatively  charged 
phosphodiester groups. Nucleic acids are highly soluble in aqueous solutions and partial 
or completely insoluble in organic solvents. Cations and ionic strength both influence the 
maximal  sample  concentration  above  which  precipitation  occurs.    Quantitative  pre‐
cipitation  of  nucleic  acid  oligomers  is  possible  in  70%  ethanol  if  high  amounts  of 
ammonium  acetate  (2‐2.5 M)  are  added.  This  precipitation  is  a  common,  simple,  and 
effective  technique  for  the  purification  of  nucleic  acids;  a  remaining  excess  of  (co‐
precipitated) ammonium acetate can easily be removed overnight in vacuum. 
 
 
3. MASS SPECTROMETRY: BASICS  
 
3.1. Why mass spectrometry? 
 
The wide popularity of mass  spectrometry  is  the  result of  its unique  capabilities, 
such as  its unsurpassed molecular  specificity,  its ability  to provide molecular mass and 
structurally diagnostic  fragment  ion of  the analyte, or  its ultrahigh detection sensitivity, 
ranging until attomoles and zeptomoles.  It has unparalleled versatility  to determine  the 
structures  of most  classes  of unknown  compounds  and  is  applicable  to many kinds  of 
samples, volatile or non‐volatile, solid, liquid, or gaseous materials. 
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In the past, the high cost and need for skilled operators restricted mass spectrometry 
to  the  domain  of  a  very  few  select  laboratories.  Nowadays,  there  are  new  kinds  of 
instruments  commercially  available,  reasonably  priced,  and  user‐friendly,  which  has 
allowed  to  a wide  extension  of  the  technique  for  its  use  in many  applications. Mass 
spectrometry  posseses  a  high  potential  and  practical  effectiveness  in  the  fields  of 
biochemistry  and  medicine  which  become  possible  with  the  introduction  of  new 
ionization  techniques  that  have  permitted  the  molecular  mass  measurement  of  large 
biological compounds with unprecedented accuracy, speed, and low sample amounts. In 
addition,  the  coupling  of  chromatography  and  electrophoretic  techniques  with  mass 
spectrometry has produced powerful tools for the simultaneous separation and detection 
of complex mixtures of biological compounds. Thus, mass spectrometry has become an 
integral part of biological research. 
 
3.2. Basic concepts 
 
Mass spectrometry  is an analytic  technique  that measures  the masses of  individual 
molecules and atoms. The first step in mass spectrometry analysis is to convert the analyte 
molecules  into  gas‐phase  ionic  species  and  to  detect  them  (which  is  not  possible with 
neutral species). Next, a mass analyzer separates these molecular  ions and their charged 
fragments  (fragmented due  to  the excess energy  transferred  to  the molecule during  the 
ionization) according to their mass/charge (m/z) ratio. The  ion current due to these mass 
separated  ions  is  detected  by  a  suitable  detector  and  displayed  in  the  form  of  a mass 
spectrum. To enable the ions to move freely in space without colliding or interacting with 
other species, each of these steps is carried out under high vacuum (10‐4 to 10‐8 torr). 
 
A mass spectrometer consists of several essential functional units: 
• an inlet system to transfer a sample to the ion source 
• a vacuum system to maintain a very low pressure in the mass spectrometer 
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• an  ion source to convert the neutral sample molecules  into gas‐phase  ions 
or transport ions already formed to the gas phase 
• a mass analyzer to separate and mass‐analyze ionic species 
• a detector to measure the relative abundance of the mass‐resolved ions 
• an electronic system to control the operation of various units 
• a data system to record, process, store and display the data 
 
The  overall  analytic  capability  of  a mass  spectrometry  system  depends  on  the 
combined performance of these  individual units. There are several  ionization techniques 
available,  each  one with  special  purposes.  These methods  include  electron  ionization, 
chemical  ionization,  FAB9,  252Cf  plasma  desorption10,  field  desorption11,  12,  ESI13,  14  and 
MALDI15. 
  The form of data that a mass spectrometer provides is a mass spectrum, which is a 
plot  of m/z  values  of  all  ions  that  reach  the detector  versus  their  abundance. A useful 
feature of a mass spectrum  is  that  it contains a wealth of structure‐specific  information, 
the  most  important  of  which  is  the  molecular  mass  of  the  analyte.  The  structural 
information  is  sparse  in mass  spectra  acquired  by  ionizing  the molecule with  a  gentle 
mode of ionization such as FAB, ESI or MALDI; thus, this kind of information is obtained 
by  coupling  them  to  tandem mass  spectrometry,  and  subjecting  the molecular  ion  to 
collision‐induced dissociation (CID). 
 
3.3. Ionization methods 
 
The success of a mass spectrometry experiment relies  to a  large extent on  the way 
that a neutral compound or a preformed ion is transferred into the gas‐phase. The choice 
of a method for  the  ionization of a compound  is contingent on  the nature of  the sample 
under  investigation.  The  most  widely  applied  ionization  techniques  in  the 
characterization  of  biomolecules  by  mass  spectrometry  are  nowadays  electrospray 
ionization  (ESI)  and  matrix‐assisted  laser  desorption/ionization  (MALDI).  Thus,  only 
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these two ionization techniques will be discussed in the present work especially because 
information  about  the  other  techniques  can  be  easily  found  in  any mass  spectrometry 
book. 
 
3.3.1. Matrix‐assisted laser desorption/ionization mass spectrometry (MALDI‐MS) 
 
The  irradiation by  an  intense  laser beam  is  a  suitable mode of depositing  a  large 
amount of energy into sample molecules for their desorption into the gas phase. In early 
mass  spectrometric  applications  of  laser,  the  sample was  irradiated  directly  by  a  laser 
beam, but the extent of energy transfer was difficult to control and often led to excessive 
thermal degradation. Also not all the compounds absorb radiation at the laser wavelength 
used.  Nowadays  lasers  are  used  in  the  MALDI  mode16,  17,  that  has  significantly 
revolutionized the approaches to the study of large biopolymers.   This technique consist 
in  mixing  the  sample  with  an  excess  of  a  host  matrix  material,  and  the  mixture  is 
irradiated with a laser beam of short pulses of 10 to 20 ns duration and about 106 W/cm2 
irradiance power. The host matrix absorbs energy at the wavelength of the laser radiation, 
and subsequently will be transferred to the sample in a controlled manner. The absorption 
of  the  energy  from  the  laser  beam  causes  evaporation  of  the matrix  and  the  analyte 
molecules are  thus  entrained  in  the  resultant gas‐phase plume and become  ionized via 
gas‐phase  proton‐transfer  reactions. An  interesting  feature  of  this  process  is  that  very 
large molecules  are desorbed  into  gas phase without undergoing  thermal degradation. 
The matrix performs two important functions: 1) it absorbs photon energy form the laser 
beam  and  transfers  it  into  excitation  energy  of  the  solid  system,  and  2)  it  serves  as  a 
solvent for  the analyte, so  that  the  intermolecular forces are reduced and aggregation of 
the analyte molecules is held to a minimum. 
Positive  and negative  ion  analyses  can both be performed with MALDI. The Na+ 
and K+ adducts are a common feature of MALDI spectra of biological extracts. 
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3.3.2. Spray techniques. Atmospheric pressure chemical ionization (APCI) 
 
The  direct  sampling  of  solutions  is  often  necessary  in  a  variety  of  circumstances 
such  as  in  the  case  of  biological  fluids  and  eluents  from  liquid  chromatography  and 
capillary electrophoresis separation devices. As liquid solutions are difficult to handle by 
the  mass  spectrometry  vacuum  system,  some  ionization  methods  suitable  for  direct 
introduction  of  sample  solutions  have  been  devised.  In  such  devices,  the  solvent  is 
selectively  removed  before  the  sample  ions  enter  the mass  spectrometer.  The  ions  are 
generated  in  the  presence  of  an  ambient  bath  gas  rather  than  in  vacuum.  There  are 
various  techniques  which  follow  this  principle,  such  as  thermospray  ionization  (best 
suited  for  the  analysis of polar  compounds,  and has  an upper molecular mass  limit of 
1000 Da) or atmospheric pressure ionization (API), which can be operated in two modes: 
1)  atmospheric  pressure  chemical  ionization  (APCI), mainly  used  for  low‐mass  polar 
compounds, and 2) electrospray  ionization, suitable  for  low and high mass compounds. 
Both  these API‐based  techniques have  emerged  as  robust  and dependable  interfaces  to 
couple HPLC with mass spectrometry18. 
The principle of ionization in APCI means that ionization takes place via gas‐phase 
ion‐molecule  reactions  between  reagent  gas  ions  and  the  analyte molecules,  always  at 
atmospheric pressure. The  typical design of an APCI  ion source consists of a removable 
heated (> 500 ºC) nebuliser probe, an ionization region, and an intermediate pressure ion 
transfer  region.  The  solvent  flows  through  a  fused‐silica  capillary  tube,  and  is 
pneumatically  nebulised  into  very  fine  droplets  by  a  concentric  flow  of  nitrogen.  An 
additional flow of the nitrogen sheath gas sweeps the droplets through a heated tube. The 
transfer of heat from the heated tube converts analytes into a gas stream. This mixture of 
the  warm  gas  and  sample  molecules  flows  toward  the  ionization  region,  where  the 
charge‐transfer  reactions with  the  reagent  gas  ions  converts  the  sample molecules  into 
ions.  In most  current  commercial APCI  sources,  the external  source of electrons  for  the 
initial ionization of the nebulised aerosol particles is a corona discharge, which is formed 
by applying a potential of 2‐3 kV between  the corona pin  (discharge electrode) and  the 
exit  aperture  of  the  counter  electrode.  The  ions  are  sampled  through  a  small  orifice 
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skimmer.  One  or  two  more  additional  reduced‐pressure  regions,  each  separated  by 
skimmers,  are  added before  the  free  ions  enter  the mass  analyzer  for  subsequent mass 
analysis.  In  order  to  increase  the  transport  efficiency,  a  lens  assembly  that  consists  of 
either an octopole or hexapole is added before the mass analyzer.  
The technique of APCI is limited to the analysis of low molecular mass compounds 
(< 1200 Da). It is ideally suited for the molecular mass determination of compounds that 
display  certain  degree  of  polarity.  For  structural  studies,  fragmentation  is  deliberately 
induced  in  the  ion  transfer  region  by  increasing  the  potential  of  the  sampling  cone. 
Typical  applications  of  APCI  include  the  analysis  of  steroids,  pesticides  and 
pharmaceutical drugs19. 
 
3.3.3. Spray techniques. Electrospray ionization mass spectrometry (ESI‐MS) 
 
Electrospray  ionization  (ESI)  is  an  API  technique  applicable  to  a wide  range  of 
compounds  that  are  present  in  liquid  matrices.  The  emergence  of  ESI  represents  a 
significant  advance  in  the  capabilities  of mass  spectrometry  for  the  characterization  of 
large  biomolecules  and  their  non‐covalent  interactions.  It  has  also  become  the  most 
widely used interface to combine HPLC with mass spectrometry. The wide popularity of 
ESI  in these fields  is due to  its continuous‐flow operation, tolerance to different types of 
solvent,  acceptance  of wide  solvent  flow  rates,  and  ability  to  generate  intact multiply 
charger ions of fragile chemical and biochemical species. ESI uses a concept introduced by 
Dole in 1968 for the generation of gas‐phase ions from electrically charged liquid droplets, 
which  are  produced  by  electrospraying  the  solution  of  an  analyte  at  atmospheric 
pressure20. Dole used ESI with an  ion‐drift spectrometer  to produce molecular beams of 
very high‐mass macro‐ions of polystyrene. The coupling of ESI to mass spectrometry was 
achieved in mid 1980s21, 22. Later, applications of ESI‐MS for the analysis of biomolecules23‐
27 were developed. With this technique, the molecular masses of these biopolymers in the 
mass range of over 100 kDa can be determined with an accuracy of > 0,01%. 
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The heart of an ESI source is a stainless‐steel capillary tube through which a solvent 
flows  continuously. The  solvent usually  consists  of  a mixture  of water  and  an  organic 
solvent  (typically  methanol,  acetonitrile  or  isopropanol).  A  solution  of  the  sample  is 
injected into this solvent stream and then a potential difference of 2‐4 kV between the tip 
of the capillary and walls of the surrounding atmospheric pressure region produces and 
electrostatic field sufficiently strong to disperse the emerging solution  into a fine mist of 
charged droplets. A  flow of hot‐bath gas, usually nitrogen,  is added  to  the  interface  to 
assist  in  the  evaporation  of  the  solvent  from  those  charged  droplets.  The  ions  are 
transported from the atmospheric pressure region to the high‐vacuum region of the mass 
analyzer via a low‐pressure transport region, which consists of two or more successively 
pumped chambers. Before entry into a mass analyzer, all sample ions are stripped off the 
solvent  molecules  and  then  sampled  through  a  small  orifice  skimmer.  Positive  and 
negative  ions can both be generated. The polarity of the  ions analyzed  is selected by the 
capillary voltage bias. 
The sensitivity achievable in ESI operation is limited by the transmission efficiency 
of  the  transport  region. The  factors  that  limit  transmission are gas‐phase  collisions and 
charge‐charge  repulsion,  which  lead  to  an  expansion  of  the  ion  cloud.  The  effective 
sampling  and  focusing  of  this  ion  cloud  can  improve  transmission  efficiency.  Earlier 
designs  used  ion  lenses.  A  dramatic  improvement  in  transmission  efficiency  can  be 
achieved  by  use  of  radiofrequency  multipoles,  such  as  quadrupoles,  hexapoles  and 
octapoles.  The  higher  order  multipoles  allow  a  larger  acceptance  aperture.  Further 
improvements in transmission efficiency have been achieved by applying radiofrequency 
fields to a stack of ring electrodes28 or using a cylindrical capacitor in the ESI source29.  
 
Mechanism  of  ion  formation.  Electrospray  ionization  encompasses  three  different 
processes: droplet formation, droplet shrinkage, and gaseous ion formation. At the onset 
of  the electrospray process,  the electrostatic force on  the  liquid causes  it  to emerge from 
the tip of the capillary as a  jet. A thin liquid extends from this cone, which breaks into a 
mist of fine droplets. A number of factors such as the applied potential, the flow rate of 
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the solvent, the diameter of the capillary and solvent characteristics influence the diameter 
of the initially formed droplets. The exact mechanism of the formation of gas‐phase ions 
from  the  charged  droplets  is  still  not  absolutely  clear,  and  thus,  is  subject  to  a wide 
debate19, 30.  
One  unique  feature  of  ESI  is  that  the  degree  of  fragmentation  of  the  analyte 
molecules can be controlled almost at will. Under certain experimental conditions, only 
intact molecular  ions are  formed. Because  the analyte  ion current  is centred only  in  the 
molecular  ions(s),  this  feature helps  to  increase  the detection  sensitivity of quantitative 
measurements and the implementation of tandem mass spectrometry studies. In order to 
obtain  the  structural  information,  fragmentation  can  be  induced  deliberately  in  the 
intermediate region of a  tandem mass spectrometer or  in the  ion transport region of  the 
ESI source by increasing the sampling cone voltage. In this second mode, ions gain extra 
kinetic energy and as a  result undergo dissociation as  they collide with  the bath gas. A 
single‐quadrupole  mass  analyzer  can  be  used  to  perform  the  mass  analysis  of  the 
products of the in‐source collision‐induced dissociation (CID). 
Another  key  feature  of  the  ES  process  is  the  formation  of  a  series  of  multiply 
charged  ions  for  large  biopolymers. Because  a mass  spectrometer  analyzes  ions  on  the 
basis  of  their m/z  ratios  rather  than  their masses,  the  effect  of multiple  charging  is  to 
reduce significantly the m/z of the intact macromolecule, a process that brings high‐mass 
compounds within the usable mass range of an ordinary mass spectrometer.  
Electrospray  has  been  implemented with  various  types  of mass  analyzers, which 
possess  certain  unique  features.  Time  of  flight  (TOF)  mass  spectrometers  have  a 
theoretically  unlimited  mass  range,  extremely  high  scan  speed,  and  multichannel 
detection capability and  its signal‐averaging  feature  is attractive  for  improving absolute 
detection  limits.  Unlike  scanning  instruments,  ions must  be  introduced  in  TOF mass 
analyzers  in pulses, whereas the  ion formation by ESI  is a continuous process. Thus, the 
coupling  of  ESI  with  TOF‐MS  has  been  accomplished  by  using  the  orthogonal  ion 
extraction approach31,  32.   ESI‐produced  ions are stored between each duty cycle, and are 
pushed into the flight tube in the pulse mode.  
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Ultrahigh detection sensitivity  (attomole  to  femtomole)  is  the hallmark of ESI‐MS. 
However, several factors must be controlled to achieve such high levels of sensitivity. The 
ease  of  charge  transfer processes determines  the  sensitivity  of  an  analysis. The  sample 
concentration,  its pka or pkb value,  the presence of electrolytes or other species, pH, and 
the shape and size of the sample molecule are some of the factors that generally influence 
the analyte ion current. The analyte detection sensitivity decreases as the total electrolyte 
concentration  increases  in  the  electrospray  solvent.  High  concentrations  of  salts,  ion‐
pairing  reagents,  plasticizers  or  detergents  often  encountered  in  protein  chemistry  are 
harmful  to  the  ESI  process.  The  presence  of  dilute  acids  (acetic,  formic)  and  bases 
(NH4OH) substantially  increases the sample  ion current  in the positive and negative  ion 
mode, respectively. 
Electrospray ionization has revolutionized the manner in which mass spectrometry 
is performed. A growing range of compounds are being analyzed by ESI‐MS, being a long 
list  of  applications33.  It  has  been  applied  to  the  analysis  of  proteins,  peptides, 
combinatorial  libraries,  drug  and drug metabolites,  immunologic  samples,  nucleotides, 
DNA adducts, environmental pollutants and many more. 
 
3.4. Mass analysis  
 
The primary function of a mass spectrometer is to measure the mass of the ions that 
are  generated  in  the  ion  source,  which  is  accomplished  by  the  mass  analyzer.  The 
performance of a mass spectrometer depends to a great extent on the design of the mass 
analyzer and the associated ion optics. When entering a mass analyzer, the beam of ions is 
separated  according  to  the  mass‐to‐charge  (m/z)  ratios  of  individual  ions.  Another 
function of a mass analyzer is to maximize the transmission of all ions that enter it from 
the  ion source, and act as a  focusing device  to collect all mass‐resolved  ions at a single 
focal  point.  A  moving  charged  particle  can  be  distinguished  on  the  basis  of  its 
momentum, kinetic energy and velocity, parameters that are used by the mass analyzer to 
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mass‐resolve and to focus various ions. The performance of a mass analyzer is gauged on 
the basis of the following criteria: 
•  Mass range—the maximum allowable mass that can be analyzed. 
•  Resolution—the ability to separate two neighbouring mass ions. 
•  Scan speed—a fast scan speed is required for rapidly changing events, such as 
to monitor eluents from a chromatography step, or record a pulsed event. A 
slow speed is mandatory for exact mass measurements. 
•  Detection sensitivity—the smallest amount of an analyte that can be detected 
at a certain confidence level. 
• An  additional  criterion  is  the  ease with which  certain  ionization  and  other 
ancillary devices, such as multichannel array detectors and chromatographic 
devices can be outfitted. 
  Several different designs of mass analyzers have been developed, the most widely 
used  being  the magnetic  sector,  quadrupole,  quadrupole  ion‐trap  (QIT),  time‐of‐flight 
(TOF) and ion cyclotron resonance (ICR) mass spectrometers. As a quadrupole combined 
with  time‐of‐flight were  the mass  analyzers used  in  this work,  those will be discussed 
further and as  information about  the other mentioned analyzers  can be easily  found  in 
any mass spectrometry book. 
 
  3.4.1. Quadrupole mass spectrometers 
 
The  quadrupole  is  perhaps  the most widely  used  type  of mass  spectrometer.  The 
mass  separation  in  this  instrument  is  accomplished  solely  by  using  electric  fields34. 
Quadrupoles  are  dynamic  mass  analyzers,  which  means  that  ion  trajectories  are 
controlled by a set of time‐dependent forces that are generated by applying direct current 
(dc) and radiofrequency (rf) potentials to a set of electrodes.  
A  quadrupole mass  analyzer  is  a  two‐dimensional  quadrupole  field  device.  It 
consists  of  four  accurately  aligned  parallel  rods  that  are  arranged  symmetrically  in  a 
square array. The  field within  the  square array  is  created by electrically  connecting  the 
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opposite pairs of rods together. Ions are injected at one end of the quadrupole structure in 
the direction of the quadrupole rods (z direction). The separation of different m/z ions is 
accomplished through the criterion of path stability within the quadrupole field. In other 
words, at a given set of operating parameters, ions of very narrow m/z range have stable 
trajectories (i.e., their motion is confined within the field‐defining electrodes), whereas the 
remainder of  the  ions will have unstable  trajectories  (i.e.,  the amplitude of  their motion 
exceeds  the  boundaries  of  the  electrodes). To  obtain  a mass  spectrum,  the  quadrupole 
field is varied to force other ions to follow the stable path. Thus, its function is analogous 
to a variable narrowband filter. 
The mass  range  and  the mass  resolution  of  a  quadrupole mass  spectrometer  are 
both dependent on the length and diameter of the quadrupole rods, the supply voltage to 
those  rods,  the  rf  frequency and  the  initial kinetic energy of  the  ions.    In principle,  the 
upper mass limit can be increased by increasing the amplitude of the rf signal, decreasing 
its frequency, and using short‐diameter rods. However,  there are practical  limitations  in 
optimizing  these parameters. As a consequence, an upper mass  limit of only 4000 Da  is 
nowadays accessible. 
Several  useful  attributes  of  a  quadrupole  mass  filter  are  low  cost,  mechanical 
simplicity, high scan speeds, high transmission, increased sensitivity, independence from 
the  energy  distribution  of  ions,  and  linear  mass  range.  Quadrupoles  can  withstand 
relatively higher pressures in the ion source and mass analyzer regions. This feature has 
led  to  their  widespread  use  as  detectors  for  inductively  coupled  plasma  (ICP),  gas 
chromatography  (GC),  liquid  chromatography  (LC),  and  capillary  electrophoresis  (CE) 
techniques.  In  addition,  quadrupole mass  spectrometers  are  compact  and  lightweight. 
Therefore,  they are  ideally suited for field applications, study of upper atmosphere, and 
onboard space exploration research. 
However,  in  contrast  to magnetic  sector  instruments, quadrupole mass  filters  are 
inferior with  respect  to  upper mass  range, mass  resolution,  high‐mass  discriminating 
effect,  and  accuracy  of mass measurement. Also,  they  produce  high  background  noise 
because  the  ion  source  and  detector  are  situated  in  the  same  plane  (the  line‐of‐sight 
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geometry).  In  addition,  ion  trajectories  within  the  quadrupole  field  are  complex  and 
difficult to understand. 
 
3.4.2. Time‐of‐flight mass spectrometers 
 
  It  is  one  of  the  simplest  mass‐analyzing  devices.  Since  the  1990s  it  has  re‐
established  itself  as  a mainstream  instrument  and  is  becoming  increasingly  useful  in 
meeting the demands of contemporary research in biomedical sciences.  
A  TOF mass  spectrometer  behaves  as  a  velocity  spectrometer,  in which  ions  are 
separated on the basis of their velocity differences. A short pulse of ions, after exiting the 
source,  is dispersed  in time by allowing  it to drift  in an FFR (Field Free Region) of a  long 
flight tube. The principle behind the mass analysis is that after acceleration to a constant 
kinetic energy,  ions  travel at velocities  that are an  inverse function of  the square root of 
their m/z values. 
The  lighter  ions  travel  faster and reach  the detector placed at  the end of  the  flight 
tube earlier than do the heavier ones. Thus, a short pulse of ions is dispersed into packets 
of ions with the same mass. Therefore, mass analysis of ions that enter the flight tube can 
be  accomplished  by  determining  their  time  of  arrival.  In  order  to  convert  the  time 
spectrum into a mass spectrum, the instrument is mass‐calibrated by measuring the flight 
times  of  two different  known mass  ions. A primary  requirement  in  the  operation  of  a 
TOF‐MS is that all ions enter the flight tube precisely at the same time. Generating ions in 
short bursts  fulfils  this  condition.  In  this  respect, TOF  instruments are well matched  to 
252Cf‐plasma desorption (PD) and MALDI  ion sources. The continuous  ion beam sources 
as ESI, however, can be coupled with a TOF mass spectrometer, but only after conversion 
of  the  generated  ions  into  discrete  packets.  The  pulsing  of  the  accelerating  potential 
converts a continuous ion beam into discrete ion packets. 
In the past, poor mass resolution was one of the major limitations of TOF‐MS. The 
mass  resolution  of  simple  linear TOF mass  spectrometers  is usually  less  than  500. The 
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spatial,  temporal,  and  velocity dispersions  of  ions  are  the  limiting  factors  in  achieving 
higher  resolution  in TOF  instruments35‐37. A higher  resolution  is obtained only when all 
ions are formed in the source at the same time and the same location (i.e., their temporal 
and  spatial  distributions  are  minimum),  and  all  have  the  same  kinetic  energy.  The 
temporal  distribution,  which  is  a  combined  effect  of  uncertainties  in  the  time  of  ion 
formation  as  well  as  limitations  of  ion  detection  and  time‐recording  devices,  can  be 
minimized  with  the  use  of  very  short  ionization  pulses  and  also  by  increasing  the 
difference  in  arrival  times  of  two  adjacent  ions.  Increasing  the  flight  path  of  ions  or 
reducing  their  velocities  (i.e.,  with  lower  accelerating  potentials)  has  the  effect  of 
increasing the arrival times of different mass ions. The use of lower accelerating potentials 
is counterproductive because of  the concomitant  loss of  transmission, and of  the greater 
impact of the energy spread on resolution at lower accelerating potentials. The pulsed ion 
extraction with very  fast rise  time can also be used  to correct  the  temporal distribution. 
The spatial distribution degrades  resolution because  ions  formed  in different  regions of 
the ion source are accelerated to different kinetic energies. Ions that are formed to the left 
of the central line are accelerated to a higher velocity than are ions formed to the right of 
the central  line,  resulting  in  loss of mass  resolution. The use of  ionization methods  that 
produce ions from a surface, such as 252Cf‐PD and MALDI, eliminates the spatial width to 
some  extent  because  in  these  ionization  techniques  the  plane  of  ion  formation  is well 
defined.  
The dominating factor that restricts the resolution  in TOF  instruments, especially 
with desorption  ionization methods,  is  the kinetic energy  inhomogeneity within  the  ion 
beam. The higher‐initial‐energy ions arrive at the detector sooner than do the same‐mass 
lower initial energy ions. The acceleration region energy spread can be eliminated by the 
prompt ejection of ions from the source (i.e., by using high accelerating potentials, usually 
>  10  kV).  A  further  reduction  in  the  energy  spread  is  achieved  through  an  energy‐
correcting device,  known  as  the  reflectron  (described  below). Another  factor  that  limits 
resolution is the turnaround time taken by the ions that are travelling initially away from 
the exit slit. These ions take extra time in exiting the source than ions that have the same 
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initial velocity, but are facing the exit slit. Longer flight tubes and longer flight times can 
reduce the effect of turnaround time. 
In TOF instruments, the time difference in the arrival of various ions at the detector 
is very  short. Therefore,  the mass  selectivity  of TOF  instruments  is  also  limited by  the 
accuracy with which short intervals of time can be measured. 
Time‐of‐flight mass  spectrometers  have  a  number  of  attractive  features,  such  as 
theoretically unlimited mass range, high ion transmission, very high spectrum acquisition 
rate,  multiplex  detection  capability,  simplicity  in  instrument  design  and  operation, 
reasonable mass resolution, and low cost. The detection sensitivity of TOF instruments is 
much higher than in scanning instruments because they can record all the ions that reach 
the  detector  after  each  ionization  event,  and  because  they  have  high  ion  transmission 
efficiency. A major asset of TOF mass spectrometers  is their ability to record a complete 
mass  spectrum  in  time  intervals  as  short  as  25  μs.  These  attributes make  TOF‐MS  an 
attractive research instrument as well as a valuable analytical tool19. 
A  reflectron  is  a  development  that  corrects  for  any  initial  position  and  energy 
dispersions  in  the  accelerator  region  of  a  TOF  instrument38.  This  device  is  in  fact  an 
electrostatic mirror  that  consists of  a  series of  electrical  lenses,  each with progressively 
increasing  repelling  potential.  The  initial  spatial  spread  is  translated  into  a  velocity 
spread, which can be readily corrected by  the mirror. A reflectron works on a principle 
that  the  ions  that enter  this device after  traversing  the  first FFR are  slowed down until 
they  come  to  rest,  and  then  their  direction  of  motion  is  reversed,  being  finally 
reaccelerated  into a second FFR. Qualitatively, the faster‐moving  ions spend  less time  in 
the  drift  regions,  but  penetrate  to  a  greater  depth  into  the  reflecting  field  and 
consequently, spend more  time  there. This extra  time  in  the mirror compensates  for  the 
shorter flight times of faster ions in the drift regions, with the result that all ions with the 
same mass arrive  simultaneously at  the detector  that  is  located at  the end of  the  flight 
path. Mass resolution is, thus, improved. An additional contributing factor in improving 
the mass resolution is the longer path length of the reflectron.  
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The single‐stage and dual‐stage reflectrons are both in common use. The dual‐stage 
reflectrons provide higher mass resolution  than do  the single‐stage devices. The gain  in 
resolution,  however,  is  at  the  expense  of  sensitivity  because  transmission  losses  occur 
when  ions  pass  through  additional  grid  lenses.  Usually,  the  detection  region  of  a 
reflectron  is separated  from  the  ionization  region by  reflecting  the  ions at a small angle 
with respect to the incoming ions.  
Because of the potential of unlimited mass range, TOF‐MS has become widely used 
for the analysis of macromolecules such as proteins, carbohydrates, and oligonucleotides. 
In  combination with MALDI, TOF‐MS  is  capable of determining  the molecular mass of 
proteins of > 300 kDa mass with an accuracy of >0.1%, and with a detection sensitivity in 
the attomole‐femtomole range. TOF‐MS is routinely used for peptide mapping, verifying 
the  homogeneity  of  synthetic  peptides,  assessing  glycosyl,  phosphoryl,  and  other 
posttranslational  heterogeneity,  and  for  the  determination  of  cleavage  sites  in  protein 
processing. Its role in the research of the human genome is remarkable39‐42. 
 
3.5. Ion detection  
 
The  ions,  after  their  separation  by  a mass  analyzer,  arrive  at  a  detector  for  the 
detection  of  their  mass  and  abundance.  A  detector  measures  the  electric  current  in 
proportion  with  the  number  of  ions  striking  it.  Sensitivity,  accuracy,  resolution,  and 
response  time  are  the most  important  characteristics  of  any  ion  detector.  The  detector 
used in the present work was a microchannel electron multiplier (MCP). This detector is 
formed by microperforated glass plates covered in all their surfaces with a metallic film. A 
potential in the range of 1500 V can be applied on each side of the plates. 
A typical MCP detector has approximately 10000000 microchannels each one with a 
diameter  of  approximately  10  microns.  Each  microchannel  acts  independently  as  a 
continuous photomultiplier. Each  incident  ion  entering  a microchannel  strikes  its walls 
releasing an accelerated electron, which in turn strikes the adjacent wall liberating several 
electrons. These accelerated electrons in turn release more electrons. The repetition of this 
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process originates at the end of the microchannel a cloud of several thousands of electrons 
corresponding to a gain in the order of 103    
 
3.6. Tandem mass spectrometry 
 
Tandem  mass  spectrometry  (MS/MS)  refers  to  the  coupling  of  two  mass 
spectrometers in time and space with the objective to obtain further information of a more 
specific nature about the sample in question. Tandem mass spectrometry was first used in 
the  late  1960s43.  Its  usefulness  is  unsurpassed  in  the  structure  elucidation  of  unknown 
compounds,  identification  of  compounds  in  complex  mixtures,  elucidation  of 
fragmentation pathways, and quantification of compounds in real‐world samples. Several 
new  generations  of  instruments  have  been  designed  for  tandem  mass  spectrometry 
applications44, 45.  
Tandem mass  spectrometry  takes  advantage  of  the  fragmentation  reactions  that 
occur  in  field‐free  regions  of  multi‐sector  instruments.  The  concept  of  tandem  mass 
spectrometry involves mass‐selection, fragmentation, and mass analysis. These three steps 
are  performed  using  two  stages  of  mass  analysis.  The  first  stage  performs  the  mass 
selection of a specified ion from a mixture of ions that are produced in the ion source. This 
mass‐selected  ion  undergoes  fragmentation  in  the  intermediate  region,  usually  via 
collisions  with  neutral  gas  atoms.  By  definition,  the  mass‐selected  ion  is  called  the 
precursor ion, and the ionic fragments are called product ions. The second stage of MS/MS 
is used  to mass‐analyze  the product  ions  that are  formed  in  the  intermediate step. This 
operation  is  similar  to  the  combination  of  a  chromatography  technique  with  mass 
spectrometry  (e.g., gas or  liquid chromatography). The  first stage of MS/MS separates a 
mixture  of  ions  into  individual  components  as  a  chromatography  technique  resolves  a 
mixture of compounds, and the second stage obtains mass spectra of each mass‐resolved 
ion. 
A unique attribute of tandem mass spectrometry  is  its molecular specificity, which 
is the result of an  incontrovertible  link between a precursor  ion and all  its product  ions. 
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Those product  ions must derive  exclusively  from  the pre‐selected precursor. Especially 
since  the  introduction  of  MALDI  and  ESI  for  the  analysis  of  non‐volatile  and  polar 
compounds  such  as  those  encountered  in  biomedical  fields, MS/MS has  assumed  even 
more  critical  significance.  On  one  hand,  these  techniques  do  not  provide  required 
fragment  ion  information  for structure elucidation. On  the other hand,  the mass spectra 
are complicated because of the presence of the chemical background noise that is derived 
from  the matrix  and  solvent  ions.  In  addition, many  isolates  of  biological  samples  are 
mixtures,  even  after  the  best  possible  chromatographic  separation. MS/MS  overcomes 
most of those difficulties. 
 
3.6.1. Instrumentation for tandem mass spectrometry 
 
A  variety  of  instrument  designs  have  emerged  for  tandem  mass  spectrometry 
research,  and  each  fullfils  special  needs.  Some  instruments  perform MS/MS  in  space, 
meaning that the mass selection, fragmentation, and mass analysis steps are carried out in 
different regions of the tandem instrument. In this category, two mass spectrometers are 
sequentially  arranged  as  is  done  in  magnetic  sector  and  quadrupole  instruments.  In 
contrast, some instruments perform these steps in the same region, but using a temporal 
sequence. Quadrupole ion trap (QIT) and Fourier transform (FT)‐ion cyclotron resonance 
(ICR) mass spectrometers are the examples of this latter category of tandem instruments. 
Hybrid tandem mass spectrometer have been constructed with devices that use two 
different  mass  analysis  principles,  with  the  motivation  of  benefits  from  the  best 
performance  of  both  types  of  mass  analyzers,  having  evolved  several  different 
combinations over  the years. One of  the common design  that has become popular since 
mid 1990s is the combination of a quadrupole and a TOF instrument, which was used in 
the present work. 
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3.7. Mass measurement of biopolymers 
 
Traditionally,  the  molecular  mass  of  biopolymers  such  as  proteins  has  been 
estimated with  sodium  dodecylsulfate‐polyacrylamide  gel  electrophoresis  (SDS‐PAGE). 
For  example,  the migration  pattern  of  a  protein  is  compared  to  a  set  of  the migration 
patterns of proteins with known mass. Many biochemistry  laboratories still  rely on  this 
technique. However,  the  accuracy  of  this procedure  is  very poor  (5‐20%). But  in  some 
cases, the exact mass values are required, for example to distinguish a mutation between 
the aminoacids Asp and Asn, Asn and Ile/Leu, Glu or Lys and Glu/Gln. Currently, mass 
spectrometry  is meeting  this challenge with success. The  introduction of  the  two highly 
sensitive ionization techniques, namely, ESI23 and MALDI16, has contributed to the routine 
use  of mass  spectrometry  for molecular mass measurements  of  biopolymers  with  an 
accuracy of <0.03%. 
 
 
4. MASS SPECTROMETRY OF OLIGONUCLEOTIDES 
 
4.1. From the beginning  
 
Mass  spectrometry  (MS)  has  played  an  important  role  in  the  characterization  of 
nucleotide  constituents,  especially  of modified  rare  nucleobases,  like  those  found  in  a 
great variety in ribosomal and transfer ribonucleic acids (rRNA and tRNA, respectively). 
However,  the  generation  of  intact  molecular  ions  of  oligomers  of  more  than  two 
nucleotides  turned  out  to  be  difficult  when  using  the  classical  ionization  techniques 
electron impact (EI) and chemical ionization (CI), due to the high polarity of nucleic acids 
and  a  high  tendency  for  their molecular  ions  to  fragment. The  introduction  of  plasma 
desorption  (PDMS),  secondary  ion  (SIMS),  and  fast  atom  bombardment  mass 
spectrometry (FABMS) allowed  the study of  larger oligonucleotides. In  the beginning of 
the  1980s,  McNeal  and  co‐workers  reported  a  number  of  PDMS  studies  with 
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oligonucleotides composed of more than two nucleotides46. Positive‐ion spectra exhibited 
primarily  cationized  molecular  ions  of  the  type  (M  +Na)+,  and  negative‐ion  spectra 
preferably deprotonated molecular  ions and a number of  specific  fragment  ions5. These 
fragment ions could be ascribed to two series. One series, starting at the 3’‐terminus of the 
oligonucleotide ion was generated by the cleavage of the 3’‐phosphoester bonds, leading 
to  the  formation  of  fragment  ions  bearing  a  phosphate  group  at  the  5’‐end;  the  other 
series,  starting  at  the  5’‐end,  resulted  from  cleavage  of  the  5’‐phosphoester  bonds, 
yielding  species  bearing  a  phosphate  group  al  the  3’‐end.  Ions  of  the  first  series were 
generally more abundant  than  ions of  comparable mass of  the  second  series5. Later Mc 
Luckey  and  collaborators47    proposed  a  nomenclature  scheme  analogous  to  the 
nomenclature scheme used for peptides and proteins based on the two series of fragments 
described above (see figure 3.6). 
 
Figure 3.6. Nomenclature of some of the fragments for an oligonucleotide of five bases, as proposed 
by Mc Luckey and collaborators47.  
 
  The  introduction  of  electrospray  ionization48  (ESI)  and  matrix‐assisted  laser 
desorption/ionization16  (MALDI)  made  way  for  a  significant  improvement  of  the 
accessible mass range and sensitivity for the analysis of nucleic acids. 
 
4.2. Oligonucleotide mass spectra 
 
  As already discussed, in ESI, molecular  ions are produced from sprayed aqueous 
sample droplets. The dielectric constant of the solvent reduces repulsive coulombic inter‐ 
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and intramolecular interactions of the analyte compounds. During transfer from solution 
to gas phase, this shielding disappears and can initiate, in the case of negatively charged 
species,  attachment  of  cations  present  in  the  solution  in  a  number  depending  on  the 
charge  state  of  the  released  analyte  ions.  Thus,  the  pH‐dependent  ionic  states  of 
oligonucleotides in aqueous solution must be considered. In alkaline and neutral solution, 
nucleic acid oligomers are present as oligoanions. In the pH range 9‐10, deprotonation of 
the  nucleobases  G,  T,  and  U  occurs,  and  above  pH  12  also  the  deprotonation  of  the 
hydroxyl groups of  the  (deoxy)ribose moiety, contributes  to  the negative charge state of 
the oligonucleotide.  
In  the  latter  case,  the  deprotonated  hydroxyl  groups  are  the  terminal  3’‐ones  of 
DNA and RNA oligomers  (if not phosphorylated), and  the 2’‐ones of  the ribonucleotide 
units. However,  at  high  pH,  RNA  is  quickly  degraded;  thus,  such  conditions  are  not 
practical. Acidic  solutions  result  in  complicated mixtures  of  zwitterions  (deprotonated 
phosphodiester  group  and  protonated  nucleobase)  and  negatively  charged  nucleotide 
units;  the  charge  localization  is  highly  dependent  on  the  base  composition  of  the 
oligonucleotide and on the solution pH. From pH 4.5 to pH 2, the base moieties C, A, and 
G  (in  that  order)  take  up  a  proton.  Below  pH  2,  the  remaining  charge  state  is mainly 
defined by the number of thymine (uracil) bases due to the lack of a basic functionality in 
these nucleobases, allowing no zwitterion formation. Below pH 1.3, reprotonation of the 
phosphodiester groups starts to influence and positive charge states can result, favoured 
if only a few thymine (uracil) bases are present. 
For ion formation of oligonucleotides in mass spectrometry, the gas‐phase basicities 
and acidities of the different functional groups must also be taken into account. In contrast 
to  aqueous  solution, G  behaves  as  the  strongest  base,  closely  followed  by A  and C. T 
exhibits a significantly lower proton affinity. For RNA, similar values can be expected. In 
the  case  of multiply  protonated  oligonucleotide  ions,  additional  repulsive  electrostatic 
interactions (depending on the charge density and on the sequence) must be considered, 
thus making any prediction of predominant protonation sites difficult or  impossible. To 
make  suggestions  about  the  localization  of  negative  charges  on  deprotonated 
oligonucleotide  ions,  the  gas‐phase  acidities  of  the  phosphodiester  group  and  of  the 
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different nucleobases must be compared. For multiply negatively charged oligonucleotide 
ions, a multiply deprotonated (deoxy)ribose phosphate backbone may be expected as the 
preferred structure of  the analyte  ions; but    intramolecular repulsive  forces between  the 
excess charges may significantly change the approximation. 
ESI and MALDI typically generate protonated and/or deprotonated molecular ions 
of the type (M + nH)n+ and (M ‐nH)n‐, respectively, in addition to cationized species of the 
type  (M  + nNa/K)n+  .  In  addition, multimers,  like  (2M  + nH)n+,  are observed. With ESI, 
higher  charge  states  (an  average  of  1  charge  per  1,000  Da)  are  formed  preferably, 
depending on  the molecular mass of  the analyte,  the  solvent  conditions  in  the  sprayed 
solution, and ion‐source conditions. In the ESI‐MS of oligonucleotides, negatively charged 
ions are supposed to yield better results than positively charged ions. Formerly, the same 
was true for MALDI‐MS, but since the introduction of 3‐hydroxypicolinic acid (3‐HPA) as 
matrix, both ion detection modes are used.  
The strong ionic character of oligonucleotides and a tendency of their molecular ions 
to  fragment  cause  difficulties  upon  ESI  and  MALDI;  the  latter  problem  is  more 
pronounced in MALDI‐MS than in ESI‐MS. 
There is a decreased signal‐to‐noise ratio with an increasing number of nucleotides 
in the sample molecules (dispersion of the produced number of ions among an increasing 
number of  species of different m/z values), and  such  signal distributions  require a very 
high  instrumental  resolution  power  if  larger  species  are  to  be  analysed.  In  addition, 
mixture analysis becomes difficult as soon as the signal distributions of samples differing 
by a single nucleotide overlap. An important observation in solving this problem was that 
ammonium ions as counter ions may allow the exclusive formation of the free acid form 
of the analyte ions (no adduction of ammonia) upon ESI as well as MALDI.  
 
4.3. Electrospray ionization mass spectrometry of oligonucleotides 
 
With  the  introduction  of  ESI‐MS,  the  accessible  mass  range  for  the  analysis  of 
nucleic  acids was  considerably  extended  in  a  short  time5,  49‐51. During  some years  there 
were a number of studies which improved the applications of the technique to the study 
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of  the  nucleic  acids.  All  spectra  exhibit  an  extensive  charge‐state  distribution  that  is 
characteristic of ESI‐MS. In 1990, Smith et al. reported the potentials and limitations of ESI 
as  a  new  soft  ionization  technique  for  the  analysis  of  labile molecules,  and  presented 
spectra of  some  extensive DNA  samples.  In  all of  these  spectra,  the problem of partial 
substitution of protons by metal cations is clearly seen and discussed by the authors. With 
the  quadrupole  instrument  used,  the  salt  state  distribution  could  be  resolved  up  to  a 
molecular mass  of  10,000 Da,  and  an  accurate mass  determination was  possible52.  For 
larger  species,  the  estimated mass  resolution was  determined  by  the  envelope  of  this 
distribution, and the mass error increased to 0.1%. 
 
4.3.1. Sample preparation 
 
The quality of ESI mass spectra of oligonucleotides can be significantly improved if 
the metal cations present in the analyte solution are replaced by ammonium ions53.  
The charge‐state distribution of  the nucleic acid  ions observed  in ESI‐MS  is highly 
dependent  on  the  spray  solution  properties,  particularly  the  pH.  Lowering  the  pH  to 
acidic values  reduces  the excess negative charge carried by oligonucleotides  in aqueous 
solution by zwitterion  formation  (protonation of A, C, and G). This acidification of  the 
spray  solution  can  be  used  to  reduce  the  maximum  number  of  charge  states  of 
oligonucleotide ions generated by ESI54. The main argument for reducing the charge states 
of nucleic acid  ions  in ESI‐MS  is  to  increase  the signal‐to‐noise ratio and  to decrease  the 
spectral complexity in order to enable or to simplify mixture analysis.  
Some factors that may influence the final charge state distribution observed in ESI‐
MS are ion conformation, initial charging in solution, and energetics and thermochemistry 
governing  the reactions after  the droplet  formation,  including proton  transfer  in  the gas 
phase, desolvation, dissociation of complexes, and ion fragmentation. Different acids have 
been  studied  as  additives  to  the  spray  solution,  and  an  important  result  is  that  the 
efficiency of  charge  state  reduction  is  also highly dependent on  the nature of  the  acid. 
Acetic and formic acids are more efficient than HCl, CF3CO2H, and H3PO4. Although the 
latter acids are stronger acids, their efficacy  in charge reduction  is  lower due to reduced 
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ion yields in their presence. This adverse effect can be reduced by the use of mixtures of 
both  types  of  acids;  (e.g., HCl/ CH3COOH). A  negative  side  effect  of  applying  strong 
acidic  pH  values  is  that  Fe(II)  ions  are  released  from  stainless  steel materials  (like  a 
syringe needle), and these positive ions can subsequently be attached to the oligonucleo‐
tide ions. 
The  detection  sensitivity  of  ESI‐MS  has  been  improved  significantly  by  the 
introduction of nano‐electrospray ionization (nano‐ESI)55. One of the main advantages of 
nano‐ESI is a considerably higher tolerance for salt contaminants and solvent composition 
of the spray solution.  
 
 
5. ESI‐MS OF OLIGONUCLEOTIDE‐DRUG COMPLEXES 
 
 
5.1. Interactions between biomolecules 
 
In  addition  to  important  applications  as  the  analysis  of  primary  structures  of 
biomolecules, ESI‐MS has also been shown  to play a role  in  the determination of higher 
order structure of proteins56, 57   and in the study of non‐covalent complexes important in 
molecular recognition58, 59. The function of a biomolecule usually depends on  its specific, 
non‐covalent interactions with other molecules. For example, proteins interact with other 
proteins, peptides, small molecules, metal ions, lipids, polysaccharides, nucleic acids and 
oligonucleotides. These  interactions drive  critically  important  cellular processes  such as 
cell  division,  cell  signalling,  ion  transport,  homeostasis,  gene  transcription,  and 
translation.  Several  well‐established  spectroscopic  techniques  are  used  to  study 
biomolecular  interactions  including  circular dichroism  (CD),  fluorescence,  infra‐red  (IR) 
and  ultraviolet  (UV)  spectroscopy,  nuclear  magnetic  resonance  (NMR),  and  X‐ray 
crystallography. The other technique that has been emerged as a highly valuable method 
to  study  the  biomolecular  non‐covalent  interactions  is  electrospray  ionization  mass 
spectrometry  (ESI‐MS). Since  the  first  reports showing  the ability  to observe  intact non‐
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covalent biomolecular complexes using ESI‐MS, numerous different types of interactions 
have  now  been  described  using  this  technique58‐60. With  the  accumulating  number  of 
reports  detailing  non‐covalent  interactions  involving  biomolecules,  it  is  becoming 
increasingly evident  that  the complexes observed using ESI‐MS behave, at  least to some 
extent, similarly to the complexes in solution.  
The  regulation  of  biological  events  involving  DNA,  such  as  transcription  and 
replication,  can  be mediated  by  interactions  of DNA with metal  ions,  small molecules 
(ligands), and proteins. DNA‐binding agents can be classified either as reversible (or non‐
covalent) or  irreversible (including both covalent binding by alkylating compounds, and 
coordinative binding by metal complexes). There are also many examples where covalent 
or coordinative binding is preceded by an initial non‐covalent interaction. Proteins bind to 
DNA  via  a  variety  of  non‐covalent  interactions.  The  formation  of  ternary  complexes 
among a protein, DNA, and metal  ions or drugs  is also  important  in many biological or 
drug‐mediated processes56.  
 
5.2. Binding of small molecules to DNA 
   
The development of antitumoral agents that derive their biological activity through 
interaction with DNA has  in part been driven by  the discovery of natural products  that 
display  either  novel modes  of  interaction with DNA  or  interesting  functionalities. The 
action of  these agents may also be  improved  through coupling with new selective drug 
design strategies.  In either case,  identification of  the essential structural elements giving 
rise to DNA‐binding characteristics that may correlate with antitumoral activity facilitates 
design of effective analogs. Determination of sequence selectivity is often the first step in 
designing drugs that interact with DNA. It may also be important to determine the role of 
non‐covalent binding in localizing reactive functionalities in DNA, to distinguish between 
major‐ and minor‐groove binding, or identify the site(s) of covalent binding for example. 
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5.2.1. Covalent binding 
 
Mass  spectrometry  has  been  used  extensively  to  characterize  and/or  quantify 
adducts  of DNA  resulting  from  oxidative damage  and  exposure  to  environmental  and 
endogenous carcinogens (principally alkylating agents). DNA alkylation is a key cellular 
event in the mechanism of action of many carcinogens, mutagens, and clinical antitumoral 
agents.  Alkylation  occurs  preferentially  at  the  nitrogen  and  oxygens  in  purines 
(particularly  the N7 of guanine, which  is  the most nucleophilic  site). The  studies made 
have generally involved isolation of DNA after exposure to the alkylating agent, followed 
by digestion of  the DNA  to  individual bases, nucleosides, or nucleotides. The modified 
bases  from  in vivo samples are generally present at very  low  levels against a high back‐
ground of unmodified DNA. Hence,  the prime  considerations  for all  these applications 
are to have an efficient separation technique and a highly sensitive detection method.  
The  same  strategies used  for  analysis  of  carcinogens have  also been used  for  the 
analysis of DNA adducts with antitumoral agents. Again, there are a number of examples 
of  this  type  of  application  using  older  ionization  techniques56.  Although  the 
characterization  of  adducts  of  carcinogens  and  antitumoral  agents  at  the  level  of 
individual  bases,  nucleosides,  or  nucleotides  is  sensitive  and  can  be  quantitative,  this 
approach  does  not  yield  information  concerning  sequence  selectivity.  Sequence 
information  is  important  because  detailed  structural  characterization  of  ligand‐DNA 
complexes by NMR or X‐ray crystallography requires shorter  target sequences of DNA. 
Sequence  selectivity  derived  from  standard  DNA  sequencing  methods  as  PCR 
(polymerase  chain  reaction) may not  translate directly  to  these  shorter oligonucleotides 
because of the  influence of variations  in  local structure (e.g., fraying of the ends  in short 
sequences,  existence of higher order  structural  features  in  longer  sequences). There  are 
also many instances where these techniques are not suitable, owing to the relatively large 
amount of sample required (NMR) or difficulties in preparing suitable crystals (X‐ray). 
The  studies done during  the  last years  show  that mass  spectrometry has  inherent 
advantages  of  speed  and  sensitivity  when  compared  with  high‐resolution  structural 
methods.  Therefore mass  spectrometry may  provide  a  powerful  complement  to  these 
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techniques either for “pre‐screening” complexes prior to undertaking the additional effort 
required  for  more  detailed  structural  studies  or  for  obtaining  limited  structural 
information  in cases when these techniques are not applicable. Furthermore,  it may also 
be  possible  to  use  ESI‐MS  to  acquire  information  concerning  non‐covalent  binding  in 
addition to sequencing by MS/MS. 
 
5.2.2. Non‐covalent binding 
 
 Double‐stranded DNA  offers  a  number  of  potential  binding  sites  and modes  of 
non‐covalent  interactions  for  small  molecules,  namely,  a)  electrostatic  interactions 
between  cationic  ligands  and  the  polyanionic  backbone  of DNA,  b)  intercalation  of  a 
planar  ring  system  between  adjacent  base pairs,  and  c)  hydrogen  bonding  interactions 
with the bases usually in the minor groove of DNA.  
Intercalators  typically  contain  a  planar  ring  system  and  incorporate  a  positive 
charge.  These  compounds  include  simple  intercalators  such  as  ethidium  bromide  and 
daunomycin,  threading  intercalators  such as nogalamycin, and bis‐intercalators  such as 
ditercalinium. In the B‐form of DNA, the minor groove  is generally the preferred site of 
non‐covalently  binding  ligands  because  binding  is  tighter  in  the  narrower  groove. 
Compounds  that  bind  in  the minor  groove  normally  incorporate  small  aromatic  ring 
systems with  torsional  freedom  to  allow  a  twist  complementary  to  that  of  the minor 
groove. Minor  groove‐binding  ligands  generally  interact with  3‐4  bases  in  a  sequence 
specific manner (most commonly combinations of A and/or T) owing to the alignment of 
the hydrogen bond donors  and  acceptors on  the  ligand with  those on  the bases  in  the 
minor  groove.  AT‐rich  regions  of  the  minor  groove  also  have  a  greater  electrostatic 
potential,  thereby  strengthening  interactions  with  these  ligands,  which  also  normally 
contain a positively charged group at one or both ends.  
  The  analysis  of  non‐covalent  DNA‐ligand  complexes  presents  a  number  of 
challenges that are of less concern for protein‐ligand complexes. For example, in order to 
form  stable  duplexes,  cations  must  be  present  in  relatively  high  concentrations  to 
minimize  repulsions  between  the  anionic  backbone  of  opposite  DNA  strands.  This 
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requirement presents an obvious difficulty for analysis by ESI where high concentrations 
of salt can lead to suppression of the total ion current and to dispersion of the ion current 
amongst multiple adduct peaks for each species. Secondly, the choice of oligonucleotide is 
important,  but  is  limited  by  several  factors.  The  length  and  sequence  must  both  be 
considered.  Many  NMR,  x‐ray,  and  mass  spectrometry  studies  have  used  short 
oligonucleotides (ten nucleotides) in order to simplify interpretation of data. These short 
oligonucleotides  can  not  form  a  structure  that  is  truly  representative  of  double  helical 
DNA  because  the  turn  of  a  helix  requires  ten  base  pairs.  Therefore,  the  use  of  longer 
pieces  of DNA  is  probably  required  for  good  structural  analysis  and  for  determining 
sequence preferences of ligands complexed with double stranded DNA. Intercalators can 
bind between every alternate base pair. As a consequence of this requirement, relatively 
short  oligonucleotides  (6‐8  nucleotides)  could  be  used  to  observe  complexes with  low 
binding stoichiometries.  
Another  consideration when  comparing  the  binding  of  one  ligand  to  a  range  of 
oligonucleotides  is  that  oligonucleotides  of  different  sequence  but  the  same  lengths 
typically  have  masses  within  a  very  narrow  range.  Further,  if  self‐complementary 
oligonucleotides  are  used,  then  values  of m/z  for  double  stranded DNA with  an  even 
number of drugs bound with an even number of charges are the same as that for single 
stranded DNA with half that number of drug molecules bound and with half the number 
of  charges.  This  ambiguity  can  be  overcome  by  the  use  of  non‐self‐complementary 
oligonucleotides, but still the m/z differences may be quite small. 
In general, the reports of non‐covalent ligand‐DNA adducts detected by ESI‐MS are 
not numerous56, 61‐82. Important for the observation of these complexes is the application of 
conditions  that  maximize  duplex  formation  and  minimize  non‐specific  gas‐phase 
interactions of ligand molecules with DNA. These conditions include sample preparation 
methods and  instrument parameters. Observation of non‐covalent complexes by ESI‐MS 
requires relatively gentle ionization interface conditions (low capillary voltage, lower cone 
orifice voltages, and lower source and/or probe temperatures). 
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In  a  number  of  studies,  MS/MS  was  used  to  probe  further  the  nature  of  the 
interactions  between  doubled  stranded  DNA  and  bound  ligands.  The  stability  of  the 
complexes can be monitored as a function of collision energy.  
 
  5.3. DNA‐metal ion complexes  
 
Nucleic acids provide a multitude of opportunities for interactions with metal ions 
as  a  result  of  the  diversity  of  functional  groups  and  heteroatoms  present  in  their 
structures. In some instances these interactions involve relatively weak electrostatic forces 
such as  the binding of magnesium and potassium  ions  to  the phosphodiester backbone. 
These metals also play a significant role in stabilizing secondary and tertiary elements of 
nucleic acid structure  in  ribozymes and  telomeres.  In contrast,  the binding of  transition 
metal  ions often  involves  formation of stronger covalent bonds with  the nitrogen atoms 
present  in  the  nucleic  acid  bases.  As  in  the  case  of  small  organic  molecules,  metal 
complexes may  also  interact with DNA  via  a  combination  of  several different  binding 
modes,  depending  on  the  nature  of  the  ligands  already  bound  to  the metal.  Finally, 
because nucleic acids are chiral molecules, chiral metal complexes may  interact enantio‐
selectively with DNA. 
Current widespread interest in the interactions of metal ions with DNA has several 
origins. Metal complexes may be used to probe nucleic acid structure, as well as allowing 
fundamental studies into DNA repair mechanisms and electron transfer processes83.  
There  are  a number  of  factors  to be  taken  into  account when using ESI  and ESI‐
MS/MS  to  study  metal‐oligonucleotide  complexes.  First,  sensitivity  may  be  reduced 
because of difficulties  in removing excess metal salts, and because of  the distribution of 
available  ion  current  among  species with  different metal  isotopes. High  resolution  is 
required for accurate mass measurements, because many metals of interest have complex 
isotope  patterns.  The  resolution  requirements  become more  stringent while  analyzing 
metal‐oligonucleotide  complexes  because  the  ions  normally  have much  higher  charges 
compared  to  the metal  complexes  alone.  Finally, metal  complexes may  be more  labile 
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compared to alkylators, making detection of intact complexes difficult and/or resulting in 
less informative MS/MS spectra.  
Prior  to  the  advent  of  ESI‐MS,  a  number  of  groups  also  analyzed  metal‐
oligonucleotide  complexes  using  older  techniques  such  as  FAB56,  84,  85. Also MALDI  has 
been also used effectively to detect metal‐oligonucleotide adducts86‐89. 
ESI‐MS  has  been  applied  to  the  study  of  interactions  between  nucleotides  or 
oligonucleotides, and a variety of metals in addition to platinum, which has been the one 
initially more  extensively  studied,  such  as  the metal  ions Na+, Mg2+  and UO22  or  few 
studies  of  the  interactions  between  chromium(III)  and  DNA  (despite  the well‐known 
carcinogenic properties of chromium(VI) compounds and the possible oxidation processes 
from  Cr3+  to  Cr6+  that  may  occur  in  vivo)56.  Other  studies  involved  ruthenium  and 
palladium complexes with oligonucleotides. Considerable attention has been focused on 
the  synthesis  of  ruthenium  complexes  as  shape‐sensitive  probes  for  specific  DNA 
structures  such  as  hairpins.  These  complexes  usually  contain  planar,  aromatic  ligands, 
which  may  intercalate  between  the  DNA  bases.  Formation  of  direct  covalent  bonds 
between the metal and DNA is often prevented in these complexes by the absence of any 
easily hydrolyzed groups  in  the coordination sphere of  the metal complex. One method 
being  explored  to  develop  new  antitumoral  compounds  exploits  the  photophysical 
properties of  ruthenium  complexes  to  induce  the  formation of  covalent bonds between 
DNA  and  atoms  on  one  of  the  ligands  in  the  coordination  sphere  of  the  metal90.  A 
combination of enzymatic and acid digestion of the modified DNA was used to isolate the 
nucleoside and nucleotide  that had been modified by covalent bond  formation with  the 
ruthenium  complex.  ESI‐MS  subsequently  provided  definitive  evidence  for  the  site  of 
attachment of DNA to the metal complex. ESI‐MS has also been used by Barton and co‐
workers to determine the stoichiometry of metallointercalator‐DNA conjugates, prepared 
by covalent attachment of rhodium complexes via a linker to either or both of the 5’ and 3’ 
ends of oligonucleotides immobilized on beads91.  
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5.4. Interactions between porphyrins and DNA 
 
  For  the  last  two  decades,  interdisciplinary  studies  performed  with  porphyrin 
macrocycles pointed out the great potential of this type of compound for applications in 
various fields; indeed porphyrins are used as catalysts, advanced bio‐mimetic models for 
photosynthesis, new electronic materials, sensors and drugs92, 93. 
 The  study  of  the  interactions  of  small molecules with  nucleic  acids was  a well‐
established  research  area prior  to  the discovery  in  1979  that porphyrins  are  capable  of 
intercalating into DNA94. Those compounds possess a strong clinical potential, causing an 
intense activity in the field of phorpyrin synthesis which continues to this day.   
Porphyrins  have  been  known  for  many  years  to  accumulate  spontaneously  in 
malignancies. For example, photodynamic therapy used for the treatment of several types 
of  cancer  takes  advantage  of  both  porphyrin  accumulation  and  photo‐sensitivisation 
properties.  In addition,  fluorescence by many porphyrin derivatives makes  them useful 
for diagnosis of even  incipient cancer cells and porphyrins have been  reported  in some 
studies as having some potential for the treatment of AIDS95‐100. 
  It  is  especially  interesting  for  our  studies  the  fact  that  some porphyrins  can, by 
virtue of  their structure,  intercalate  into DNA, and  therefore, provide  information about 
DNA and DNA interactions. The flat, rigid porphyrin core is of the proper dimensions to 
be  held  between  adjacent  base  pairs  in  an  intercalated  complex.  The  positive  charged 
peripheral substituents are restricted to lie outside the double helix, several in proximity 
to  the  negatively  charged  phosphate  groups.  However  it  should  be  noted  that  these 
peripheral substituents are nearly perpendicular to the porphyrin plane and the energetic 
barrier  to  rotation  to  coplanarity  is  considerable101,  102.  It  is possible  that  a distortion  of 
either the porphyrin or the DNA is required to effect intercalation. 
Several aspects of the interactions of porphyrins with nucleic acids were studied by 
Fiel and co‐workers in some early studies for the intercalation of phorpyrins into DNA103. 
Perhaps the most compelling are the  increase  in viscosity with  increasing drug  load, the 
unwinding of circular DNA, and the increase in DNA melting point. Based on work with 
synthetic DNAs,  it was demonstrated  that  intercalation  is  favored at GC‐rich  regions of 
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DNA while external binding is more favourable in AT‐rich regions104. Theoretical studies 
later showed that intercalation is indeed favoured over groove binding by about 100 kJ at 
GC base pairs while outside binding is more favourable at AT base pairs by some 40 kJ105.  
It  seems  that  the  binding mode  can  depend  strongly  on  solution  conditions. At  fixed 
concentration of certain porphyrins and DNA,  intercalation  tends  to happen at  low salt 
concentration, but  if salt  is added, external binding becomes relatively more  favourable. 
For  some  systems,  intercalation may  be  thermodynamically unfavourable  compared  to 
other binding modes. For some derivatives external groove binding can be energetically 
more favourable than intercalation even in the absence of aggregation.  Also the electron 
density  at  the  porphyrin  core  may  be  an  important  factor  in  determining  binding 
preference. Basic, electron‐rich porphyrins are proposed as being less likely to intercalate. 
For some porphyrins, a kinetic barrier to intercalation exists. It may be that the deciding 
factor is not whether the porphyrin can enter the duplex but rather whether steric features 
of  the porphyrin  (size or placement of peripheral substituents, presence of one or more 
axial  ligands)  interfere with  the  subsequent  closing  of  the duplex  required  to keep  the 
guest molecule  in  place. However,  there  can  be  cases  in which  the  substituents  at  the 
porphyrin periphery are simply  too  large  to allow passage  through  the  transiently open 
regions. 
Reactions of porphyrins and metalloporphyrins with poly  (dA‐dT)2 were shown104 
to be much  faster  than  intercalations  into poly  (dG‐dC)2.   External binding  in  the DNA 
groove  is, as expected, much more rapid  than  insertion  into  the duplex102. These studies 
led  to  the  supposition  that  in  the  mechanism  of  binding  to  natural  DNA,  even 
intercalating porphyrins and melalloporphyrins first bind externally, presumably  in AT‐
rich  regions,  and  are  then  redistributed  to  their  intercalation  binding  sites  via  a  direct 
internal  transfer,  or  in  other  words,  a  translocation  along  the  duplex  not  involving 
dissociation. 
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5.5. Conclusions 
 
Ongoing efforts to improve our understanding of cellular processes at the molecular 
level  are  enhanced  by  new  and/or  improved  methods  for  deriving  information  on 
biomolecular  interactions. The potential advantages  in  the use of ESI‐MS and MS/MS  to 
study drug‐DNA and protein‐DNA interactions are many. These advantages include the 
capability for rapidly acquiring  information on factors such as the stoichiometry of non‐
covalent  complexes,  and  the binding  site(s) on DNA using  relatively  small  amounts of 
sample. In the case of non‐covalent drug‐DNA interactions, ESI‐MS may provide a rapid 
method  for  screening  large  numbers  of  potential  drug  candidates  designed  to  interact 
with  DNA.  Nevertheless,  NMR  spectroscopy  or  X‐ray  crystallography  will  continue 
probably to be main tools for detailed structural studies of DNA‐drug and DNA‐protein 
complexes for the foreseeable future. These techniques, however, require the use of short 
target sequences of DNA, which in some cases may have subtle structural variations that 
result  in  a  different  sequence  selectivity  to  that  observed  in  longer  segments  of DNA 
using conventional sequencing methods. Used in conjunction with these techniques, mass 
spectrometry  can  be  a  convenient means  for  pre‐screening  complexes  for  establishing 
binding  stoichiometries  and  for  determining  sequence  selectivity  (with  MS/MS  or 
enzymatic  digestion)  prior  to  the  greater  effort  and  expense  involved  in  a  detailed 
structural study. Further, NMR is not suitable to the study of the interactions of all metal 
ions with DNA, and sequencing of metal‐DNA complexes may be limited by the lability 
of the complexes under the conditions used for PCR based sequencing. 
Finally, MS offers  the possibility of providing  an  integrated  array of methods  for 
studying  the binding of small molecules, metal complexes, and proteins  to DNA and  in 
the  long  term  could provide  some more  small pieces of  the  complex puzzle of  cellular 
interactions. 
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MATERIALS AND METHODS 
 
 
  Almost  all  the  spectra  were  acquired  with  a  Micromass  Q‐Tof  2  (Micromass, 
Manchester, UK; now Waters), with a Z‐spray source, an electrospray probe, and a syringe 
pump. The spectra were acquired mostly  in the positive  ion mode with exception of the 
experiments described in chapter 9 and 10.  
  For  the  experiments described  in  chapter  5, were  acquired with  an Auto‐Spec Q 
(VG Analytical, Manchester, UK) working  in  the  EBE  geometry mode.  The  instrument 
(now inactivated) was equipped with a caesium ion gun. 
 
 
CHAPTER 5 
 
The  compounds  IA  and  IB  were  synthesised  via  1,3–dipolar  cycloaddition 
reactions from compound I using the azomethine ylide CH2=N+(CH3)CH‐ formed from N‐
methylglycine and p‐formaldehyde, in toluene106. Compounds IIA and IIB (see figure 5.1, 
chapter 5, on pages 82, 83) were obtained as their iodide salts, by methylation, using methyl 
iodide. The compounds were characterised by 1H, 19F and 13C NMR, elemental analysis or 
accurate mass measurements, and UV‐Vis spectroscopy. 
LSIMS mass spectra were acquired with the Auto‐Spec Q instrument. The applied 
accelerating voltage was  8 kV and  the  caesium  ion beam  intensity was  2  μA  at 20 kV. 
Spectra were obtained with a resolution of 1500 (50% valley), at a scan rate of 5 s decade‐1. 
The matrices used were glycerol and 3‐nitrobenzyl alcohol  (3‐NBA). The  samples were 
dissolved in chloroform. 
Collision  activated mass‐analysed  ion  kinetic  energy  spectra  (CAMIKE  spectra) 
were  obtained  by  selecting  the  ion  of  interest with  the  EB  part  of  the  instrument  and 
scanning  the  second  electric  analyser,  using  argon  as  the  collision  gas,  to  produce  a 
reduction of approximately 50% of the main beam intensity. 
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ESI‐MS  spectra were  acquired with  the Micromass Q‐Tof  2  instrument.  Source 
block and desolvation temperatures were 80 and 150oC, respectively. The capillary voltage 
was 3000 V. The instrument was operated at a resolution of 9000 (50% valley). The spectra 
were acquired for a range of cone voltages (30 to 110 V) in order to obtain good signal‐to‐
noise ratio for  the  ions of  interest. Nitrogen was used as nebulizer gas and argon as  the 
collision  gas.  The  samples were  dissolved  in  chloroform  and  a  50:50 methanol‐water 
mixture was used as the eluent. The samples were introduced at a flow rate of 10 μl min‐1. 
Collision  induced  electrospray  mass  spectrometry/mass  spectrometry  (ESI‐
MS/MS)  spectra  were  obtained  by  selecting  the  ion  of  interest  with  the  quadrupole 
analyser and using  the hexapole collision cell,  for a range of collision energies  (20  to 75 
eV). 
 
 
CHAPTER 6 
 
The deuterated and non‐deuterated compounds were synthesized as chloride salts 
(MCl)  via  a  base  catalysed  aldol‐type  condensation  process,  using  2‐formyl‐5,10,15,20‐
tetraphenylporphyrin  and  deuterated  and  non‐deuterated  1,2‐  and  1,4‐ 
dimethylpyridinium  iodides93. The  compounds were  characterized by  1H and  13C NMR 
(Nuclear  Magnetic  Resonance),  elemental  analysis  and  UV‐Vis  (ultraviolet‐visible) 
spectroscopy.  
ESI‐MS  spectra were  acquired with  the Micromass  Q‐Tof  2  instrument  Source 
block and desolvation temperatures were 80 and 150oC, respectively. The capillary voltage 
was 3000 V. The  instrument was operated at a nominal  resolution of 9000  (50% valley). 
The spectra were acquired  for a  range of cone voltages  (30  to 110 V)  in order  to obtain 
good  signal‐to‐noise  ratio,  either  for  the precursor, or  for  the  fragment  ions of  interest. 
Nitrogen was  used  as  nebulizer  gas  and  argon  as  the  collision  gas. The  samples were 
dissolved  in  chloroform  and  methanol  was  used  as  the  eluent.  For  the  deuterated 
compounds deuterated chloroform (CD3Cl) and deuterated methanol (CD3OD) were used 
instead. The samples were introduced at a flow rate of 10 μL min‐1. 
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Collision  induced MS/MS  spectra were  obtained  by  selecting  the  ion  of  interest 
with the quadrupole analyser and using the hexapole collision cell for a range of collision 
energies (20 to 75 eV). 
All  semi‐empirical  calculations  carried  out  in  this  work  used  the  GAMESS  
package107 (see abbreviations and definitions list) and were performed at the PM3 level108 (see 
abbreviations  and  definitions  list).  Prior  assessment  of  the  general  structure  of  the 
molecule employed the TINKER109 set of programs (see abbreviations and definitions list). 
 
 
CHAPTER 7 
 
The  synthesis  and  the  characterization  of  the  [RuII([12]aneS4)(NN)]X2  complexes 
(figure 7.1 and table 7.1 on chapter 7, pages 124, 125) were published elsewhere110. All the 
complexes were characterised by elemental analysis, IR, 1H NMR, Uv‐Vis. The structures 
of the PF6 salts of ruthenium (II) complexes with dip, dppz and dipa were determined by 
single crystal X‐ray diffraction111. 
ESI‐MS  spectra were  acquired with  the Micromass Q‐Tof  2  instrument.  Source 
block and desolvation temperatures were 80 and 150oC, respectively. The capillary voltage 
was 3000 V. The instrument was operated at a resolution of 9000 (50% valley). The spectra 
were acquired for a range of cone voltages (20 to 60 V) in order to obtain good signal‐to‐
noise ratio for  the  ions of  interest. Nitrogen was used as  the nebulizer gas and argon as 
the collision gas. The samples were dissolved in methanol for the complexes with Cl‐ as a 
counter ion and acetonitrile for the complexes with PF6‐. Methanol was used as the eluent 
and the samples were introduced at a flow rate of 10 μL min‐1. 
Collision  induced mass  spectra  (ESI‐MS/MS)  spectra were  obtained  by  selecting 
the ion of interest with the quadrupole analyser and using the hexapole collision cell, for a 
range of collision energies from 20 to 40 eV. 
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CHAPTER 8 
 
Synthesis 
 
  The  complex  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl  was  synthesized  by  heating  under 
reflux during 24 hours an ethanol solution of 215 mg of [RuII([9]aneS3)(dmso)Cl2] and 107 
mg  of  tris(1‐pyrazolyl)methane  (HCpz3;  0,50 mmol).  The  cool  solution  is  placed  in  a 
diethylether  atmosphere.  A  light  yellow  crystalline  fraction  was  isolated  (203  mg, 
72%)112.The  complex  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6  was    obtained  by  reacting 
[RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl with NH4PF6  in  solution.  The  synthesis  of  the  precursor 
complex  [RuII([9]aneS3)(dmso)Cl2]  is  described  elsewhere113.  The  complex 
[RuII([9]aneS3)(dppz)Cl]Cl was synthesized by methods described elsewhere111. 
The  complexes  were  characterised  by  elemental  analysis,  IR  and  1H  NMR. 
[RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl and [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6 were also characterised 
by single crystal X‐ray diffraction. 
 
Instrumentation 
 
  Mass spectra were acquired with a Micromass Q‐Tof  II equipped with a Z‐spray 
source,  an  electrospray  probe  and  a  syringe  pump.  Source  block  and  desolvation 
temperatures were 80oC and 150oC respectively.   The capillary voltage was 3000 V. The 
spectra were acquired at several cone voltages ranging from 10 to 120 V. The instrument 
was operated at a nominal resolution of 8000. A mixture of methanol/water  (50:50) was 
employed  a  eluent.  Equimolar  (approximately  1 mM)  aqueous  solutions  of  the  ligand 
trispyrazolylmethane HCpz3 and the precursor complex were prepared (freshly made and 
allowed to stay overnight) and introduced through the syringe pump.  
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CHAPTERS 9 and 10 
 
The  compounds  were  synthesised  using  methods  described  elsewhere110  and 
characterised by using  1H,  19F e  13C NMR, elemental analysis and UV‐Vis  spectroscopy. 
Single‐stranded oligonucleotides as listed on tables 9.1 of chapter 9 on page 164 and 10.1 of 
chapter 10 on page 201 were purchased from Eurogentec (UK) and Isogen (NL).  
The double‐stranded oligonucleotides were  formed  from stock solutions 100 μM 
of the single‐strands in ammonium acetate at various concentrations ranging from 0.01 to 
0.5  M,  heated  above  the  corresponding  melting  temperature  (see  abbreviations  and 
definitions list) and left to cool.  
The complexes were dissolved in distillated and deionised water previously to the 
mixtures.  Mixtures  of  oligonucleotide/complex  were  prepared  in  several  ratios  to 
optimize the signal‐to‐noise ratio. 
Methanol  at  various  percentages was  added  to  the mixtures  to  achieve  a  good 
signal‐to‐noise ratio. 
 ESI‐MS spectra were acquired with the Micromass Q‐Tof 2 instrument, operating 
in  the  negative  ion mode  for  the  experiments made  on  chapter  9.  The  instrument was 
operated  in  negative  and  positive  ion  mode  for  chapter  10.  Source  and  desolvation 
temperatures were 80 ºC and 120‐150 oC, respectively. Capillary voltage was varied from 
2000  to 3000 V. The  spectra were acquired at a nominal  resolution of 8000 and at  cone 
voltages between 30  to 50 V  (mostly 35‐40V). Nebulisation and  collision gases were N2 
and Ar respectively. The samples were introduced at a 10 μl min‐1 flow.  
MS/MS spectra were acquired by selecting the ion of interest with the quadrupole 
and using the hexapole as collision cell with energies from 20 to 50 eV. 
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CHLORINS AND ISOBACTERIOCHLORINS  
AND THEIR GAS‐PHASE REACTIONS114 
 
 
1. INTRODUCTION 
 
Chlorins  (dihydroporphyrins)  and  bacteriochlorins  (tetrahydroporphyrins)  play 
an  important  role  in biochemistry,  the best known hydroporphyrins being  chlorophylls 
and  bacteriochlorophylls115,  116,  which  occur  in  nature  and  are  spread  in  almost  all 
environments.  Chlorins and bacteriochlorins absorb visible light in the 600‐800 nm range, 
a feature of main importance in the processes of photosynthesis, which is the fundamental 
process of life all over the biosphere.  The absorption of light in the described range and 
the biochemical processes driven by it, are the foundations for the use of photosensitizers 
employed  in medicine  in photodynamic therapy (PDT)117‐119 (see page 105, chapter 6). The 
systemic therapies currently available for treatment of various solid tumours of adult life 
remain primarily palliative120, and there is an urgent need for more effective therapies at 
the biomolecular  level,  such  as  the processes  involving  the use of photosensitizers  and 
intercalators. It  is known that molecules who absorb radiation, being visible  light  in this 
case, can affect the energetic state of other molecules, altering their properties, mechanism 
that has been used in the treatment of some cancer processes in the cases that the tumours 
are  light‐accessible.  Photodynamic  therapy  is  then  based  upon  the  administration  of  a 
photosensitizing  compound  which  is  followed  by  activation  with  visible  light.  The 
resulting  photo  damages  over  the  biological  tissues  originate  from  the  production  of 
cytotoxic  reactive  oxygen  species,  particularly  singlet  oxygen.  This  technique  has  been 
proposed  in  several  cases as an alternative  therapy  in overcoming multidrug  resistance 
phenotype.    Some  examples  of  the  compounds  used  are  photochlor,  a  chlorophyll‐a 
derivative, and m‐THPC  (m‐tetrahydroxyophenyl chlorin),  that have been  tested as PDT 
agents for different types of cancer121, 122 and visudyne (a mixture in which the photoactive 
component  is a benzochlorin derivative)  that has been  tried as a photosensitizer  in  the 
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treatment of age related macular degeneration123. By 
the year 2003, only Photofrin®, a complex mixture of 
porphyrin  derivatives,  had  been  approved  for 
commercial  use  in  the  United  States,  Canada, 
Europe, and Japan. This mixture absorbs  light only 
weakly at the longest possible wavelength and light 
of  this wavelength  penetrates  tissue  suboptimally. 
There  are  a  number  of  other  drugs  with  more 
optimal  photophysical  properties  and  shorter 
duration of skin phosensitivity that are being tested 
as  photosensitizing  agents  by  a  number  of 
laboratories.  
As  well  as  the  interest  as  photosensitizers, 
there  is  an  increasing  interest  in  compounds  that 
can  bind  to  DNA  in  various  forms,  mainly  as 
intercalators or as minor groove binders. It has been 
proposed  that  this  kind  of  compounds  could 
function as antitumoral drugs and also could have 
some  interesting  anti‐viral  properties.  It  has  been 
discovered  also  recently  that  the  mechanism  of 
action  of  some  known  drugs  used  as  cytotoxic 
agents  in  some kinds of cancer could be  related  to 
the  binding mode  to DNA120.  From  1979  on,  it  is 
known  that  some  compounds  (the  first  described 
being  meso‐tetrakis  (3‐N‐methyl  piridiniumyl 
porphyrin), form non‐covalent adducts with DNA94, 
103.  Several  types  of  non‐covalent  interactions  in 
solution,  as  intercalation  in  GC  rich  zones,  outside  binding  without  self‐stacking 
(including  minor  grove  binding  in  AT  rich  zones)  and  outside  binding  with  self‐
stacking124 have been reported.  
Figure 5.1
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In  search  for  biologically  active  tetrapyrrolic  derivatives,  free  base,  pyrrolidine‐
fused  chlorins  and  isobacteriochlorins,  neutral  and  cationic,  derived  from  meso‐
tetrakis(pentafluorophenyl)porphyrin, (compound I, can be seen at these pages  in figure 
5.1) were synthesised via 1,3‐dipolar cycloaddition reactions106.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Notwithstanding their importance and in contrast with the large number of mass 
spectrometric  studies  reported  for  porphyrins,  as  for  example  in  search  of  biological 
signatures of  the presence of some kinds of bacteria  in palaeontology, or  for analysis of 
pigments,  and  as well  as  for  chemical  studies,  the  use  of mass  spectrometry  for  the 
characterisation and the study of the gas‐phase chemistry of chlorins and bacteriochlorins 
is not as widespread, and has been centered mostly on chlorophyll derivatives125‐135.  
In order to gain more information about the behaviour of this kind of compounds 
prior to their possible utilization as intercalators of DNA, studies by Liquid Secondary Ion 
Mass Spectrometry (LSIMS) and Electrospray Mass Spectrometry (ESI‐MS) were made to 
investigate their gas‐phase behaviour which presents interesting and unusual features.  
 
 
2. RESULTS AND DISCUSSION 
 
The name and structure of the compounds that were studied, I, IA, IB, IIA and IIB 
can be seen in figures 5.1 and 5.1b over these pages.  
Figure 5.1b 
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2.1. LSIMS spectra 
 
LSIMS  spectra were  obtained  using  as matrices  glycerol  and  3‐NBA.  The mass 
spectra  of  the  same  compounds  in  the  two matrices  are  very  similar, with  only  one 
significant exception: for compound IIB  the relative abundance of  the  ion of m/z 1118  is 
higher  when  3‐NBA  is  used  than  when  glycerol  is  used.  The  main  ions  for  all  the 
compounds are presented in table 5.1.  
 
The mass spectra of the neutral compounds, I, IA and IB, show a small cluster of 
peaks  in  the molecular  ion zone,  formed by  the protonated molecules,  [M+H]+  (m/z 975, 
m/z  1032  and  m/z  1089,  respectively),  the  molecular  ions  M+∙  and  ions  at  m/z  values  
corresponding to M‐1 ions. For compound I, the M‐1 ion has very low relative abundance. 
For all  the compounds  the relative abundances of [M+H]+ are higher when  the matrix  is 
glycerol  than when  it  is 3‐NBA. The mass spectrum of compound IB  is shown  in  figure 
5.2.  
In the mass spectrum of compound IIA, the singly charged cation M+ (m/z 1046) is 
observed. For compound IIB, when using 3‐NBA, in addition of a singly charged [M‐H]+  
Table 5.1. LSIMS mass spectra 
Compounds  molecular ion zone  other ions (m/z decreasing relative 
abundances) 
I 
 
 
 
m/z 975, [M+H]+ ]+ (RA 25%) 
m/z 974, M+∙ (RA 20%)   
m/z 973, [M‐H]+ (RA 5 %) 
  
955 
 
 
 
IA 
 
 
m/z 1032, [M+H]+ (RA 22%) 
m/z 1031, M+∙  (RA 10%) 
m/z 1030 (RA 12%)  
975, 1014, 1012, 989, 969 
 
 
IB 
 
 
 
m/z 1089, [M+H]+ (RA 15%) 
m/z 1088, M+∙ (RA 10%) 
m/z 1087  (RA 7 %) 
 
975, 1030, 1032, 1071, 1046, 1044, 989 
 
 
 
IIA 
 
m/z 1046, M+ (RA 18%) 
 
1028, 1010, 975 
 
IIB  m/z 1118 (3‐NBA) (RA 13%) 
m/z 1117, [M‐H]+ (RA 15%) 
 
1103, 1099, 1085, 1046, 1040, 1060, 1028 
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Figure 5.2. LSIMS spectrum of compound IB 
 
 
ion,  (m/z  1117),  a  singly  charged  ion  at  m/z  1118  is  also  observed,  with  a  relative 
abundance higher  than  it was expected  from  the  calculated  isotopic pattern  for  the m/z 
1117  ion. When using glycerol,  the observed  isotopic pattern  is  in good agreement with 
the  calculated  pattern,  as  can  be  seen  in  figure  5.3,  where  the  experimental  isotopic 
patterns obtained in 3‐NBA and glycerol and the calculated isotopic pattern for the ion of 
m/z 1117 are shown. 
For compound I the [M+H]+ ion is the result of a protonation of one of the central 
nitrogens,  but  for  compounds  IA  and  IB  other  basic  sites  are  present:  two  types  of 
nitrogens  in  the centre  (pyrrolic or pyrrolinic nitrogens) and one peripheral pyrrolidinic 
nitrogen (figure 5.1). 
Proton affinities and gas‐phase basicities have been reported as being of 875.4 kJ 
mol‐1 and 843.8 kJ mol‐1,  for pyrrole, and 965.6 kJ mol‐1 and 934.8 kJ mol‐1,  for 1‐methyl 
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pyrrolidine,  respectively136. Proton affinities and gas‐phase basicities  for pyrroline could 
not be found in the NIST Web‐book databases137, but it is known that in aqueous solution 
the basicity  increases  from pyrrole  to pyrrolidine,  the pyrroline having an  intermediate 
basicity. Protonation on the pyrrolidinic nitrogens would be expected solely on the basis 
of  the data for  the  individual compounds, but, as  they are part of complex macrocycles, 
field,  resonance and polarizability effects have  to be considered, and a mixture of Nsp2 
(internal) and Nsp3 (peripheral) protonated species can be formed138. 
For compounds IA and IB, the fragment ions formed by losses of 57 Da from the 
[M+H]+  ions,  (assuming  that protonation occurs,  at  least partially,  in one of  the  central 
nitrogens) are the result of cycloreversion reactions. The compounds were synthesised via 
1,3‐dipolar cycloadditions with the azomethine ylide CH2=N+(CH3)CH2‐ 20 thus a gas‐phase 
retro‐1,3 dipolar  cycloaddition, with  elimination of a neutral aziridine,  (scheme 5.1)  is a 
highly probable process. A second cycloreversion (scheme 5.1 and figure 5.2) in the case of 
compound IB, results in the formation of the ion of m/z 975. 
  
Figure 5.3.  Isotopic patterns for the m/z 1117 ion of compound IIB. (A) experimental (3‐NBA), (B) 
experimental (glycerol), and (C) calculated. 
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Scheme 5.1
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In the case of compounds IA, a chlorin, and IB, an isobacteriochlorin,  the ions, m/z 
1030  and  1087,  have  much  higher  relative  abundances,  when  compared  with  the 
abundance of  the  [M‐H]+  ion of compound I,  formed by hydrogen radical  loss  from  the 
M+. ion (m/z 974). The m/z 1030 and 1087 ions can be formed in the gas‐phase through H2 
loss  (or  two  radical  hydrogen  losses)  from  the  [M+H]+  ions  or  can  result  from  redox 
processes  occurring  during  the  desorption/ionisation  process.  Both  pathways  would 
originate the protonated ions of the corresponding porphyrin and chlorin. A subsequent 
cycloreversion from the ion at m/z 1087 of IB would lead to the ion of m/z 1030 of the same 
compound (see scheme 5.2).  
 
 
 
 
   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
The  ions  at  m/z  1014  (compound  IA)  and  at m/z  1071  (compound  IB),  can  be 
formed  by  losses  of  18  Da  from  the  [M+H]+  ions,  and  correspond,  respectively,  to  a 
porphyrin ion and to a chlorin ion, both with fused 2H‐pyrrole rings (scheme 5.3).   
The fragment ion of m/z 989 for compounds IA and the fragment ion of m/z 1046, 
for  compound  IB,  can  be  the  result  of  imine  loss  (CH2=NCH3)  from  the  protonated 
molecules,  giving  cyclopropane  fused  chlorin  ions  (scheme  5.1).  For  compound  IB  the 
Scheme 5.2 
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fragment  ion  of  m/z  989  can  also  result  from  imine  loss  coupled  with  aziridine  loss 
through  cycloreversion  or  vice  versa.  Syntheses  of  stable  cyclopropane  fused  chlorin 
compounds have been reported and the processes  involve the addition of diazomethane 
generated carbenes139. 
For  both  compounds,  HF  losses  (or  fluorine  and  hydrogen  radical  losses)  are 
observed, and can occur with cyclisation and fusion of one of the fluorobenzene rings in 
the meso  positions with  a    β‐pyrrolic  ring,  forming  the  ions  at m/z  1012  and m/z  955 
(scheme 5.1). 
 
 
 
 
 
   
 
   
 
 
 
 
 
 
 
In the case of the cationic compounds, the spectrum of compound IIA, shows few 
fragment  ions:  the main  fragment  ion  is  the  ion  at m/z  1028,  (scheme  5.3);  two  other 
fragment  ions  are  observed  at m/z  values  of  1010  and  975,  but  have  very  low  relative 
abundances. The mass spectrum of compound IIB, in contrast, shows more fragmentation 
and the fragment ions are more abundant. In the molecular ion zone the [M‐H]+ ion (m/z 
1117)  can  result  from  a  hydrogen  radical  loss  followed  by  one  electron  reduction  (or 
Scheme 5.3
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deprotonation), during the desorption/ionisation process, of one of the central NH groups 
(scheme 5.4), but the formation of the singly charged ion of m/z 1118, when 3‐NBA is used,  
Scheme 5.4 
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Scheme 5.5
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is more difficult to explain, as it must involve one electron reduction of the pyrrolidinium 
M2+  ion. Hypervalent  radical  pyrrolidinium  cations  are  transient  species140  but Turecek 
and  collaborators141,  142  have  reported  that  phenyl  groups  bearing  electronegative 
substituents,  such  as  fluorine,  can  stabilise  the  neutralised  species  by  capturing  the 
incoming electron  to  form a metastable zwitterion. The presence of  four C6F5 groups  in 
compound IIB increases the probability of electron capture and the macrocycle allows for 
delocalization of  the  radical,  thus  increasing  the  stability of  the  zwitterion  (scheme  5.5) 
long  enough  to  give  a  measurable  signal.  The  captured  electrons  can  be  secondary 
electrons  formed during  the  collision  cascade process or  can be donated by  the matrix 
(charge transfer process). The hypervalent pyrrolidinium radical ring, formed by electron 
transfer from the zwitterions, will cleave to form an open ring alkyl radical, that will loose 
a CH3 radical, leading to the fragment ion at m/z 1103, [M2+ +e‐ ‐CH3]+, the most abundant 
ion in the mass spectrum, with one neutral pyrrolidine ring (scheme 5.5). 
The formation of the ion of m/z 1118 only when 3‐NBA is used, can be due either 
to the higher electron donating ability of that matrix or to the unusual stability of matrix 
solvated secondary electrons in the case of glycerol143, 144. The higher stability of secondary 
electrons in glycerol, when compared to 3‐NBA, can favour either recombination reactions 
with glycerol ions or dissociative electron capture by glycerol atoms, over electron capture 
by the pentaflurobenzyl substituents of the analyte144.  
Other  ions  in  the mass  spectrum of  compound  IIB,  can be  rationalised as being 
formed from both the [M‐H]+ and the [M2+ +e‐ ‐CH3]+ (m/z 1103) ions. Thus the ion of m/z 
1099 can be the formed by a 18 Da loss from the [M‐H]+ ion,   (scheme 5.4), the ion of m/z 
1046, by cycloreversion  from  the m/z 1103  ion  (scheme 5.5). A  subsequent  loss of 18 Da 
from the m/z 1046 ion leads to the ion of m/z 1028 (scheme 5.3). 
 
2.2. CAMIKE spectra 
 
CAMIKE spectra were acquired for the principal ions in the normal mass spectra 
of all the compounds, (including the parent compound, porphyrin I).  
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As can be seen for compound IB in figure 5.2, the ions in the normal mass spectra 
of  all  the  compounds  are  not  abundant,  thus  the  signal‐to‐noise  ratio  of  some  of  their 
CAMIKE  spectra  is not very good. The main  ions of  the CAMIKE  spectra obtained are 
shown in table 5.2. 
Table 5.2. CAMIKE spectra 
Precursor ion  Compounds 
fragment ions (m/z decreasing relative 
abundances) 
m/z 975, [M+H]+ 
(I) 
 
955, 935, 808, 788 
m/z 1032, [M+H]+  
m/z 975   
(IA) 
(IA) 
975, 1014, 955, 989 
955, 935, 808, 788 
m/z 1089, [M+H]+ 
m/z 1032 
m/z 975 
(IB) 
(IB) 
(IB) 
 
1032, 975, 1071, 989, 955, 1012, 1046 
975, 1014, 955, 989 
927, 955, 935 
m/z 1046, M+   
(IIA) 
 
1028, 975 
m/z 1117, [M‐H]+ 
m/z 1103 
m/z 1046 
(IIB) 
(IIB) 
(IIB) 
1099, 1060 
1046, 1028 
1028, 975 
 
 
In the CAMIKE spectra of the [M+H]+ ions of compounds IA and IB, (m/z 1032 and 
m/z  1089  respectively)  the main  fragment  ions  are  the  ions  of  m/z  975  and  m/z  1032 
respectively,  formed  by  cycloreversion.  The  structure  of  the  ion  of  m/z  1032,  for 
compound  IB,  was  confirmed  by  acquiring  its  CAMIKE  spectrum.  The  spectrum  is 
identical to the CAMIKE spectrum of the [M+H]+  ion of compound IA (m/z 1032) and  in 
both spectra the main fragment ion is observed at m/z 975 (figure 5.4). 
The  second most  abundant  ion  in  the CAMIKE  spectrum  of  the  [M+H]+  ion  of 
compound IB is the ion of m/z 975. The structure of the ions of m/z 975 for compounds IA 
and  IB  was  investigated  by  acquiring  the  CAMIKE  spectra  of  the  m/z  975  ion  for 
compounds I, IA and IB. The spectra for compounds I and IA are identical and show, as 
the main fragment ion, the ion of m/z 955 formed by HF loss. In the CAMIKE spectrum of 
the m/z 975 of compound IB the main fragment ion is the ion of m/z 927, the ion at m/z 955, 
being the second most abundant ion.  
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Figure 5.4. CAMIKE spectra of the m/z 1032 ions for compounds IA and IB 
Figure 5.5. CAMIKE spectrum of the m/z 975 ion for compound IB 
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The data point, in the case of compound IA, to preferential protonation in one of the two 
central nitrogens  (the  resulting  ion being  resonance stabilised). However  for compound 
IB,  the probability of a protonation  in a peripheral pyrrolidinic nitrogen  is enhanced by 
the  presence  of  two  of  these  atoms  and  can  explain  the  difference  in  the  CAMIKE 
spectrum of the ion m/z 975 in the case of compound IB (formation of the ion of m/z 927).  
The ion of m/z 975 is probably a mixture of isomers: the protonated compound I and, the 
ion that is shown in schemes 5.5 and 5.6.  
Scheme 5.6
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            For the cationic compounds, the main fragment in the CAMIKE spectrum of the M+ 
ion (m/z 1046) of compound IIA is the ion at m/z 1028 (scheme 5.3). For compound IIB, the 
main fragment ions in the CAMIKE spectrum of the [M ‐ H]+ ion (m/z 1117) are the ions of 
m/z 1099 and 1060. Assuming that the [M‐H]+ ion is formed by deprotonation of one of the 
central nitrogens,  the  loss  of  18 Da,  according  to  the mechanism  shown  in  scheme  5.4, 
leads to a resonance stabilised ion. The ion of m/z 1060 is formed by cycloreversion, with 
CH3 migration  to  the macrocycle, as shown  in scheme 5.4 and  leads also  to a resonance 
stabilised ion. 
The  main  fragment  ion  in  the  CAMIKE  spectrum  of  the  ion  of  m/z  1103  of 
compound IIB is the ion of m/z 1046 formed trough a cycloreversion process (scheme 5.5). 
The similarity of the CAMIKE spectra of the two ions of m/z 1046 for compounds IIA and 
IIB is evidence of the proposed mechanism. 
The  data  obtained  from  the  CAMIKE  spectra  confirms,  in  general,  the  trends 
observed  in  the  normal  LSIMS mass  spectra  and  the  proposed  assumptions, with  one 
exception: the formation of the ion of m/z 927 from the ion of m/z 975 for compound IIB.  
 
2.3. ES spectra and ESI‐MS/MS spectra 
 
To  investigate further  the observed reactions and  to confirm  the proposals based 
on the data obtained by using ion bombardment and high energy collisions, electrospray 
ionisation and low energy collisions were performed for the same compounds.  
The ESI mass spectra of compounds IA and IB show at a cone voltages from 30 up 
to 100 V the [M+H]+ ions (m/z 1032 and m/z 1089, respectively) as the only abundant ions. 
At cone voltages of 100 V and above we observe signals for the ions of m/z 975, for both 
compounds, and also for the ion at m/z 1032, for compound IB. 
The ESI‐MS/MS spectra of the [M+H]+ ions of compounds IA and IB repeat, in 
general, the trends of their ESI‐MS spectra. The ions observed are, for compound IA the 
m/z 975 ion and the m/z 989 ion (less abundant) and for compound IB, by order of 
decreasing relative abundances, the m/z 1032 ion, the m/z 975 ion, the m/z 989 ion and the 
m/z 1046, the first two being much more abundant than the last two. The ESI‐MS/MS 
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spectrum of the m/z 1032 ions in the same experimental conditions (including the same 
cone voltage and collision energy) are identical for compounds IB and IA, as can be seen 
in figure 5.6. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
The ESI‐MS/MS  spectra  for  the  ions of m/z 975  for  the  compounds  I,  IA and  IB 
were also acquired in the same experimental conditions (including the same cone voltage 
and collision energy) and are shown in figure 5.7. The three spectra, contrary to the other 
ESI‐MS/MS spectra, show extensive fragmentation, mostly  losses of HF (ions of m/z 955, 
935, 915 etc) loss of C6F5 (ion of m/z 808) and losses of C6F5 plus HF (ions of m/z 788,768,748, 
etc). The  spectra  are very  similar  and  the main differences observed  are  in  the  relative 
abundances of the fragment ions, the abundance of the precursor ion being much higher 
for compound IB. 
Figure 5.6.  ESI‐MS/MS spectra of the m/z 1032 ions for compounds IA and IB 
Compound IA 
Compound IB 
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Figure 5.7. ESI‐MS/MS spectra of the m/z 975 ion for compounds I, IA and IB 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
In the ESI‐MS spectra of the cationic compounds, the singly charged cation M+ (m/z 
1046)  is  the only  ion observed for compound IIA, at cone voltages below 120 V; at cone 
voltages of and above 120V an  ion at m/z 975  is also observed. For  compound  IIB,  the 
doubly  charged  M2+  ion  (m/z  559),  the  [M2+  +e‐  ‐CH3]+  ion  (m/z  1103)  and  the 
[M‐H]+  (m/z  1117)  are  observed  at  cone  voltage  up  to  100 V,  the  latter with  very  low 
abundance.  At  cone  voltages  of  100  and  above,  a  singly  charged  ion  at  m/z  1046  is 
observed. 
The ESI‐MS/MS spectrum of the cation M+ (m/z 1046) for compound IIA shows as 
the  most  abundant  ion  the  fragment  at  m/z  975.  For  compound  IIB,  the  ESI‐MS/MS 
spectrum of the [M2+ +e‐ ‐CH3]+ ion (m/z 1103) shows also only an ion at m/z 1046. The ESI‐
MS/MS spectrum of the doubly charged M2+ ion shows a doubly charged ion of m/z 523.5 
Compound IB 
Compound IA 
Compound I 
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Figure 5.8. ESI‐MS/MS spectra of the m/z 1046 ion for compounds IIA and IIB 
and two singly charged ions of m/z 1046 and m/z 1060. The ESI‐MS/MS spectra of the ion 
of m/z 1046 for compound IIB was also obtained. The spectrum of the latter is identical to 
the ESI‐MS/MS spectrum of the M+ ion (m/z 1046) of compound IIA (figure 5.8). 
Indirect evidence  for  the  formation of  the  ion of m/z 1103  through a hypervalent 
pyrrolidinium  cation  is  also  obtained  from  the  ESI‐MS/MS  spectrum  of  the M2+  ion  of 
compound  IIB  (figure  5.9). Fragmentation of doubly  charged  ions by  losses of  charged 
moieties,  triggered by both  low  and high  energy  collisions,  is  a well known process145. 
Elimination  of  a methyl  cation  from  a methoxi  (‐OCH3)  substituent  for  disubstituted 
amino‐s‐triazines  undergoing  coulombic  explosion  reactions,  has  been  reported146.  In 
particular the loss of CH3+ from a doubly charged indoleamine cation has been described 
as occurring  through partial  location of  the positive charge  in  the methyl group due  to 
stretching  of  the  bond prior  to  the  separation  of  the  two  singly  charged  ions147.  In  the 
present case although losses  
Compound IIA 
Compound IIB 
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Figure 5.9. ESI‐MS/MS spectra of the m/z 559 ion for compound IIB 
of  a  methylated  aziridine  cation  and  of  a  methylated  imine  cation,  from  the  doubly 
charged M2+ ion of compound IIB, give the singly charged ions of m/z 1046 and m/z 1060, 
respectively, (scheme 5.7) the loss of a CH3+   cation, with formation of the ion of m/z 1103, 
is not observed. 
The  data  obtained  from  the  ESI‐MS  and  the  ESI‐MS/MS  spectra  confirm  the 
proposals made on  the basis of  the LSIMS and CAMIKE spectra. Cycloreversion occurs 
for the [M+H]+    ion (m/z 1089) of compound IB as well as for the [M2+ +e‐  ‐CH3]+  ion (m/z 
1103) of compound IIB, as it is confirmed by the identical spectra of, respectively, the ions 
of m/z 1032 of compounds IA and IB and the ions of m/z 1046 of compounds IIA and IIB, 
(figure 1.8).  Cycloreversion for the [M+H]+ ion (m/z 1032) of compound IA and for the ion 
of m/z  1032  of  compound  IB,  also  occur  as  shown  by  the  similarity  of  the ESI‐MS/MS 
spectra of the ions of m/z 975 for compounds I, IA and IB (figure 5.7). 
The  imine  losses with  formation of ciclopropane  fused compounds observed  for 
compounds  IA  and  IB  occur  both under  ion  bombardment  and  for  the  electrosprayed 
species.  Both  processes  cycloreversion  and  imine  loss  occur  as  a  high  energy  collision 
processes (CAMIKE spectra) and low energy collision processes (ESI‐MS/MS spectra).  
A  trend  towards an  increasing aromaticity of  the macrocycle  (20  π  electrons  for 
chlorins, 22 π electrons for porphyrins) is observed not only in the case of the ions formed 
by cycloreversions, but also in case of particle desorbed ions of m/z 1030 and m/z 1087 for 
compounds IA and IB. 
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 No  losses  of  2 Da were  detected  in  the CAMIKE  spectra  of  the  [M+H]+  ions  of  these 
compounds, which points to the formation of the ions m/z 1030 and m/z 1087 during the 
desorption process. 
From the analysis of the fragment ion spectra of the ions of m/z 975 of compound 
IB formed under ion bombardment it is evident that these ions are a mixture of isomers, 
one of the isomers being the protonated molecule of compound I. For the electrosprayed 
species,  the protonated molecule of compound  I  is apparently  the predominant  isomer. 
However  this may not be  the case, because  the distribution of  internal energies  for  low 
energy  collisions  is much narrower  than  for high  energy  collisions,  thus  fragmentation 
processes  requiring  large critical energy may not be observed. On  the other hand, high 
energy collisions have a wider distribution of internal energies with a high energy “tail”, 
so  fragmentation  processes  requiring  large  critical  energy  may  be  observed148.  If  the 
formation of  the  ion of m/z 927, observed  in  the CAMIKE  spectra of  the m/z 975  ion of 
compound  IB,  is one of  the  latter,  it would not be observed  in  the  corresponding ESI‐
MS/MS spectrum. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Scheme 5.7
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3. CONCLUSIONS 
 
Cationic  pyrrolidine‐fused  chlorins  and  isobacteriochlorins  derived  from 
mesotetrakis(pentafluorophenyl)porphyrin  undergo  cycloreversion  reactions  in  the  gas 
phase. Cycloreversion occurs through loss of either neutral or charged moieties, with and 
without  hydrogen  and  methyl  radical  migration.  In  the  case  of  a  doubly  charged 
isobacteriochlorin, one‐electron reduction forming a hypervalent pyrrolidinium radical is 
followed by methyl loss with formation of a neutral pyrrolidine. 
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ESI‐MS/MS OF VINYLPYRIDINIUM PORPHYRINS149 
 
 
1. INTRODUCTION 
 
Porphyrins  have  a  wide  range  of  applications  especially  in  medicine,  where 
several  porphyrins  are  currently  used  as  photosensitizers  in  photodynamic  therapy 
(PDT)92, 150 (see page 67 in the introduction chapter, and page 81 in chapter 5).  Porphyrins can 
also  be  very  effective  in  the  photodynamic  inactivation  of microorganisms  through  a 
technique called photodynamic antimicrobial chemotherapy  (PACT)151,  152. Currently,  the 
major  use  of  PACT  is  in  the  disinfection  of  blood  products,  particularly  for  viral 
inactivation.  The  technique  has  been  shown  to  be  effective  in  vitro  against  bacteria 
(including drug‐resistant  strains), yeasts, viruses and parasites. Resistance has not been 
yet  detected  and multiantibiotic‐resistant  strains  are  as  easily  killed  as  native  strains. 
PACT  has  been proposed  as  a potential,  low‐cost  approach  to  the  treatment  of  locally 
occurring infection152.  
Viruses are responsible for a large number of infectious diseases. In particular, the 
herpes simplex virus is one of the most common agents responsible for viral infections in 
man153. Together with the Epstein‐Barr virus (EBV), they are among the most ubiquitous 
viruses in the adult population. Their epidemic importance is also high because primary 
or  secondary  infections with  these  viruses may  occur  during  pregnancy,  thus  being  a 
possible  cause  of  severe neonatal diseases.  From preliminary  virus  inactivation  studies 
carried out with herpes simplex virus type 1 (HSV‐1) using the cationic porphyrins 1 and 
2,   (Scheme 6.1) it has been observed that, despite their structural resemblance, and their 
similar photocytotoxicity profiles, compound 1 was very effective in the photoinactivation 
of the virus, whereas compound 2 displayed no virucidal effect in the same conditions93.  
Electrospray  ionization mass  spectrometry  (ESI‐MS) was  successfully  applied  to 
characterise  porphyrins  as  early154  as  1991  and  both  ESI‐MS155‐159  and  tandem  mass 
spectrometry (ESI‐MS/MS)160, 161 have been used to study neutral and cationic porphyrins 
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since  then.  We  wanted  to  know  if  the  two  porphyrin  isomers,  1  and  2,  could  be 
differentiated by ESI‐MS/MS and if the information obtained on their gas‐phase behaviour 
could be relevant to understand their virucidal properties.  
The presence of β‐pyrrolic substituents, as well as the presence of metal centres in 
meso‐tetraphenylporphyrins162,  163 can alter  the planarity of  the porphyrin macrocycle.  In 
the  last  two decades,  the  relation between  the non‐planarity of  several porphyrins  and 
their function in natural systems has been investigated164, 165.  
We  also  wanted  to  investigate  deviations  from  planarity  and  their  possible 
influence  on  the  gas‐phase  fragmentations  of  the  above mentioned  β‐vinyl  substituted 
porphyrins. Thus,  the  aim  of  the present work was  to  obtain, by using ESI‐MS/MS,  as 
much structural information as possible, not only on the porphyrin isomers as free‐bases 
(compounds 1 and 2, scheme 6.1), but also on their complexes with  two different metals 
(compounds  1A,  2A,  1B  and  2B,  scheme  6.1).  To  substantiate  and  complement  the 
acquired information, the analysis by ESI‐MS/MS of the deuterated analogues, 3, 3A, 3B, 
4,  4A,  and  4B,  (scheme  6.1)  and  computational  calculations  of  structural  and  electronic 
parameters were also undertaken.  
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The data acquired show that of all the studied compounds, compound 1 and the 
deuterated  analogue  3  have  a  singular  gas‐phase  behaviour  that  can  be  related  to  the 
virucidal effect of the former. 
 
 
 
2. RESULTS AND DISCUSSION 
 
2.1. Mass spectra 
 
   At low cone voltages, mainly the intact cations M+ are observed for both the non‐
deuterated and deuterated compounds.  In table 6.1  the monoisotopic masses  for  the M+ 
cations of all the compounds are shown. 
 
Table 6.1. Compounds and monoisotopic masses of M+ ions  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
As the cone voltage  increases (values above 50 V) fragment  ions such as [M‐15]+, 
[M‐16]+,  [M‐92]+,  [M‐93]+  and  [M‐107]+  are observed  for  the non deuterated  compounds 
and  the  corresponding  [M‐18]+,  [M‐19]+,  [M‐95]+,  [M‐96]+  and  [M‐110]+  ions  for  the 
deuterated compounds. In general, the deuterated compounds present a higher degree of 
fragmentation. In the same experimental conditions, with the exception of the free‐base 1 
(and  its deuterated  counterpart 3)  the base peaks  correspond  to  the  [M‐107]+  ions,  ([M‐
Compounds Monoisotopic mass of M+ /Da 
1 and 2  732 
1A and 2A  788 
1B and 2B  794 
3 and 4  735 
3A and 4A  791 
3B and 4B  797 
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110]+ for the deuterated compounds). For compounds 1 and 3 the base peaks correspond 
to the [M‐93]+ and [M‐96]+ ions, respectively. 
 
2.2. Product ion spectra 
 
Product ion spectra were obtained for all the M+ ions and for the most significant 
fragment ions such as the [M‐15]+, [M‐16]+, [M‐92]+, [M‐93]+ and [M‐107]+ ions and also for 
the corresponding ions of their deuterated counterparts. The product ion spectra of the M+ 
ions for compounds 1, 1A, 1B, 2, 2A, 2B and their deuterated counterparts, are similar to 
their mass spectra obtained at higher cone voltages. In the same experimental conditions, 
the base peaks for the product ion spectra of the M+ ions of all the compounds, with the 
exception  of  compound  1  and  3,  correspond  to  the  [M‐107]+  (and  [M‐110]+)  ions.  For 
compounds  1  and  3  the most  abundant  fragment  ion  are  the  [M‐93]+  and  [M‐96]+  ions, 
respectively.  The  product  spectra  of  the M+  ions  of  all  the  non‐deuterated  compounds 
(cone voltages of 50 V and collision energies of 50 eV) are shown in figures 6.1a, 6.1b and 
6.1c and the m/z values and relative abundances of the main fragment ions are shown in 
table  6.2.  With  the  exception  of  compound  1,  the  more  abundant  fragment  ions  are 
formed by losses of 107 Da. For compound 1, the most abundant ion corresponds to a loss 
of 93 Da.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 6.1a.  Product ion spectra of the M+ ions of compounds 1 and 2 
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Figure 6.1b. Product ion spectra of the M+ ions of compounds 1A and 2A 
 
 
 
Figure 6.1c. Product ion spectra of the M+ ions of compounds 1B and 2B 
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Table 6.2. Product ion spectra of the M+ ions (m/z and R.A. %) 
 
Compound [M-15]+ [M-16]+ [M-92]+ [M-93]+ [M-107]+ [M-108]+ [M-170]+ [M-182]+ [M-184]+ 
1  717 (17%) 716 (20%) 640 (43%) 639 (100%) 625 (82%) 624 (24%) 562 (8%) 550 (7%) 548 (11%) 
2  717 (35%) 716 (13%) 640 (22%) 639 (9%) 625 (100%) 624 (18%) 562 (0%) 550 (0%) 548 (12%) 
1A  773 (5%) 772 (4%) 696 (11%) 695 (15%) 681 (100%) 680 (7%) 618 (10%) 606 (7%) 604 (4%) 
2A  773 (27%) 772 (4%) 696 (8%) 695 (3%) 681 (100%) 680 (6%) 618 (0%) 606 (0%) 604 (6%) 
1B  779 (8%) 778 (3%) 702 (8%) 701 (17%) 687 (100%) 686 (5%) 624 (7%) 612 (10%) 610 (6%) 
2B  779 (20%) 778 (2%) 702 (6%) 701 (2%) 687 (100%) 686 (7%) 624 (0%) 612 (0%) 610 (8%) 
 
In figure 6.2 the plots of the relative abundances of the main fragment ions of the 
precursor M+ ions for all the non‐ deuterated compounds are shown and it is evident that 
the  relative  abundances  of  all  the  fragment  ions  for  all  the  compounds  follow  a broad 
general pattern, with the exception of compound 1.  
 
Figure  6.2.  Fragment  ions  and  relative  abundances  of  the  M+  precursor  ions  for 
compounds 1, 2, 1A, 2A, 1B and 2B 
 
When  we  compare  the  product  ion  spectrum  of  the  M+  ion  of  a  deuterated 
compound with the product ion spectrum of the M+ ion of its non‐deuterated counterpart, 
obtained in the same experimental conditions, we can observe that the fragment ions are 
more  abundant  for  the  deuterated  compound  and  that  the  fragmentation  is  more 
widespread. This is a feature common to all deuterated compounds and is probably due 
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to the fact that the M+ ions of the deuterated compounds are formed with higher internal 
energies than the homologous ions of the non‐deuterated compounds. As an example, in 
figure  6.3  the  product  ion  spectra  of  the M+  ions  of  compounds  4  and  2  in  the  same 
experimental conditions (cone voltages of 50 V and collision energies of 50 eV) are shown, 
and as can be seen the abundance of the precursor ion for the non‐deuterated compound 2 
is  approximately  four  times  the  abundance  of  the  homologous  ion  for  the  deuterated 
compound 4. 
 
Figure 6.3. Product ion spectra of the M+ ions of compounds 4 and 2. 
 
   
All the [M‐107]+ ions are very abundant, even in the case of compound 1 where the 
base peak corresponds to the [M‐93]+ ion. The product ion spectra of the [M‐107]+= M’+ 
ions for compounds 2 (free‐base), 2A (nickel complex) and compound 1B (zinc complex) 
are shown in figure 6.4 (cone voltages of 80 V and collision energies of 50 eV). The spectra 
are very similar, in special the spectra of the metallated compounds 1B and 2A. 
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Figure 6.4. Product ion spectra of the M’+ = [M‐107]+ ions. 
 
2.3. Fragmentation mechanisms 
 
The loss of 107 (110) Da from all the M+ ions may occur through a rearrangement 
involving cyclization with migration of a hydrogen from an ortho position of  the phenyl 
substituent closest  to  the β‐pyrrolic substituent, with a subsequent fission of  the C1’‐C2’ 
alkene  bond  (see  scheme  6.1)  and  elimination  of  the  neutral  species  CH2C5H4NCH3 
(CH2C5H4NCD3) (see scheme 6.2 ‐ via A).  
Another possible mechanism  for  the  formation of  the  [M‐107]+  ([M‐110]+  for  the 
deuterated  compounds)  ions  is  presented  in  scheme  6.2  ‐  via  B.  This  alternative 
mechanism is based on the loss of 92 Da observed in the product ion spectra of the [M‐15]+ 
([M‐18]+ for the deuterated compounds) ions.  
Chapter 6 
 113 
  The structure proposed  for  the  [M‐107]+  ion  is planar and  the charge delocalised 
throughout  the  macrocycle.  Cyclization  with  formation  of  six‐membered  rings  was 
previously proposed for neutral β‐substituted meso‐tetraphenylporphyrins166. 
 
 
Scheme 6.2 
 
The  fragments  corresponding  to  losses  of  184  (187)  Da  may  be  formed  by  a 
subsequent  loss from the [M‐107]+ ([M‐110]+) ions, as shown in scheme 6.3. In the case of 
the loss of H2, a similar cyclization with elimination of an HF molecule and formation of a 
five‐membered  ring  was  described  for  pyrrolidine‐fused  cationic  chlorins  and 
isobacteriochlorins167, and for meso‐tetrakis(heptafluoropropyl)porphyrin160.  
The fragment ions [M‐93]+ ([M‐96]+) may be formed, for all the compounds, by loss 
of the methylpyridyl moiety, as shown in scheme 6.4. The ions formed by an overall loss 
of 170 (173) Da, are observed only for the compounds with an ortho methylpyridyl group 
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and  result  from a  joint  loss of methylpyridyl group and a phenyl  radical. However  the 
product ion spectra of all the [M‐93]+ ([M‐96]+) ions show ions formed by losses of 77 Da. 
 
 
 
Scheme 6.3 
 
The  fragments  corresponding  to  losses of  92  (and  95) Da  could be  formed by  a 
joint  loss of 15  (18) Da from  the N‐methyl group and 77 Da  from a meso‐phenyl radical. 
Fragments  formed  by  loss  of  15  and  16  (18  and  19) Da  are  also  observed  for  all  the 
compounds,  the  [M‐15]+  ([M‐18]+)  fragment  ions being more abundant  for  the 4‐pyridyl 
compounds. The formation of the [M‐16]+ ([M‐19]+) may occur by the loss of the N‐methyl 
group and one hydrogen from the macrocycle or from the substituents. The fact that the 
product  ion  spectra of all  the  [M‐15]+  ([M‐18]+)  ions  show a  loss of 1 Da  reinforces  this 
hypothesis. 
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Scheme 6.4 
 
2.4. Computational calculations 
 
The  different  behaviour  of  compound  1  (and  3)  may  be  related  to  different 
stereochemistry  and/or variation of  electronic density within  the molecule.  It  is known 
that tetrapyrrolic macrocycles may be non‐planar. Conformationally distorted porphyrins 
have  been  the  subject  of  interest  since  it was  apparent  that  heme  proteins  presented 
mostly non‐planar heme configurations168, 169. The non‐planarity of several porphyrin type 
chromophores is thought to be related to their functions in natural systems164, 165.  
The non‐planarity of the porphyrin core is dependent on the electronic and steric 
effects  of meso  and  β‐pyrrolic  substituents  and  by  the  size  and  type170‐173  of  the metal 
centers. In the present case, the formation of the planar [M‐107]+ ion will be facilitated by 
less  distorted  structures.  To  obtain  information  on  the  stereochemistry  and  electronic 
structure  of  these  compounds,  semi‐empirical  calculations  of  structural  and  electronic 
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parameters were also undertaken for compounds 1, 2, 1B and 2B. The energy minimized 
structures for compounds 1, 2, 1B and 2B (PM3 level) are shown in figure 6.5.  
The dihedral angles for compounds 1, 2, 1B and 2B associated with the β‐pyrrolic 
vinyl substituent (see scheme 6.1) are shown in table 6.3.  
 
Table 6.3. Dihedral angles relative to the β‐pyrrolic vinyl substituent 
 
Dihedral angles  
C1‐C2‐C1´‐C2´  C20‐C1‐C2‐C1´  C1´‐C2´‐C1´´‐C6´´ 
1  38.2  16.7  2.5 
2  36.0  17.1  0.2 
1B  21.8  22.6  4.4 
2B  20.5  23.5  0.9 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 6.5. Energy minimized structures (PM3 level) for the compounds 1, 2, 1B and 2B, including 
the MOPAC107 charges for some relevant atoms (see abbreviatures and definitions list). 
1B  2B 
1  2 
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The dihedral angles shown in table 6.3 display a marked difference between what 
is found for the free‐bases 1 and 2 and their counterparts in the zinc complexes, in the case 
of C1‐C2‐C1´‐C2´ and C20‐C1‐C2‐C1´ angles. In contrast, for angle C1´‐C2´‐C1´´‐C6´´  the 
more significant differences are found for the 2‐ and 4‐pyridyl isomers, irrespective of the 
presence of zinc. In all cases, there is no correlation between the values of these angles and 
the  relative  abundances  of  the  [M‐93]+  ions,  which  suggests  that  distortion  of  the 
macrocycle  is not  relevant  for  the  fragmentation process. The data  in  table 6.4,  in  turn, 
indicate a significant variation of  the charge  in  the carbon atom C‐1´´.  In  fact,  there  is a 
clear trend relating this charge with the relative abundances of the [M‐93]+ ions. Thus, for 
the negative value  of  charge  assigned  to  this  atom,  the  relative  abundance  amounts  to 
100%  (compound  1). As  the  electron density  is  reduced,  the  relative  abundance  is  also 
reduced,  first steeply, compound 1  to 1B, and  then more gradually, 1B  to 2 and 2  to 2B 
(see  tables 6.2 and 6.4). Thus, a negative charge on C1´´ will  facilitate  the  fission of  the 
C2´‐C1´´  bond  for  compound  1 with  predominant  elimination  of  the  N‐methylpyridil 
substituent. Moreover, the presence of negative charge density on C1´´ for the free‐based 
2‐pyridyl compound will enhance the positive charge on the neighbouring nitrogen atom. 
 
Table 6.4. Electronic charges on the carbon atoms of the β‐pyrrolic vinylpyridyl substituents 
 
 
 compounds 
Atom 1  2  1B  2B 
C2  ‐0,1437  ‐0,1333  ‐0,2343  ‐0,2251 
C1  ‐0,1234  ‐0,1261  ‐0,0699  ‐0,0743 
C20  0,1840  0,1923  0,0442  0,0641 
C1´  0,1361  0,1208  0,1859  0,1723 
C2´  ‐0,2692  ‐0,2397  ‐0,3369  ‐0,2951 
C1´´  ‐0,0187  0,1282  0,0174  0,1478 
C6´´  ‐0,1243  ‐0,1273  ‐0,1464  ‐0,1567 
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  Systematic studies on virus molecular features necessary for the understanding of 
their  interaction with  photosensitizers  are much  less  abundant  than  the  same  type  of 
studies carried out with bacteria, however it is known that lipid enveloped viruses such as 
the Herpes simplex virus, are more susceptible to in vitro photodynamic inactivation than 
non‐enveloped  ones151.  Similarly  to  what  occurs  for  bacteria,  where  the  charge 
distribution  on  the  photosensitizers  is  important  for  the  interaction  with  the  outer 
membranes151, it is possible that, in the present case, the difference in the electron density 
distribution  responsible  for  the  different  gas‐phase  behaviour  of  compound  1,  may 
account for a better interaction with the outer virus envelope.  
 
 
3. CONCLUSIONS 
 
  The two free‐base isomers 1 and 2 are easily differentiated by ESI‐MS/MS whereas 
the presence of a metallic centre renders differentiation by the same technique much less 
effective. Local distortion due to the presence of the β‐vinylpyridyl substituent does occur 
but  it does  not  explain  satisfactorily  the different  gas‐phase  behaviour  of  the  free‐base 
porphyrin,  however  differences  in  electron  density  distribution  can  account  for  the 
observed gas‐phase behaviour of this virus photoinactivator. 
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GAS‐PHASE FRAGMENTATIONS OF RUII COMPLEX IONS174 
 
 
1. INTRODUCTION  
 
Ruthenium(II)  coordination  compounds  have  been  extensively  evaluated  for 
clinical applications,  in an attempt  to approach a complete understanding of  the  factors 
that  determine  the  recognition  of  DNA  sites,  which  should  be  very  valuable  for  the 
treatment  of  cancer.  Their  ligand  exchange  solution  kinetics  are  similar  to  those  of 
platinum(II) complexes, but ruthenium  is unique among  the platinum group  in  that  the 
oxidation  states  RuII,  RuIII  and  RuIV  are  all  accessible  under  physiological  conditions. 
Moreover,  ruthenium  coordination  compounds  are  less  toxic  than  their  platinum 
counterparts, as  they have  the ability  to mimic  iron  in binding  to biomolecules, such as 
serum  transferrin and albumin, which are used by mammals  to solubilise and  transport 
iron,  thereby  reducing  its  toxicity175.  As  intercalating  photoactive  electron  donors, 
polypyridyl RuII complexes have been used  to study DNA‐mediated charge  transport176. 
New  technologies have been applied  to study DNA‐binding geometries, binding modes 
and binding dynamics and increasing attention has also been given to the design of novel 
polypyridyl and related RuII complexes which may be employed as probes of nucleic acid 
structures and binding sites177.  
Although  it  has  been  known  for  the  past  two  decades  that  ruthenium(II) 
complexes with  bidentate diimines  of  the polipyridil  type,  such  as dipyrido[3,2‐a:2´,3´‐
c]phenazine  (dppz),  form  non‐covalent  adducts with DNA178,  the  influence  on  adduct 
formation  of  factors  such  as  shape  and  planarity  of  the  diimine  is  the  object  of 
investigation to date179,  180 and novel RuII compounds with diimine  ligands, both mono181 
and binuclear182 are being synthesized up to now. The choice of the metal centre and the 
macrocycle ancillary ligand must follow several criteria in order to try and achieve goals, 
such as  the anti‐tumor  action and  improvement of  the  selectivity and  specificity of  the 
intermolecular  interactions between DNA and  the metal complexes. Ruthenium(II)  is an 
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excellent  candidate  since  it  is  known  that  ruthenium(III)  anti‐tumour  complexes  are 
reduced  in vivo  to RuII,  the state with cytotoxic activity, and as RuII  is diamagnetic  (d6), 
metal complex‐DNA interaction can be monitored easily by Nuclear Magnetic Resonance 
(NMR). Ligands of the polypyridyls type have been the usual choice as ancillary ligands, 
if only non‐covalent metal complex‐DNA interactions are required183. However, the use of 
macrocyclic ligands has several advantages over other polypyridylic systems110 used until 
now.  In contrast to complexes containing ancillary ligands such as phenanthrolines, thia‐ 
or aza‐crowns are able to form hydrogen bonds and specific van deer Waals contacts with 
the  functional  groups  of  DNA  bases  located  in  the  major  groove.  Also  a  fully 
polypyridylic coordination sphere results in much greater steric hindrance on binding to 
DNA, when compared to thioether macrocycles, limiting intercalation to open structures 
in the major groove.  
The  synthesis,  characterization  and  study  of  ruthenium(II)  complexes  with 
different potential  intercalators of  the diimine  type and one  common, non  intercalating 
ligand,  such  as  a  crown  thioether,  could  clarify  the mechanism of  adduct  formation of 
these type of compounds with DNA. We have thus synthesised and studied two series of 
heteroleptic  ruthenium(II)  octahedral  complexes,  [RuIICl([9]aneS3)(NN)]X  and 
[RuII([12]aneS4)(NN)]X2,  where  [9]aneS3  and  [12]aneS4  are  the  thioethers,  1,4,7‐
trithiacyclononane  and  1,4,7,10‐tetrathiacyclododecane,  respectively,  NN  are  bidentate 
diimines,  such  as  2,2´‐bipyridine  (bpy),  1,10‐phenanthroline  (phen)  and  dipyrido[3,2‐
a:2´,3´‐c]phenazine (dppz), and X is Cl‐ or PF6‐.110, 111   
In a previous study by Electrospray mass spectrometry (ESI‐MS) of the first series 
of the heteroleptic ruthenium(II) octahedral complexes it was found that the mass spectra 
of  all  the  [RuIICl([9]aneS3)(NN)]X  complexes  were  alike,  and  showed  two  peaks 
corresponding  to  losses  of  64  and  92 Da  (HCl+CH2CH2  and HCl+2CH2CH2)  from    the 
inner sphere ions [RuIICl([9]aneS3)(NN)]+. The formation of these diagnostic ions does not 
depend on  the counter anion  involved, occurs  for a  range of cone potential values, and 
proceeds mainly  through C‐S bond  cleavages of  the  thiacrown,  the diimines  remaining 
attached to the metal centre184. 
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Electrospray Mass  Spectrometry  (ESI‐MS)  has  been  increasingly  used  to  study 
coordination  complexes,  since  it  was  first  applied  to  the  homoleptic 
tris(2,2´bipyridyne)ruthenium(II)  and  tris(1,10‐phenanthroline)ruthenium(II)  chlorides185. 
The advantages of  the use of electrospray  in  the study of  inorganic, organometallic and 
coordination  compounds  have  been  reported  in  several  reviews186‐190.  Moreover 
Electrospray Mass Spectrometry/Mass Spectrometry (ESI‐MS/MS) has provided a wealth 
of information on many aspects of metal complex gas‐phase chemistry such as structure, 
binding energies, coordination geometry,  type and donor groups of  the  ligands, among 
many others191‐210. Collision‐induced experiments have also been used combined with ion‐
molecule  reactions  to  determine  coordination  numbers  and  to  investigate  ligand 
substitution in the gas‐phase211‐213. A significant number of coordination compounds exist 
as charged  species  in  solution and can be  transferred  to  the gas‐phase, usually without 
changes both  in  their structure and  their charge, although species  that are not normally 
abundant in solution can be readily produced in the gas phase. This is the case of the ion 
pairs  formed  under  electrospray,  for  complexes  of  transition  metals  with  strongly 
coordinating  ligands,  because  the  solution  concentrations  of  such  ion pairs  are usually 
much lower than the solution concentrations of the inner sphere cations210. While for the 
complexes with  [9]aneS3  the  inner sphere cations are singly 
charged,  for  the  complexes with  [12]aneS4  they  are doubly 
charged  thus having  the  ability  of  forming  singly  charged 
ion pairs with the counter anions. 
In  the  present  work  we  report  the  study  of  the 
[12]aneS4 complexes by ESI‐MS and ESI‐MS/MS. The ligands 
used are represented  in  figure 7.1a and 7.1b. See also table 
7.1.  We  found  that  the  electrospray  mass  spectra  of  the 
complexes with  [12]aneS4  are  strongly  dependent  on  cone 
potential  values.  In  addition  the  gas‐phase  fragmentations 
of  the  complexes with  [12]aneS4   proceed not only  through 
losses  from  the  thiacrown,  but  also  through  intact  NN 
nitrogen heterocycle loss. 
Figure 7.1a 
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2. RESULTS 
 
2.1. Mass spectra 
 
The  ion signals for the [RuII([12]aneS4)(NN)]X2 complexes are strongly dependent 
on cone potential values. At lower values (20 to 30 V), we can observe the signals of the 
doubly charged [RuII([12]aneS4)(NN)]2+ ions (see table 7.2), of the singly charged   
Figure 7.1b
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[RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+  ions,  and  also  the  signals  of  the  doubly  charged  ions 
[RuII([12]aneS4‐CH2CH2)(NN)]2+ formed by ethene loss from the crown through C‐S bond 
cleavages, as well as the signals of the  ion pairs formed by the  inner sphere cations and 
the counter anions, {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+and {[RuII([12]aneS4)(NN)]PF6}+. The ion pair 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]F}+ is also observed for the complexes where the counter ion is PF6‐. 
In general, as  the  cone voltage  increases,  the abundances of  the doubly  charged 
[RuII([12]aneS4)(NN)]2+  ions decrease. Other doubly charged  ions such as  [RuII([12]aneS4‐
2CH2CH2)(NN)]2+,  [RuII([12]aneS4‐3CH2CH2)(NN)]2+,  [RuII([12]aneS4‐2CH2CH2‐S)(NN)]2+,  
[RuII([12]aneS4‐3CH2CH2‐S‐2H)(NN)]2+  are  observed,  as  well  as  other  singly  charged 
species,  such  as  the  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+  ions  and  the  protonated 
diimines, NNH+.  The  ion  pairs  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+,  {[RuII([12]aneS4)(NN)]F}+  and 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]PF6}+  remain abundant with  increasing  cone voltages, whereas  the 
abundances of the [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+  ions decrease.  
Ions with  the  same  m/z  values  of  the  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+  ions 
were observed for the compounds [RuIICl([9]aneS3)(NN)]X, with the same diimines184.  
 
Table 7.1. Compounds studied and masses of the NN ligands and of the inner sphere complexes
 
Compounds  NN ligands   Mass of  innersphere 
complexes*/Da 
[RuII([12]aneS4)(NN)]X2 Name abbreviation mass/Da [RuII([12]aneS4)(NN)]2+ 
1   2,2´‐bipyridine  bpy  156  498 
2   4,4´‐diphenyl‐2,2´‐bipyridine  dbp  308  650 
3   1,10‐phenantroline  phen  180  522 
4   5‐phenyl‐1,10‐phenantroline  5‐phen  256  598 
5   4‐7´‐diphenyl‐1,10‐phenanthroline  dip  332  674 
6   1,10‐phenantroline‐ 5,6‐dione  5,6‐dione  210  552 
7   dipyrido[3,2‐a:2´,3´‐c]phenazine  dppz  282  624 
8   9,10‐phenanthrenequinone diimine  phi  206  548 
9   2,2´‐dipyridylmethane  dpm  170  512 
10   2,2´‐dipyridylamine  dipa  171  513 
11   2,2´‐dipyridylketone  dpk  184  526 
 
               * monoisotopic mass (102Ru) 
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In  the case of  the  [9]aneS3 compounds,  these  ions were  formed by  losses of HCl 
plus  2CH2CH2  from  the  [RuIICl([9]aneS3)(NN)]+  ions,  as  already  mentioned  in  the 
introduction. The proposed structure  for  the  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+  ions  is 
shown in scheme 7.1. 
 
Table 7.2. Precursor ions  [RuII([12]aneS4)(NN)]2+, {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+,   
[RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+ and  their product ions formed by crown fragmentation 
 
Symbol Ion formula mass loss/Da 
a  [Ru([12]aneS4)(NN)]2+   
a1  [Ru([12]aneS4‐CH2CH2)(NN)]2+  28 from a 
a2  [Ru([12]aneS4‐2CH2CH2)(NN)]2+  56 from a 
a3  [Ru([12]aneS4‐3CH2CH2)(NN)]2+  84 from a 
a4  [Ru([12]aneS4‐2CH2CH2‐S)(NN)]2+  88 from a 
a5  [Ru([12]aneS4‐3CH2CH2‐S‐2H)(NN)]2+  118 from a 
   
b  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+   
b1  {[RuII([12]aneS4‐CH2CH2(NN)]Cl}+  28 from b 
b2  {[RuII([12]aneS4‐2CH2CH2(NN)]Cl}+  56 from b 
b3  {[RuII([12]aneS4‐3CH2CH2(NN)]Cl}+  84 from b 
   
c  [Ru([12]aneS4‐H)(NN)]+   
c1  [Ru([12]aneS4‐H‐CH2CH2)(NN)]+  28 from c 
c2  [Ru([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)(NN)]+  56 from c 
c3    [Ru([12]aneS4‐H‐3CH2CH2)(NN)]+  84 from c 
c4  [Ru([12]aneS4‐H‐CH2CH2‐SCHCH2)(NN)]+  87 from c 
c5    [Ru([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S)(NN)]+  88 from c 
c6    [Ru([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S‐2H)(NN)]+  90 from c 
c7   [Ru([12]aneS4‐4CH2CH2)(NN‐H)]+  112 from c 
c8  [Ru([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐SCHCH2)(NN)]+  115 from c 
c9  [Ru([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+  116 from c 
c10  [Ru([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S‐2H)(NN)]+  118 from c 
c11  [Ru([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐SCHCH2)(NN)]+  143 from c 
c12  [Ru([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐2S)(NN)]+  148 from c 
c13  [Ru([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐2S‐H)(NN)]+  149 from c 
c14  [Ru([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐3S‐2H)(NN)]+  154 from c 
c15  [Ru([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐2S‐CHCH)(NN)]+  174 from c 
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As  the  cone  voltage  further  increases  two  different  trends  can  be  observed, 
respectively for compounds 1 to 8 and 9 to 11. At cone voltages of 40 V and above the ion 
pairs  are  still  abundant,  the  signals  for  the  doubly  charged  ions  are  weak  and,  for 
compounds 1 to 8, the abundances of the singly charged ions [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐
S)(NN)]+ ions are higher, whereas for the second group, compounds 9 to 11, intact diimine 
loss  is an  important process,  forming  the  ions at m/z 395,  [RuII([12]aneS4)Cl(H2O)]  +,  (see 
table 7.3), m/z 377, [RuII([12]aneS4)Cl]+, and m/z 349, [RuII([12]aneS4‐CH2CH2)Cl]+, when the 
counter  ions  are  Cl‐,  or  the  ions  at  m/z  379,  [RuII([12]aneS4)F(H2O)]+,  m/z  361 
[RuII([12]aneS4)F]+,  and m/z  333,  [RuII([12]aneS4‐CH2CH2)F]+,   when  the  counter  ions  are 
PF6‐, respectively. 
Thus at higher cone voltages the ions formed in the case of compounds 1 to 8 are 
mainly formed by cleavage of the [12]aneS4 crown, the diimines remaining attached to the 
metal centre, whereas for the compounds 9 to 11 loss of the intact diimine is observed. 
Methanol  adduct  ions  were  observed  only  for  compounds  6  and  11,  both 
possessing  non‐coordinated  carbonyl  groups.  When  the  counter  ion  was  Cl‐,  for 
compound  6,  with  two  uncoordinated  carbonyl  groups,  adducts  with  one  and  two 
methanol  molecules  {[RuII([12]aneS4)(NN)](CH3OH)}2+,  and 
{[RuII([12]aneS4)(NN)](CH3OH)2}2+, were observed as well as the corresponding ion pairs, 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)}+, and {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)2}+, respectively, 
the species with one methanol being more abundant. Also when the counter ion was Cl‐, 
for  compound  11,  with  one  uncoordinated  carbonyl  group,  the  adducts 
{[RuII([12]aneS4)(NN)](CH3OH)}2+, and {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)}+, were observed.  
Scheme 7.1 Ru
S
N
N
S
S
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The  species  {[RuII([12]aneS4)(NN)](CH3OH)}2+,  {[RuII([12]aneS4)(NN)](CH3OH)2}2+, 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]F(CH3OH)}+, and {[RuII([12]aneS4)(NN)]F(CH3OH)2}+, were observed 
when the counter ion was PF6‐, for compounds 11 and 6, respectively. 
 
Table 7.3. Common product ions formed through diimine loss 
 
Symbol Ion formula m/z 
d  [Ru([12]aneS4)]2+  171 (mass 342) 
d1  [Ru([12]aneS4)Cl(H2O)]+  395 
d2  [Ru([12]aneS4)Cl]+  377 
d3  [Ru([12]aneS4‐CH2CH2)Cl]+  349 
d4  [Ru([12]aneS4‐H)]+  341 
d5  Ru([12]aneS4‐CHCH2)]+  315 
d6  Ru([12]aneS4‐H‐CH2CH2)]+  313 
d7  Ru([12]aneS4‐H‐CH2CH2‐2H)]+  311 
d8  {[RuII([12]aneS4‐2CH2CH2‐S)]Cl}+  289 
d9  [Ru([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)]+  285 
 
d’1  [Ru([12]aneS4)F(H2O)]+  379 
d’2  [Ru([12]aneS4)F]+  361 
d’3  [Ru([12]aneS4‐CH2CH2)F]+  333 
d’4  [Ru([12]aneS4‐CH2CH2‐2H)F]+  331 
 
 
2.2. MS/MS spectra 
 
MS/MS spectra were obtained  for  the doubly charged  [RuII([12]aneS4)(NN)]2+,  for 
the  ion pairs  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+  ,  for  the  [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+    ions as well as 
for  the  pentacoordinated  ruthenium  species,  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+.  The 
MS/MS spectra were also obtained for the ion pairs {[RuII([12]aneS4)(NN)]PF6}+ and {[RuII 
([12]aneS4)(NN)]F}+ as well as for the methanol adducts for compounds 6 and 11. For each 
type of  ions,  the MS/MS  spectra were acquired at  the  same  cone voltages and  collision 
energy values.  
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2.2.1. MS/MS spectra of the [RuII([12]aneS4)(NN)]2+ ions (a)  
 
The MS/MS spectra of the doubly charged ions [RuII([12]aneS4)(NN)]2+ show as the 
main  fragment  ions  the  doubly  charged  ions  formed  by  losses  from  the  crown, 
respectively  the  [RuII([12]aneS4‐CH2CH2)(NN)]2+,  [RuII([12]aneS4‐2CH2CH2)(NN)]2+, 
[RuII([12]aneS4‐3CH2CH2)(NN)]2+,  [RuII([12]aneS4‐2CH2CH2‐S)(NN)]2+,  and  [RuII([12]aneS4‐
3CH2CH2‐S‐2H)(NN)]2+  ions. For  compounds  1  to  8,  a  small peak  corresponding  to  the 
singly  charged  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+  ion,  is  also  observed.  For  the 
compounds 1, 2 and 8  to 11,  the singly charged protonated NNH+  ions are  formed, and 
also  ions  at  m/z  313,  [RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2)]+  and  m/z  285,  [RuII([12]aneS4‐H‐
2CH2CH2)]+  formed by  losses of  the  intact diimine plus  fragments  from  the  crown. The 
MS/MS spectra of the [RuII([12]aneS4)(NN)]2+ ions for compounds 1 (NN = bpy), 5 (NN = 
dip), and 9 (NN = dpm), are shown in figure 7.2. 
 
2.2.2. MS/MS spectra of the ion pairs (b,b’) 
 
The MS/MS spectra of  the  ion pairs with Cl‐ and F‐ are very similar  thus we will 
only describe  the features of  the spectra of  the  ion pairs with Cl‐. The MS/MS spectra of 
the {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+,  ions show three different types of product ions. In the first 
type the chloride ion and the diimine remain attached and the thiacrown fragments. This 
type  includes  the  {[RuII([12]aneS4‐CH2CH2)(NN)]Cl}+,  the  {[RuII([12]aneS4–
2CH2CH2)(NN)]Cl}+, and the {[RuII([12]aneS4–3CH2CH2)(NN)]Cl}+, ions. These ions are not 
very abundant and are not observed for the compounds 9 to 11. 
The second  type corresponds  to one chloride  ion  loss plus other  losses  from  the 
crown,  and  is  represented  mainly  by  the  [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+,  [RuII([12]aneS4‐H‐
2CH2CH2)(NN)]+,  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2)(NN)]+  and    [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐
S)(NN)]+    ions.  In  the  case  of  compounds  9  to  11  the  [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+  and 
[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)(NN)]+  ions  are  observed,  whereas  the  [RuII([12]aneS4‐
H)(NN)]+ ion is not observed for the compounds 1 to 8 but instead the NNH+ ions are. 
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Figure  7.2.    ESI‐MS/MS  spectra  of  the  [RuII([12]aneS4)(NN)]2+  ions.  (A)  for  compound  9,  (B)  for 
compound  1,  (C)  for  compound  5;  (*  and  a  =  [RuII([12]aneS4)(NN)]2+,  a1  =  [RuII([12]aneS4‐
CH2CH2)(NN)]2+, a2 = [RuII([12]aneS4‐2CH2CH2)(NN)]2+, a3 = [RuII([12]aneS4‐3CH2CH2)(NN)]2+, a4 = 
[RuII([12]aneS4‐2CH2CH2‐S)(NN)]2+,  a5  =  [RuII([12]aneS4‐3CH2CH2‐S‐2H)(NN)]2+,  c9  = 
[RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+,  d6  =  [RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2)]+  d9  =  [RuII([12]aneS4‐H‐
2CH2CH2)]+) 
 
In  the  third  type,  the chloride  ion  remains attached, but  the diimine  is  lost. This 
group  includes  the  [RuII([12]aneS4)Cl(H2O)]+,  [RuII([12]aneS4)Cl]+,  and  [RuII([12]aneS4‐
CH2CH2)Cl]+,  when  the  counter  ions  are  Cl‐,  which  were  also  observed  with  high 
abundances at higher cone voltages in the mass spectra of compounds 9 to 11. 
The MS/MS spectra of the  ion pairs with PF6‐, {[RuII([12]aneS4)(NN)]PF6}+ show as 
the only significant feature, one peak formed by loss of PF5, the corresponding ion {[RuII 
([12]aneS4)(NN)]F}+ , being very abundant. 
The MS/MS spectrum of the ion pairs {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+,  for compounds 2, 
(NN = dbp), 4  (NN = 5‐phen) and 10 (NN = dipa) are shown in figure 7.3. 
 
 
Chapter 7 
 131 
 
Figure 7.3. ESI‐MS/MS spectra of the ion pairs {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+ . (A) for compound 10; (B) 
for compound 2;  (C)  for compound 4;  (* and b =  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+, b1 =  {[RuII([12]aneS4‐
CH2CH2)(NN)]Cl}+,  b2  =  {[RuII([12]aneS4‐2CH2CH2)(NN)]Cl}+,  b3  =  {[RuII([12]aneS4‐
3CH2CH2(NN)]Cl}+,  c  =[RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+,  c2  =  [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)(NN)]+,  c3  = 
[RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2)(NN)]+, c5 =  [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S)(NN)]+, c7 =  [RuII([12]aneS4‐
4CH2CH2)(NN‐H)]+, c9 = [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+, d1 = [RuII([12]aneS4)Cl(H2O)]+, d2 = 
[RuII([12]aneS4)Cl]+, d3 = [RuII([12]aneS4‐CH2CH2)Cl]+) 
 
 
2.2.3. MS/MS spectra of the [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+ ions (c) 
 
The  [Ru([12]aneS4‐H)(NN)]+  ions  fragment  through  one  and  two  ethene  losses 
from  the  crown  with  formation  of  the  [RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2)(NN)]+,  and  the 
[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)(NN)]+ ions, although for compounds 1 to 8 these ions are not 
very abundant. The ions [RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2‐SCHCH2)(NN)]+ are formed for all the 
compounds, whereas  the  ions  [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S‐2H)(NN)]+  are  formed with 
high abundances only for compounds 1 to 8. Losses of the diimines plus losses from the 
crown  lead  to  the  ions  at m/z  341,  [RuII([12]aneS4‐H)]+,  and m/z  313,  [RuII([12]aneS4‐H‐
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CH2CH2)]+,  although these are only formed with high abundances for compounds 9 to 11. 
The  ions  [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐SCHCH2)(NN)]+    and  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐
S)(NN)]+  are mostly  formed  for  compounds  1  to  8, whereas  the  ions  [RuII([12]aneS4‐H‐
3CH2CH2‐SCHCH2)(NN)]+,  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐2S)(NN)]+,  [RuII([12]aneS4‐H‐
3CH2CH2‐2S‐H)(NN)]+,  and  [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐3S‐2H)(NN)]+and  [RuII([12]aneS4‐
H‐3CH2CH2‐2S‐CHCH)(NN)]+  (see  table 7.2) are only  formed with high abundances  for 
the compounds 3 to 8. 
The MS/MS spectrum of the [RuII ([12]aneS4‐H)(NN)]+ ions for compounds 1 (NN = 
bpy), 6 (NN = 5,6‐dione) and 9 (NN = dpm) are shown in figure 7.4. 
 
2.2.4. MS/MS spectra of the [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+ ions (c9) 
 
  The  MS/MS  spectrum  of  the  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+  ions  show 
product ions corresponding to losses of  HS, 2HS and S‐CH=CH2. The protonated nitrogen 
ligand NNH+ is the most abundant product ion. 
In  figure  7.5A  the MS/MS  spectrum  of  the  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+ 
ions for compound 1 (NN = bpy)  is shown, and in figure 7.5B the MS/MS spectrum of the 
ions  with  the  same  m/z  value,  381,  of  the  corresponding    [RuII([9]aneS3‐H‐
2CH2CH2)(NN)]+ ion (NN = bpy) is also shown.  The spectra are identical thus confirming 
that the ions are the same for the compounds of both [12]aneS4 and [9]aneS3 with the same 
diimines. 
 
2.2.5. MS/MS spectra of the methanol adduct ions  
 
  The  MS/MS  spectra  of  the  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)}+  and 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]F(CH3OH)}+  ions  on  one  hand,  and  of  the 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)2}+ and {[RuII([12]aneS4)(NN)]F(CH3OH)2}+,  on the other  
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Figure  7.4. ESI‐MS/MS  spectra of  the  [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+  ions.  (A)  for  compound  9;  (B)  for 
compound 1; (C) for compound 6; (* and c = [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+ ions, c1 = [RuII([12]aneS4‐H‐
CH2CH2)(NN)]+,  c2  =  [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)(NN)]+,  c4  =  [RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2‐
SCHCH2)(NN)]+,  c6  =  [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S‐2H)(NN)]+,  c8  =  [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐
SCHCH2)(NN)]+,  c9  =  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+,  c10  =  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S‐
2H)(NN)]+,  c11  =  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐SCHCH2)(NN)]+,  c12  =  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐
2S)(NN)]+,  c13  =  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐2S‐H)(NN)]+,  c14  =  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐3S‐
2H)(NN)]+,  c15  =  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐2S‐CHCH)(NN)]+,  d4  =  [RuII([12]aneS4‐H)]+,  d6  = 
[RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2)]+) 
 
hand, are very similar. The adducts with two methanol molecules are only formed in the 
case of  compound 6  (NN=5,6‐dione), whereas  the adducts with one methanol molecule 
are formed for both the compounds 6 and 11 (NN=dpk). 
The  MS/MS  spectra  of  the  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)}+, 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]F(CH3OH)}+,  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)2}+,  and 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]F(CH3OH)2}+ ions show different groups of product ions. In the first 
group  the  dominant  process  is  loss  of  the  diimines  with  formation  of  the  ions 
[RuII([12]aneS4)F(H2O)]+,  [RuII([12]aneS4)F]+,  [RuII([12]aneS4‐CH2CH2)F]+,  and 
[RuII([12]aneS4‐CH2CH2‐2H)F]+,  in  the case of  the adducts containing  the  fluoride  ion, or 
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the  [RuII([12]aneS4)Cl(H2O)]+,  [RuII([12]aneS4)Cl]+and  [RuII([12]aneS4‐CH2CH2)Cl]+,  ions  in 
the case of the adducts containing the chloride ion. The [RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2)]+,  ions 
are formed for all the precursors (table  7.3). 
  
 
Figure 7.5. ESI‐MS/MS spectra of the ion of m/z 381. (A) of the [RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S)(bpy)] 
ions, (B) of the [RuII([9]aneS3‐H‐2CH2CH2)(bpy)] ions 
 
 
In  the  second  group  the  ions  are  formed  by  counter  ion  loss  and  crown 
fragmentation, the methanol remaining attached. The main product ions of the precursor 
ion  adducts  with  one  methanol  molecule  are  the  {[RuII([12]aneS4‐H‐
2CH2CH2)(NN)](CH3OH)}+    and  {[RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2)(NN)](CH3OH)}+  ions, 
formed  by  loss  of  HF  or  HCl  plus  two  and  three  ethene  molecules,  and  the 
{[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S‐2H)(NN)](CH3OH)}+    ions,  formed  by  loss  of HF  or HCl 
plus  other  losses  from  the  crown.  The main  product  ions  of  the  precursors with  two 
methanol  molecules  are  the  {[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)(NN)](CH3OH)2}+    and 
{[RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2)(NN)](CH3OH)2}+  and  the  {[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S‐
2H)(NN)](CH3OH)2}+ ions.  
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The third group  is formed by product  ions with  low abundances but structurally 
significant. These are  the proton bound  species  [NNH(CH3OH)]+ and  [NNH(CH3OH)2]+ 
for  the  precursor  ions with  two methanol molecules  and  the  [NNH(CH3OH)]+  for  the 
precursor ions with one methanol molecule. 
 In  figure  7.6  the  MS/MS  spectra  of  the  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)}+, 
{[RuII([12]aneS4)(NN)]F(CH3OH)}+  and  {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl(CH3OH)2}+  ions  for 
compound 6 (NN = 5,6‐dione) are shown.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7.6. ESI‐MS/MS spectra of  the methanol adducts of  the  ion pairs  for compound 6.  (A) of  the 
{[RuII([12]aneS4)(5,6‐dione)]F(CH3OH)2}+  ions;  (B) of  the  {[RuII([12]aneS4)(5,6‐dione)]F(CH3OH)}+  ions; 
(C)  of  the  {[RuII([12]aneS4)(5,6‐dione)]Cl(CH3OH)}+  ions;  (*  and  bMet  =  {[RuII([12]aneS4)(5,6‐
dione)]F(CH3OH)2}+,  *  and  b’Met  =  {[RuII([12]aneS4)(5,6‐dione)]F(CH3OH)}+  *  and  b’Met2  = 
{[RuII([12]aneS4)(5,6‐dione)]Cl(CH3OH)}+,  c2Met2  =  {[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)(5,6‐
dione)](CH3OH)2}+,  c3Met2=  {[RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2)(5,6‐dione)](CH3OH)2}+,  c4Met2= 
{[RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2‐SCHCH2)(5,6‐dione)](CH3OH)2}+,  c6Met2=  {[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S‐
2H)(5,6‐dione)](CH3OH)2}+,  c2Met  =  {[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2)(5,6‐dione)](CH3OH)}+,  c3Met= 
{[RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2)(5,6‐dione)](CH3OH)}+,  c4Met=  {[RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2‐SCHCH2)(5,6‐
dione)](CH3OH)}+,  c6Met=  {[RuII([12]aneS4‐H‐2CH2CH2‐S‐2H)(5,6‐dione)](CH3OH)}+,  c9Met= 
{[RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(5,6‐dione)](CH3OH)}+,  d1  =  [RuII([12]aneS4)Cl(H2O)]+,    d2  = 
[RuII([12]aneS4)Cl]+,    d3  =  [RuII([12]aneS4‐CH2CH2)Cl]+,  d6  =  [RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2)]+,  d8  = 
[RuII([12]aneS4  ‐2CH2CH2‐S)]+,  d’1  =  [RuII([12]aneS4)F(H2O)]+,    d’2  =  [RuII([12]aneS4)F]+,    d’3  = 
[RuII([12]aneS4‐CH2CH2)F]+ , d’4 = [RuII([12]aneS4‐CH2CH2‐2H)F]+) 
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3. DISCUSSION 
 
It  is  apparent  from  the  obtained data  that diimine  loss  is  a  process  that  occurs 
mainly via  ion pair formation. Although this  loss can also be observed from the doubly‐
charged  inner  sphere  [RuII([12]aneS4)(NN)]2+  ions and  from  the  [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+ 
ions,  it  occurs  together  with  thiacrown  fragmentation.  The  ions  at  m/z  395, 
[RuII([12]aneS4)Cl(H2O)]+,    m/z  377,  [RuII([12]aneS4)Cl]+,  and  m/z  349,  [RuII([12]aneS4‐
CH2CH2)Cl]+,    or  the  corresponding  ions  at  m/z  379,  [RuII([12]aneS4)F(H2O)]+,  m/z  361 
[RuII([12]aneS4)F]+,  and  m/z  333,  [RuII([12]aneS4‐CH2CH2)F]+,  are  only  observed  in  the 
MS/MS spectra of the ion pairs {[RuII([12]aneS4)(NN)]Cl}+ or   {[RuII([12]aneS4)(NN)]F}+ . It 
is  also  apparent  that  diimine  loss  is more  important  in  the  case  of  the  cross  bridged 
ligands dpm, dipa, and dpk. These  ligands  form  six‐membered chelate  rings which are 
more  flexible  and  less  strongly  coordinated  due  to  loss  of  planarity,  than  the  five‐
membered rings of the phen or even bpy compounds (see figure 7.7)112. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7.7.  (A) [RuII([12]aneS4)(dpk)]2+ , (B) [RuII([12]aneS4)(bpy)]2+ 
 
A  B
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In  a  study  by  ESI‐MS/MS  of  ion  pairs  of  transition  metal  M2+  homoleptic 
compounds,  [M(phen)3]ClO4+ and  [M(bpy)3]ClO4+  (M = Mn, Fe, Co, Ni, Cu and Zn) has 
been  reported  that, when  formation  of  the  [M(phen)2]ClO4+    or  [M(bpy)2]ClO4+  ions,  by 
collisional  activation  of  the  [M(phen)3]ClO4+  and  [M(bpy)3]ClO4+ions,  through  losses  of 
phen or bpy did occur, the counter anions remained in the outer sphere, interacting with 
the  remaining  phen  and  bpy  ligands210.  In  the  present  case,  the  formation  of  the 
[RuII([12]aneS4)Cl]+, and [RuII([12]aneS4)F]+,  ions from the  ion pairs with the chloride and 
fluoride  ions,  respectively, probably  involves  transfer  of  the  chloride  and  fluoride  ions 
from the outer sphere to the inner sphere. A direct coordination of the halogen anions to 
the metal  is  expected  to  be  stronger  than  the  ion‐dipole  interaction  between  an  outer 
sphere anion and the ligands. 
The  addition  of  one  water  molecule  to  the  [RuII([12]aneS4)Cl]+,    and 
[RuII([12]aneS4)F]+, with  formation  of  the m/z  395,  [RuII([12]aneS4)Cl(H2O)]+  and m/z  379 
[RuII([12]aneS4)F(H2O)]+  ions,  with  a  coordination  number  of  6,  reinforces  the  latter 
assumption. Addition of water  to precursor  ions  in  collision‐induced  experiments,  in  a 
hexapole collision cell, with argon, has been reported204, the source of the associated water 
being, either  the background gases or  the argon  itself. The argon  is  instrumental  in  the 
addition  process,  reducing  the  translational  energies  of  the  ions  to which  the water  is 
added,  to  thermal or nearly  thermal values204.  In  the present case  the water adds  to  the 
fragment ions [RuII([12]aneS4)Cl]+ and [RuII([12]aneS4)F]+ which constitutes evidence of the 
predominance of the N‐N ligand loss from the ion pairs. 
Indirect  evidence  for  coordination  of  halogen  anions  directly  to  the  metal,  is 
obtained  from  the  1H NMR  spectra  of  the  [RuII([12]aneS4)(NN)]X2  complexes111.  Broad 
lines for the aromatic protons closest to the ruthenium and for the thiacrown methylene 
protons  suggest  that  chemical  exchange  occurs,  probably  with  Ru‐donor  atom  bond 
cleavage, to relieve steric crowding at the ruthenium centre111. If a similar process occurs 
in the gas‐phase, incipient coordination of relatively small ions such as F‐ , or even Cl‐, to 
the  metal  centre  is  possible.  A  subsequent  loss  of  the  diimine  will  give  the 
[RuII([12]aneS4)Cl]+ and [RuII([12]aneS4)F]+ ions. 
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 The formation of the [RuII([12]aneS4)(NN)]F+ ion pairs, as the only fragment ions, 
in the collision induced dissociation of the {[RuII([12]aneS4)(NN)]PF6}+ ion pairs, reinforces 
the proposal of direct coordination of fluoride and chloride anions to the metal. The  ion 
pairs with the PF6‐ counter ion, fragment only through losses of PF5, the PF6‐ counter ion, 
like  the ClO4‐  210 being  too bulky  for  incipient coordination. Formation of  ion pairs with 
fluoride,  was  observed  under  Fast  Atom  Bombardment  (FAB)214,  215  and  both  Laser 
Desorption  (LD)  and Matrix Assisted Laser Desorption  (MALDI),  for metal  complexes, 
with PF6‐ as counter ions216.  
Losses  of  HX  (X  =  anion)  from  the  corresponding  ion  pairs  of  several  metal 
complexes  have  been  reported  as  occurring  in  collision‐induced  processes209,  217.  In  the 
present  case,  formation of  the  [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+  ions  is observed,  in  the  collision 
induced  decomposition  of  the  ion  pairs with  the  chloride  and  fluoride  ions,  only  for 
compounds  9  to  11. The  [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+  ions  (scheme  7.2)  are  formed  through 
abstraction, by the counter  ion, of one of the acidic methylene protons of the thiacrown, 
with crown opening and formation of a thienolate ion with conservation of the charge of 
the ruthenium centre. The steric crowding in this type of ions is still considerable, hence 
their  higher  abundance  at  lower  cone  voltages,  and  their  formation  under  collision 
activation only  for  the complexes 9  to 11, with more  flexible  ligands. Further  thiacrown 
fragmentation either  through  the breaking of  the more  strained S‐Ru bonds or  through 
cleavage of other C‐S bonds  leads to  ions such as   [RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2)(NN)]+ and 
[RuII([12]aneS4‐H‐CH2CH2‐SCH2CH2)(NN)]+, as  can be observed  in  the  collision  induced 
spectra of the [RuII([12]aneS4‐H)(NN)]+ ions in figure 7.4. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Scheme 7.2
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Reduction  of  the metal  centre was  observed  for metal  complexes  either  in  the 
electrospray source218 or during collision  induced processes196,  201,  206, and unusual charge 
states were observed  in high  energy  collision processes219.  In  the present  case  the great 
majority of the singly charged species (not including the ion pairs and the fragment ions 
with an associated fluoride or chloride anion) can be rationalized as having a  thienolate 
type  structure. These  ions may  be  formed  through  a migration  of  a methylene proton 
from the crown to the solvent, to the sulphur atom of the lost moiety, or to the NN ligand, 
thus possessing a  ruthenium centre with a  formal dipositive charge. The exceptions are 
the  [RuII([12]aneS4‐4CH2CH2)(NN‐H)]+  ions  (see  table 7.2 and  figure 7.3A and 7.3C) and 
the  [RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+    (when  formed  in  the  gas  phase  from  the 
[RuII([12]aneS4)(NN)]2+  ions), as  the corresponding charged moiety of  the  thiacrown was 
not detected in the MS/MS spectra. 
The  [RuII([12]aneS4‐4CH2CH2)(NN‐H)]+  ions    are  formed  from  the  ion pairs with 
the  chloride  and  fluoride  ions,  for  complexes  1  to  8,  and  although  they  are  not  very 
abundant, their formation shows that hydrogen loss, although not predominantly, occurs 
also  from  the diimines. Proton  loss  (or  radical hydrogen  loss  followed by  one  electron 
reduction) was observed under FAB220 and MALDI216, for [RuII(bpy)3]X2 and [OsII(bpy)3]X2 
complexes,  and  a  mechanism  involving  hydrogen  loss  from  a  unsaturated  carbon, 
breaking of a nitrogen‐metal bond, rotation of a pyridine ring and  formation of a ortho‐
metallated complex through metal‐carbon bond formation, was proposed to explain this 
loss216. Such a mechanism cannot be applied to compounds 3 to 7, all of them having rigid, 
delocalised,  π  systems.  Thus  we  propose  that  the  formation  of  the  [RuII([12]aneS4‐
4CH2CH2)(NN‐H)]+    ions occurs via a  radical hydrogen  loss plus one  electron  (possibly 
from  the  collision  gas)  reduction.  The  same  may  apply  for  the  formation  of  the 
[RuII([12]aneS4‐H‐3CH2CH2‐S)(NN)]+  in  the  gas  phase  from  the  [RuII([12]aneS4)(NN)]2+ 
ions. 
Ethene losses from the crown occur without changes of the overall charge, for both 
the doubly and singly charged ions. The elimination of ethene molecules is triggered by π 
backbonding of the ruthenium t2g electrons to σ* antibonding C‐S orbitals221‐223. There is a 
marked difference  in  the  gas‐phase  behaviour  of  the  [RuII([12]aneS4)(NN)]X2  complexes 
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when compared  to  the gas‐phase behaviour of  the  [RuIICl([9]aneS3)(NN)]X complexes184. 
For  the  latter,  two  diagnostic  ions,  corresponding  to  the  pentacoordinated  ruthenium 
species,  [RuII([9]aneS3‐H‐CH2CH2)(NN)]+  and  [RuII([9]aneS3‐H‐2CH2CH2)(NN)]+  are 
formed for a wide range of cone voltages and the loss of the diimine is either not observed 
or  originates  ions  with  very  weak  signals.  Moreover  for  the  [RuIICl([9]aneS3)(NN)]X 
complexes,  the  diagnostic  ions  were  even  observed  when  the  NN  ligands  were 
terpyridine  and  trispyrazolylmethane,  potential  tridentate  ligands,  acting  as  bidentate. 
For all the complexes with [9]aneS3 the fragment ions are formed through losses from the 
crown, by abstraction of an acidic methylene proton by the chloride ligand, plus losses of 
ethene molecules, through C‐S bond cleavages. Although, as it has been described above, 
the same type of processes occurs for the complexes with [12]aneS4, for the latter, diimine 
loss also occurs,  either  as an  in‐source process  (for a  range of  cone voltages) or  in  low 
energy collision induced processes. 
X‐ray  single  crystal  data  for  both  groups  of  complexes  show  that  they  have 
distorted  octahedral  structures,  the  [12]aneS4  complexes  being more distorted  than  the 
corresponding [9]aneS3 complexes. This distortion may be observed in figure 7.8112, where 
the  tridimensional  molecular  structures  for  the  [RuII([9]aneS3)(dppz)Cl]+  and 
[RuII([12]aneS4)(dppz)]2+  are  shown. As  a  numerical  example,  for  the  phen  ligand,  the 
angles  formed by  the  two equatorial sulphur atoms and  the ruthenium centre, Sequat‐Ru‐
Sequat,   are 87,7o and 104,1o, for the complexes with the [9]aneS3 and the [12]aneS4 crowns 
respectively. The differences between  the angles  formed by  the atoms at opposite axial 
positions and the ruthenium centre are also significant, Saxial‐Ru‐Cl 178,8o and Saxial‐Ru‐Saxial 
161,2o. The angles  formed by  the metal centre and  the  two nitrogen atoms, N‐Ru‐N, are 
respectively  78,8o  and  79,6o  110,  111. Although  extrapolations  from  solid phase, where we 
have  to  consider  the overall packing arrangement,  counter  ions  included,  to gas‐phase, 
where  there may  be  changes  in  the  coordination  environment224, must  be  done  with 
caution, the increase of steric strain from the [9]aneS3 to the [12]aneS4 complexes, plus the 
absence of a negatively charged ligand in the inner sphere of the [12]aneS4 complexes, are 
the probable causes of the dissimilar gas‐phase behaviour of both groups of complexes. 
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Figure 7.8. (A). Tridimensional representation of the molecular structure of 
[Ru([9]aneS3)(dppz)Cl]Cl. (B). Tridimensional representation of [Ru([12]aneS4)(dppz)]Cl2 
 
 
An interesting similarity between the two groups of complexes is the formation of 
identical ions (m/z 381) for both the [12]aneS4 and the [9]aneS3 complexes, as can be seen in 
figure 7.5, a square pyramidal geometry with a pentacoordinated ruthenium (scheme 7.1) 
has been proposed for this  ions212. Square pyramidal ruthenium (II) species, although not 
common,  have  been  known  since  long225  and, more  recently,  ruthenium  (II)  porphyrin 
complexes with  carbonyl  axial  ligands have been  studied by mass  spectrometry226. The 
 
B
A
142 
observed  collision  induced  losses,  from  the m/z  381  ions,  of  S‐CH=CH2, HS  and  2HS 
(figure  7.5),  will  originate  the  [RuIIS2(NN)]+  [RuIIS(S=C=CH2)(NN)]+  and  [RuII(S‐
C≡CH)(NN)]+ respectively. 
Other  interesting  feature  is  related  to  the  complexes  6  and  11,  with  diimines 
containing  carbonyl groups. Adducts with one  and  two methanol molecules of  the  ion 
pairs with the chloride and fluoride ions are observed. From observation of the collision 
induced  spectra  of  these  adduct  ions  it  is  apparent  that  the  bonds  between  the  two 
diimines and the methanol molecules are stronger than the S‐C and C‐H bonds from the 
thiacrown,  as  several  methanol  adducts  of  ions  such  as  the  [RuII([12]aneS4‐H‐
2CH2CH2)(NN)]+ and  the [RuII([12]aneS4  ‐3CH2CH2)(NN)]+   are observed (figure 7.6). The 
presence of [RuII([12]aneS4)Cl(H2O)]+, [RuII([12]aneS4)Cl]+ and [RuII([12]aneS4 ‐ CH2CH2)Cl]+ 
ions  (and  their  fluoride analogues) and of  the  less abundant, but structurally significant 
NNHMet+  and NNHMet2+  ions  (Met=CH3OH),  shows  that  the methanol molecules  are 
bonded directly to the carbonyl groups, most likely through hydrogen bonds.  
Data  from  infrared  spectra  (IR)  for  the  complexes  [RuII([12]aneS4)(dpm)]Cl2  and 
[RuII([12]aneS4)(dpk)]Cl2 when recrystallized from ethanol and acetonitrile solutions have 
shown signals that can be attributed to asymmetrical coordination modes of the diimine 
ligands; for instance a signal was observed for Ru‐O vibrations when ethanol was used. In 
the recrystallized complexes,  the diimine  is mono‐coordinated  to  the metal centre and a 
solvent molecule (ethanol or acetonitrile) is directly bounded to the ruthenium112. 
In  the  present  case,  although  we  could  assume,  for  the 
{[RuII([12]aneS4)(dpk)]Cl(CH3OH)}+  and  {[RuII([12]aneS4)(5,6‐dione)]Cl(CH3OH)}+  ions, 
that one methanol molecule  is bounded directly  to  the  ruthenium and  the diimines are 
mono‐coordinated,  in  the  case of  the  {[RuII([12]aneS4)(5,6‐dione)]Cl(CH3OH)2}+  ions,  this 
explanation  is not  adequate  as  a direct  coordination  of  two methanol molecules  to  the 
ruthenium would imply the de‐coordination of a sulphur atom from the crown, which is 
not very probable. 
Another  explanation  for  the  observed  bonding  between methanol  and  the  two 
diimines, in the case of complexes 6 and 11, is the occurrence, in the source, of a chemical 
reaction,  such  as  ketal  formation.  It  has  been  reported  recently  that  storage  of  a 
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methanolic  solution  of  the  compound  [RuII(dpk)(CO)2Cl2]  in  the  dark,  resulted  in  the 
addition of methanol to the coordinated dpk, with formation of a deprotonated ketal, the 
methoxydi(2‐pyridyl)methoxide227. 
 
 
4. CONCLUSIONS 
 
For  the  [RuII([12]aneS4)(NN)]X2  complexes  studied,  thiacrown  fragmentation and 
diimine  loss  are  the  two major  types  of  gas‐phase  decomposition  processes.  The  ions 
formed  through  diimine  losses  are more  abundant  for  the  complexes  with  the more 
flexible cross bridged  ligands, compounds 9  to 11, and  less abundant  for  the complexes 
with rigid delocalised π systems, compounds 3 to 8. Diimine loss occurs mostly from the 
ion pairs with chloride and  fluoride anions with probable coordination of  the anions  to 
the ruthenium centre. Conservation of the formal oxidation number of the metal centre is 
a predominant feature.  
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ELECTROSPRAY FORMATION OF RUTHENIUMII  
COMPLEX IONS WITH TRISPYRAZOLYLMETHANE 
 
 
 
1. INTRODUCTION 
   
Transition  metalII  compounds  with  polipyridylic  ligands  and  macrocyclic 
thioethers have been synthesized and extensively studied by using several  instrumental 
techniques  since  1993, when  Barton  et  al  published  the  first  synthesis  of  a  rheniumII 
complex  with  a  polythioether  and  a  polypyridylic  ligand,  respectively  1,4,7,10‐
tetrathiacyclododecane  ([12]aneS4) and   phenanthrenoquinone‐9,19‐diimine  (phi)110,  111,  113, 
184, 228‐235.  
  The  solid  state  characterisation  of  the  complexes  with  the  same  inner  sphere 
cation,  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]X  (X=Cl,  PF6)  (see  table  8.1)  where  [9]aneS3  is  1,4,7‐
trithiacyclononane  and   HCpz3  is  the  tripodal  ligand  trispyrazolylmethane,  (see  figures 
8.1.A and B and tables 8.1 and 8.2) has established clearly a k2 coordination for the latter 
(see figure 8.1C). 
 
 
Table 8.1. Complexes studied and monoisotopic  masses 
 
 
Complexes  Mass 
[RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]Cl – Compound 1  566 
[RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]PF6 – Compound 2  676 
[RuII([9]aneS3)(dppz)Cl] Cl ‐ Compound 3  634 
[RuII([9]aneS3)(dmso)Cl2] ‐ Compound 4  430 
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Table 8.2. Ligands, solvents and monoisotopic masses 
 
ligands names masses 
[9]aneS3  1,4,6‐trithiacyclononane  180 
HCpz3  Trispyrazolylmethane or L  214 
dppz  dipyrido[3,2‐a:2´,3´‐c]phenazine  282 
Hpz  68 
dmso  dimethylsulfoxide  78 
CH3CN  acetonitrile  41 
CH3OH  methanol  32 
 
 
However  1H NMR  spectra of  their  solutions  showed  an apparent C3v  symmetry 
which  is  suggestive  of    a    hapticity  change  to  k3  of  the  trispyrazolylmethane probably 
accompanied by loss of the chloride ion112.  
 
 
 
 
 
 
 
  
 
                   
   
                    
 
 
 
 
 
 
Figure 8.1. (A) Structure of 1,4,7‐trithiacyclononane, [9]aneS3. (B) Structure of trispyrazolylmethane, 
HCpz3. (C) Structure of the [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]+ complex ion (data from single crystal   X‐
ray diffraction experiments)112 
A
B
C 
pyrazol
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ESI‐MS  has  been  used  to  study  the  formation  of  complexes  of metal  ions with 
organic ligands in the gas phase since the last two decades of the past century236‐239.  More 
recently a review on the use of ESI‐MS in the study of metal‐ligand solution equilibrium 
was  published240.  It  seemed  thus  logic  to  use  ESI‐MS  to  investigate  the  lability  of  the 
chloride ion and the probable hapticity change from k2 to k3 of the complexes in solution. 
To  achieve  this  we  have  not  only  investigated  the  electrosprayed  solutions  of  these 
complexes  in  different  experimental  conditions  but  also  synthesized  in  the  source  the 
[RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]+ and  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+  ions by electrospraying mixtures 
of  solutions  of  one  RuII  complex,  [RuII([9]aneS3)dmsoCl2],  (dmso  is  dimethylsulfoxide) 
with solutions of HCpz3.  
 
2. RESULTS AND DISCUSSION 
 
2.1. ESI‐MS spectra of the solutions of the synthesized complexes  
 
  At lower cone voltages, the ESI mass spectra of both fresh and overnight solutions 
of  the  complexes  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl  and  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6 
present a very abundant ion at m/z 248, which is the  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+ or [M‐Cl]2+ 
ion. The monocharged  inner sphere complex  ion  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]+ or M+  ion, at 
m/z  531,  is  also  observed,  but  has  a  much  lower  relative  abundance.  Another 
monocharged species at m/z 495 corresponds to the [RuII([9]aneS3‐H)(HCpz3)]+ ion or [M‐
HCl]+.  For  compound  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6  an  adduct  peak 
{[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]PF6}+ at m/z 641 is also observed. In figure 8.2 the mass spectrum of 
the [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl complex at a cone voltage of 10 V is shown.  
For  both  complexes,  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl  and  [RuII([9]aneS3)(k2‐
HCpz3)Cl]PF6,  as  the  cone  voltage  increases,  doubly  charged  ions  formed  by 
fragmentation of the crown thioether are observed, such as the [M‐Cl‐CH2CH2]2+ and the 
[M‐Cl‐CH2CH2‐H2S]2+  ions, m/z 234 and m/z 217 respectively. 
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Figure 8.2. Mass spectrum of the [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl complex at a cone voltage of 20 V. 
 
Figure 8.3. Mass spectrum of the [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl complex at a cone voltage of 50 V. 
 
M+ 
(M-HCl)+ 
(M-Cl)2+ 
(M-HCl-CH2CH2)+ 
(M-HCl-2CH2CH2)+ 
(M-HCl-2CH2CH2-Hpz)+ 
 
M+ 
(M-HCl)+ 
(M-Cl)2+ 
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As  the cone voltage  further  increases  the doubly charged species became  less abundant 
and monocharged species such as [M‐HCl‐CH2CH2]+, m/z 467, [M‐HCl‐2CH2CH2]+, m/z 439 
and  [M‐HCl‐2CH2CH2‐Hpz]+, m/z  371  are  observed.   As  the  cone  voltage  increases  for 
values higher than 60 V, the signal of the [M‐Cl]2+ ions has increasingly   lower signal‐to‐
noise  ratios until  it disappears.  In  figure 8.3  the mass  spectrum of  the  [RuII([9]aneS3)(k2‐
HCpz3)Cl]Cl complex at a cone voltage of 50 V  is shown. At  the same cone voltage  for 
compound  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6  an  adduct  peak  {[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]PF6}+, 
at m/z 641, is also observed.  
    The  behaviour  described  above  contrasts  with  the  behaviour  of  similar 
complexes with  the general  formula  [RuII([9]aneS3)(N‐N)Cl]X  (where N‐N are bidentate 
diimines,  such  as  dipyrido[3,2‐a:2´,3´‐c]phenazine,  dppz,    and  X=Cl  or  PF6).  These 
complexes  show predominantly  the  inner  sphere monocharged  cation  [RuII([9]aneS3)(N‐
N)Cl]+  or  M+ and no doubly charged species are observed even at voltages as lower as 10 
V184. At higher voltages the main signals detected are the signals of the monocharged ions 
formed  by  losses  from  the  thiacrown,  [M‐HCl‐CH2CH2]+  and  [M‐HCl‐2CH2CH2]+ 
respectively184.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 8.4. Mass spectra at a cone voltage of 30 V. (A) of the RuII([9]aneS3)(dppz)Cl]Cl complex.  (B)   
of the[RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl complex.   
   
A 
B 
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In  figure  8.4  the  mass  spectra  of    the  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl  and  the 
[RuII([9]aneS3)(dppz)Cl]Cl complexes at a cone voltage of 30 V are shown. As can be seen, 
for  the  [RuII([9]aneS3)(dppz)Cl]Cl  complex  no  doubly  charged  ions,    [M‐Cl]2+,  which 
would appear at m/z 282, are observed. 
The formulae, monoisotopic masses and m/z ratios of the ions discussed above and 
throughout this chapter are presented in table 8.3.  
   
Table 8.3. Complex ions, monoisotopic  masses and m/z values 
Complex ions Mass m/z 
{[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]PF6}+ or {[M‐Cl]PF6}+  641  641 
[RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]+ or M+  531  531 
[RuII([9]aneS3‐H)(HCpz3)]+ or [M‐HCl]+  495  495 
[RuII([9]aneS3‐H‐CH2CH2)(HCpz3)]+ or [M‐HCl‐CH2CH2]+  467  467 
[RuII([9]aneS3‐H‐2CH2CH2)(HCpz3)]+ or [M‐HCl‐2CH2CH2]+  439  439 
[RuII([9]aneS3‐H‐2CH2CH2)(HCpz3‐Hpz)]+ or [M‐HCl‐2CH2CH2‐Hpz]+  371  371 
[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]+ or [M‐Cl]2+  496  248 
[RuII([9]aneS3‐CH2CH2)(HCpz3)]2+ or [M‐Cl‐CH2CH2]2+  468  234 
[RuII([9]aneS3‐2CH2CH2)(HCpz3)]2+ or [M‐Cl‐CH2CH2‐H2S]2+  434  217 
[RuII([9]aneS3)(dppz)Cl]+ or M+  599  599 
[RuII([9]aneS3‐H‐CH2CH2)(dppz)]+ or [M‐HCl‐CH2CH2]+  535  535 
[RuII([9]aneS3‐H‐CH2CH2)(dppz)]+ or [M‐HCl‐2CH2CH2]+  507  507 
[RuII([9]aneS3)(dppz)]2+ or [M‐Cl]2+  564  282 
[RuII([9]aneS3)(dmso)Cl2] or Mo  430   
[RuII([9]aneS3)(dmso)Cl]+ or [Mo‐Cl]+  395  395 
[RuII([9]aneS3)(dmso)Cl(H2O)]+ or [(Mo‐Cl)+H2O]+  413  413 
[RuII([9]aneS3)(dmso)Cl(CH3OH)]+ or [(Mo‐Cl)+CH3OH]+  427  427 
{[RuII([9]aneS3) )(HCpz3)(dmso)Cl](H2O)}+ or {[Mo ‐ Cl + L] + H2O}+  627  627 
{[RuII([9]aneS3)(HCpz3)2H2O]HCpz3 }2+  or {[Mo – dmso‐2Cl + L + 2H2O]L}2+  746  373 
[RuII([9]aneS3)2(HCpz3)H2O]2+  or [Mo – dmso‐2Cl + 2L + H2O]2+  728  364 
[RuII([9]aneS3)2(HCpz3)]2+  or [Mo – dmso‐2Cl + 2L]2+  710  355 
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To  further  investigate  the probable hapticity change we drew breakdown graphs 
by plotting  ion abundances vs cone voltages. This approach can be useful  in the present 
case  as  there  is  only  one  dominant  ion  at  low  cone  voltages,  i.e.  the 
[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+,  [M  ‐ Cl]2+  ion241. Also  possible  interferences  from  background 
ions241  can  be minimized,  as  all  the  ions  of  interest  present  the  characteristic  isotopic 
pattern of ruthenium. 
  For  fresh  solutions  we  observed  that,  in  the  case  of  the  [RuII([9]aneS3)(k2‐
HCpz3)Cl]Cl complex, for increasing cone voltages, the abundance of the ions of m/z 531, 
M+, does not change significantly, whereas the abundance of the doubly charged ions, m/z 
248, [M ‐ Cl]2+ decreases (no clear signal was detected for cone voltages above 60 V) and 
the abundance of the m/z 495, [M ‐ HCl]+ increases (see figure 8.5A). The breakdown graph 
for  the  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6  complex  shows  a  similar behaviour  for  the  same 
ions  (m/z  248,  m/z  495  and  m/z  531).  The  relative  abundance  of  the  ion  pair 
{[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]PF6}+, m/z 641,  increases  slightly and  then decreases also  slightly 
(see figure 8.5B).  
   
Figure 8.5. Plots of the relative abundances vs cone voltages (10 to 50 V) for ions formed from fresh 
solutions of (A) the [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]Cl complex. (B) the [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6 
complex 
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  The same type of experiments was done for solutions kept overnight and showed 
an  overall  similar  behaviour  for  both  complexes.  However  in  the  case  of  the 
[RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6  complex  the  abundance  of  the  ion  pair 
{[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]PF6}+ is much higher (see Figure 8.6).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  8.6.  Plot  of  the  relative  abundances  vs  cone  voltages  (10  to  50 V)  for  ions  formed  from 
overnight solutions of the [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]PF6 complex 
 
   
The breakdown graphs show clearly that the main precursor of the [M ‐ HCl]+ (or 
[RuII([9]aneS3‐H)(HCpz3) ]2+)  ions are  the [M  ‐ Cl]2+ (or [RuII([9]aneS3‐(HCpz3) ]2+)  ions, as 
the  abundance  of  the  M+  (or  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]+)  ions  remains  approximately 
constant 
  If the HCpz3 ligand has a k3 hapticity in the [M ‐ Cl]2+ ions, these should present a 
distorted  octahedral  geometry  and  a  strained  [9]aneS3  crown.  Opening  of  the  crown, 
either  by  loss  of  one  of  the  acidic  methylene  hydrogens,  accompanied  by  S‐C  bond 
breaking, leading to the above mentioned [M ‐ HCl]+ ions or by ethene loss (formation of 
the m/z 234 ion, [M ‐Cl‐CH2CH2]2+) will ease the strain and allow the preservation of the k3 
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hapticity  of HCpz3.  It  is  thus  probable  that  the  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+    ions  are  the 
[RuII([9]aneS3)(k3‐HCpz3)]2+    ions,  with  the  [9]aneS3  and  HCpz3  ligands  coordinating 
facially. 
 A complete change of k2 to k3 hapticity would involve a Ru‐N bond breaking of the 
coordinated  trispyrazolylmethane  and  rotation  around  the  remaining  Ru‐N  bond, 
followed  by  formation  of  two  new  Ru‐N  bonds. Although  this mechanism  cannot  be 
completely  discarded,  the  evolution  of  the  1H  NMR  spectra  of  the  solutions  of  the 
complex [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+ ions in CD3OD, with decreasing temperature suggests a 
system in rapid change, i.e. the apparent magnetic equivalence112 of the solution does not 
imply a  simultaneous  k3‐[9]aneS3  and  k3‐HCpz3  coordination.  It  is  thus possible  that  the 
loss of the labile chloride ligand may be accompanied by a partial un‐coordination of the 
axial sulphur atom of the crown followed by the formation of a Ru‐N bond with the free 
nitrogen  atom  of  the  pyrazolyl  ring  (which  in  the  k2  form  is  not  coordinated).  The 
rearrangement of  the  thiacrown with  formation of  the Ru‐S bond  in  the opposite  axial 
position  will  lead  to  a  [RuII(k3‐[9]aneS3)(k3‐HCpz3)]2+  species.  The  intermediate  of  this 
reaction will be  the   species shown  in figure 8.7, and a rapid equillibrium  involving  this 
species  (also shown  in  figure 8.8) could explain  the results of  the  1H NMR spectra. Also 
the formation of the [M‐HCl‐2CH2CH2‐Hpz]+, m/z 371, ion at cone voltages higher than 40 
V is indicative that k2‐HCpz3 hapticity for the [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+ ion in solution may 
be partially retained. 
Ru
S
S
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Figure 8.7. Probable equilibrium in solution of the RuII(k3‐[9]aneS3)( k2‐HCpz3)]2+ RuII(k3‐[9]aneS3)( k3‐
HCpz3)]2+ ions though the formation of an intermediate species 
 
[Ru(k3‐[9]aneS3)(k2‐HCpz3)]2+ 
[Ru(k3‐[9]aneS3)(k3‐HCpz3)]2+
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Formation of the ion pair {[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]PF6}+ in much higher abundances 
for  solutions  kept  overnight  is not  easily  explained  if we  consider  only  the number  of 
ionic  species  in  solution and/ or  the  ionic  strength of  the  solution,  since both  fresh and 
kept‐overnight  solutions  have  been  prepared  using  the  same  experimental  procedures 
and have the same concentrations. One possible explanation is the formation of additional 
space‐oriented bonds, such as hydrogen bonds (besides the coulombic attractions between 
the  bulky  cation  and  anion).  As  all  the  sulphur  atoms  and,  supposedly,  three  of  the 
nitrogen atoms,  (if we consider a k3 hapticity), are coordinated  to  the metal centre, only 
the three other nitrogens atoms and the carbon atoms remain available. As can be seen in 
figure  8.8,  where  a  structure  for  the  [RuII([9]aneS3)(k3‐HCpz3)C]+  ion  is  presented,  the 
remaining  non‐coordinated  nitrogen  atoms  are  closer  to  the  metal  centre  and  less 
accessible for further bonding , than the carbon atoms.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 8.8.  Proposed structure for the [RuII([9]aneS3)(k3‐HCpz3)]+ inner sphere cation112 
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Formation of C‐H…F hydrogen bonds between PF6‐ anions and RuII complexes with 
polypyridyls  have  been  observed  in  their  crystal  structures242.  Also  a  similar  type  of 
binding has been observed in ionic liquids243. It is thus not impossible that C‐H…F bonds 
may be formed in solution between the fluoride ion of the hexafluorophosphate anion and 
the  more  acidic,  carbon‐bonded  hydrogens  of  the  pyrazolyl  rings,  specially  as  the 
formation  of  these  bonds  may  be  charge  assisted244,  i.e.  preceeded  by  a  coulombic 
attraction between the hexafluorophosphate anion and the inner sphere ruthenium cation. 
The  formation  of  such  space‐oriented  bonds would  occur  through  a  delayed  kinetics, 
because sterical requirements must be fulfilled in the process of bond forming. This is in 
agreement with  the  increased abundance of  the  {[RuII([9]aneS3)(HCpz3)]PF6}+  ion pair  in 
the mass spectra of the solutions kept overnight.  
 
2.2.  Formation  in  the  source  of  the  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+  and  the 
[RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]+ ions from the precursor complex [RuII([9]aneS3)(dmso)Cl2] 
   
  To  obtain more  information  about  the  behaviour  in  solution  of  the  complexes 
[RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]X  (X=Cl  or  PF6)  the  formation  in  the  source  of  the 
RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]+  and  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+  ions was  assayed by  reacting  the 
[RuII([9]aneS3)(dmso)Cl2] complex with HCpz3  in methanol/water and acetonitrile/water. 
Formation of the M+  ion, m/z 531, was observed but with  lower relative abundances and 
formation of [M‐Cl]2+ was observed  with high relative abundances, but only at lower cone 
voltages.  The  abundance  of  the  [M‐Cl]2+  ion  increases  moderately  with  time  when 
compared with  the M+  ion. For  instance  for  cone voltages of   20 V  the  ratio of  the  [M‐
Cl]2+/M+ abundances is 1/10  for fresh solutions and 1/13 for solutions which have been left 
to  stay  overnight. The  fact  that  the M+  ion  is  still  observed  for  the  overnight  solutions 
indicates that this species, although not formed with high abundance is stable in solution.  
As an example, in the spectrum obtained by electrospraying overnight solutions of 
the [RuIICl2dmso([9]aneS3)] complex, Mo, with HCpz3, L, at a cone voltage of 30 V, species 
such as the {[Mo ‐ Cl + L] + H2O}+, m/z 627,  M+ or [Mo ‐ dmso‐Cl + L]+, m/z 531, [Mo ‐ Cl+ 
CH3OH]+ , m/z 427, [Mo ‐ Cl + H2O]+ , m/z 413, [Mo ‐ Cl]+ , m/z 395, {[Mo – dmso‐2Cl + L + 
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2H2O]L}2+,   m/z 373, [Mo – dmso‐2Cl + 2L + H2O]2+, m/z 364  , [Mo – dmso‐2Cl + 2L]2+, m/z 
355, [M ‐ Cl]2+ or [Mo ‐ dmso‐2Cl + L]2+,  m/z 248, and [M ‐ Cl ‐ CH2CH2]2+ m/z 234  were 
detected (see table 8.3) 
Thus the formation of the M+ ion may occur by exchange of the most labile ligand, 
i.e. one chloride  ion, by a solvent molecule,  i.e. formation of the [Mo  ‐ Cl + CH3OH]+ and  
[Mo ‐ Cl + H2O]+ ions, followed by outer sphere association of a trispyrazolyl ligand, which 
in  turn  is  followed  by  exchange with  a  solvent molecule  in  the  inner  sphere  and  by 
monodentate  coordination  of HCpz3  ,  i.e.  formation  of  the  {[Mo  ‐ Cl  +  L  ]+ H2O}+  ion. 
Finally  loss of  the dmso  ligand  along with bidentate  coordination  of HCpz3 will  occur 
with formation of the [Mo ‐ Cl ‐dmso+ L ]+ or M+, m/z 531,  ion. 
         The  formation  of  [M‐Cl]2+  may  occur  by  substitution  of  two  of  the  three 
monocoordinated  ligands by  two  solvent molecules,  followed by  exchange of  the  third 
noncoordinated  ligand by HCpz3 acting as monodentate, with another HCpz3 associated 
in the outer sphere with formation of the {[Mo – dmso‐2Cl + L + 2H2O]L}2+ ion. Exchange of 
one of the coordinated water molecules by the HCpz3 ligand in the outer sphere, followed 
by the loss of the outer sphere water molecule will form the   [Mo – dmso‐2Cl + 2L + H2O]2+ 
in which both trispyrazolylmethane molecules act as monodentate. A further loss of water 
will give the species [Mo – dmso‐2Cl + 2L]2+ where one of the HCpz3  molecules is bidentate 
and  the  other  monodentate.    A  final  step  involving  the  loss  of  the  monodentate 
trispyrazolylmethane ligand followed by tricoordination of the bidentate HCpz3  will form 
the [Mo ‐ dmso‐2Cl + L]2+  or [M ‐ Cl]2+  ion. 
   
 
3. CONCLUSIONS 
 
The  lability  of  the  choride  ion  in  the  [RuII([9]aneS3)(k2‐HCpz3)Cl]X  complexes 
(X=Cl‐ or PF6‐) in solution, is confirmed by the high abundances at low cone voltages of the 
electrosprayed  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+  ions,  when  compared  to  those  of  the 
[RuII([9]aneS3)(HCpz3)Cl]+  ions. 
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   Although  the main  fragmentation  of  the  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+  ion  point  to  a 
possible k3‐[9]aneS3 and k3‐HCpz3 hapticity it is possible that an equilibrium involving an 
intermediate structure may occur. Data  from NMR experiments and  the presence of  the 
[M‐HCl‐2CH2CH2‐HCpz3]+ species at cone voltages equal or higher than 50 V may also be 
evidence of this equilibrium. 
Formation of space‐oriented hydrogen bonds may be  the explanation of  the high 
abundance of the ion pairs formed from the solutions kept overnight. 
We have also  found  that ESI‐MS  is a  suitable  technique  to mimic, and  to obtain 
information  about  the  mechanism  of  the  synthesis  in  solution  of  the 
[RuIICl([9]aneS3)(HCpz3)]+  and  [RuII([9]aneS3)(HCpz3)]2+  ions,  including  the  formation  of 
intermediate species.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
160 
 
 
 
Chapter 9 
NON‐COVALENT INTERACTIONS  
OF RUTHENIUMII COMPLEXES  
WITH DESOXIRRIBONUCLEOTIDES 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
162 
INDEX 
 
 
 
 
 
1. INTRODUCTION                  163 
 
2. RESULTS AND PRELIMINARY DISCUSSION          166 
  2.1. Mass spectra of the oligonucleotides          166 
  2.2. Mass spectra of the oligonucleotides with complexes in solution    169 
2.3. MS/MS spectra                176 
  2.4. Mass spectra of an oligonucleotide with two complexes in solution    181 
 
 
3. FURTHER DISCUSSION AND CONCLUSIONS         191 
  3.1. Mass spectra of the oligonucleotides with complexes in solution    191 
  3.2. MS/MS spectra                193 
  3.3. Mass spectra of an oligonucleotide with two complexes  
in solution: competition studies             194 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Chapter 9 
 163 
NON COVALENT INTERACTIONS OF RUTHENIUM II 
COMPLEXES WITH DESOXIRRIBONUCLEOTIDES 
 
 
 
1. INTRODUCTION  
 
As it has been already cited in the introductory chapter there are various reports on 
the  use  of  electrospray  ionization  mass  spectrometry  (ESI‐MS)  in  the  study  of  non‐
covalent adducts of small organic molecules with DNA duplexes, mostly of   intercalators 
and minor groove binders1‐11. 
ESI‐MS  can  identify  and  characterise  non‐covalent  adducts  in  terms  of  type  and 
stability and is thus a very suitable technique to study the relative affinities of organic and 
metallo‐organic compounds to DNA duplexes and to determine their binding modes12‐20. 
As it has been also said, electrospray ionization tandem mass spectrometry (ESI‐MS/MS) 
can provide useful information on the binding of non‐covalent adducts4, 6, 7, 12, 18. 
 
In  the  present  chapter we  report  the  negative  ion mass  spectrometry  study  of  a 
number  of  oligonucleotides  analyzed  alone  or  in  combination with  various  ruthenium 
complexes which are known to associate to DNA due to their three‐dimensional structure 
and their chemical properties. First a series of experiments was made in order to achieve 
sufficient information of the oligonucleotide behaviour under ESI‐MS and to optimize the 
experimental  methods  used.  Subsequently,  we  assayed  oligonucleotides  with  various 
lengths  ranging  from  6  to  12  nucleotides,  testing  hybridization  results  within  the 
conditions used and investigating the type and ability of interaction of the complexes with 
general  formula  [RuII([12]aneS4)(NN)]X2,  where  [12]aneS4  is  1,4,7,10‐
tetrathiocyclododecane,  (a  common  ancillary  ligand  for  all  the  complexes),  NN  are 
aromatic diimines (see scheme 9.1 and 9.2), (which are the potential intercalating/binding 
ligands) and X is Cl‐, PF6‐ or BF4‐. Competition experiments were also done to improve the 
knowledge  about  their  capacity  of  association  by  comparing  the  different  affinities 
demonstrated by the different complexes. 
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For optimization purposes a series of oligonucleotides of short length varying from 
6  to 8 oligonucleotides was used, while  for  the other  experiments,  in which  complexes 
were  added,  oligonucleotides  varying  from  6  to  12  bases  were  used.  All  the 
oligonucleotides used and  their monoisotopic masses and  formulae are  shown  in  table 
9.1.  
 
Table 9.1. Oligonucleotides used for the experiments 
 
Nucleotides Sequence ss. formula1  mass3 ds. formula2 mass3 
6  ATATAT  C60H76N21O34P5  1789,3552 C120H152N42O68P12  3578,7104
6  ATGCAT  C59H75N22O34P5  1790,3504 C118H150N44O68P10  3580,7008
6  AGCGCT  C58H74N23O34P5  1791,3457 C118H148N26O68P10  3582,6914
6  GCATGC  C58H74N23O34P5  1791,3457 C118H148N26O68P10  3582,6914
6  GCGCGC  C57H73N24O34P5  1792,3409 C114H146N48O68P10  3584,6818
8  TATGCATA  C79H100N29O46P7  2407,4541 C158H200N58O92P14  4814,9082
8  AGCGCGCT  C77H98N31O46P7  2409,4446 C156H196N62O92P14  4818,8892
8  GCGCGCGC  C76H97N32O46P7  2410,4398 C154H194N64O92P14  4820,8796
10  GCGCATGCGC  C96H122N39O58P9  3027,5435 C192H244N78O118P18  6055,0870
10  ATATGCATAT  C99H125N36O58P9  3024,5577 C198H250N72O110P18  6049,1154
12  CCCCATATCCCC  C112H147N38O70P11 3484,6225 C224H294N76O140P22  6969,2450
12  GGGGATATGGGG  C120H147N54O70P11 3804,6717 C240H294N108O140P22  7609,3434
 
1ss = Single Strand    2ds = Double Strand    3Monoisotopic masses in Dalton 
 
The ruthenium complexes that were used on the experiments are listed in table 9.2, 
as well as the diimine ligands. The structures of the complexes and of the NN ligands are 
shown in scheme 9.1 and 9.2. 
 
 
Table 9.2.  Masses of NN ligands and of the inner sphere complexes 
 
Compounds  NN ligands    Mass  of  innersphere 
complexes*/Da 
[RuII([12]aneS4)(NN)]X2  Name  abbreviation   mass/Da [RuII([12]aneS4)(NN)]2+ 
1   2,2´‐bipyridine  bpy  156  498 
2   4,4´‐diphenyl‐2,2´‐bipyridine  dbp  308  650 
3   1,10‐phenantroline  phen  180  522 
4   5‐phenyl‐1,10‐phenantroline  5‐phen  256  598 
5   dipyrido[3,2‐a:2´,3´‐c]phenazine  dppz  282  624 
* monoisotopic mass (102Ru) 
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Scheme  9.1.  General  structure  of  the 
[RuII([12]aneS4)(NN)]2+ complex ions. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Scheme 9.2. Structures of the NN ligands of the complexes used on the experiments. 
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2. RESULTS AND PRELIMINARY DISCUSSION 
 
2.1. Mass spectra of the oligonucleotides 
 
In  the mass  spectra  of  the  electrosprayed  oligonucleotide  solutions,  as  already 
cited on the materials and methods chapter, a buffer with a concentration of 0.5 M was used, 
after a series of  tests demonstrated a better performance at  this concentration. Not only 
optimization  procedures  were  undertaken,  but  also  the  behaviour  of  all  the 
oligonucleotides  to  be  used  on  the  experiments  without  added  complexes  was  first 
analyzed, to improve our knowledge of the gas‐phase chemistry of the oligonucleotides as 
well as to achieve proper experimental control before adding complexes to the solution. 
As  can  be  seen  in  table  9.1,  five different  sequences  of  oligonucleotides with  a 
length of six bases were used. While a  significant difference of behaviour based on  the 
sequence was not expected,  it was necessary  to  test  it also  (as a  control),  since  it  could 
influence  the  behaviour  of  the  complexes  in  case  they  demonstrated  some  sequence‐
affinity. Three oligonucleotides with a length of eight nucleotides, and two with a length 
of ten nucleotides were also used (see table 9.1). All the oligonucleotides cited were auto‐
complementary, so hybridization could be obtained easily with  the proper surrounding 
conditions. An  oligonucleotide with  a  length  of  twelve  nucleotides  that was  not  auto‐
complementary (with different masses for the single stranded molecules to be hybridized) 
was also analyzed, so the dynamics of the hybridization could be better understood. 
All oligonucleotides analyzed showed signals of  the  type ssn‐ and dsn‐ (n= 2  to 3) 
that were predominant over the other ions, the most intense being the ones corresponding 
to  the  single  stranded  species,  even  when  the  conditions  were  varied  to  favour 
hybridization.  This  could  be  due  either  to  manipulation  methods  or  to  the  low  Tm 
(melting  temperature)  of  some  of  the  oligonucleotides  (which  vary  from  12  ºC  for  the 
ATATAT  sequence  to  40  ºC  for  the  GGGGATATGGGG  sequence)  in  relation  to  the 
environmental temperature (see table 9.3). While this should not be a problem in the case 
of  the  longer  sequences, manipulation becomes difficult  for oligonucleotides with a Tm 
lower than 28‐30 ºC, since it could easily cause variations of the temperature sufficient to 
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break  the  non‐covalent  associations  between  the  chains.  Another  interesting  feature 
related  to  the Tm  is  the  temperature  in  the source, which could affect duplex  formation 
further,  possibly  explaining  the  ubiquitous  higher  signals  corresponding  to  single 
stranded species when compared with the double stranded ones.  
The  general  pattern  of  signals  did  not  differ much  in  relation  to  sequences  or 
lengths of the oligonucleotides used. Sodium adducts with a varying number of sodium 
atoms were observed as well as  species corresponding  to molecules of DNA associated 
with one to two molecules of water.  
Higher  order  secondary  structures  were  observed  in  the  mass  spectra  of 
oligonucleotides with a length of eight bases and higher. An interesting type of signal is, 
for  example,  that  observed  at  m/z  1525  in  the  mass  spectra  of  the  oligonucleotides 
CCCCATATCCCC‐GGGGATATGGGG  (which  are  complementary)  when  hybridized, 
corresponding to a double stranded species associated with a d1 or w1 fragment forming 
the ion (ds + d1/w1)5‐. This is a possible triplex‐kind of association, although the exact site 
of association is not known.  
In  general,  some  degree  of  fragmentation  of  the  oligonucleotide was  observed, 
probably due to the voltage applied to the cone, necessary to obtain a good signal‐to‐noise 
ratio.  When  the  voltage  was  decreased  the  signals  corresponding  to  fragments 
disappeared or were much lower, although the ions of the full oligonucleotides were also 
affected, being of a noteworthy lower intensity.  
The fragments observed varied greatly among the different sequences analyzed, as 
can be seen  in  table 9.3, where  the most abundant  fragments observed  for  the different 
sequences are shown. As well as some of the expected fragments, other not so common, 
corresponding to losses of nitrogenated bases, but with the backbone structure conserved 
(no oxygen‐phosphorus bonds broken) were seen. 
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Table 9.3. Fragments observed for the different sequences analyzed 
 
Nucleotides Sequence Tm approx.4 mass ss3 mass ds3 fragments observed 
w5 6  ATATAT  12  1789,36  3578,71 
ss‐adenine 
6  ATGCAT  16  1790,35  3580,70    
6  AGCGCT  20  1791,35  3582,69    
b4,b5,w5 6  GCATGC  20  1791,35  3582,69 
ss‐adenine 
6  GCGCGC  24  1792,34  3584,68    
w7 8  TATGCATA  20  2407,45  4814,91 
ss‐adenine 
w4,w7,w6,w7 8  AGCGCGCT  28  2409,44  4818,89 
ss‐(adenine/guanine/citosine) 
y7,y6,a7,b7 8  GCGCGCGC  32  2410,44  4820,88 
ss‐(guanine/citosine), ds‐guanine 
10  GCGCATGCGC  36  3027,54  6055,09  y9,b8/y8,a9 
10  ATATGCATAT  24  3024,56  6049,12   
12  CCCCATATCCCC  40  3484,62  6969,25  d6,b11, 
12  GGGGATATGGGG  40  3804,67  7609,34  d1/w1,b6?(weak signal) 
 
1ss = Single Strand    2ds = Double Strand   3Monoisotopic masses in Dalton   4Temperatures in º Celsius 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 9.1. Mass spectra of the oligonucleotide GCATGC in which the signals corresponding to the 
single  stranded  and  double  stranded  ions  as well  as  some  fragments  can  be  observed. As  has 
already been said, the overwhelming predomination of the single stranded species over the double 
stranded ones can be seen. For discussion see above or refer to chapter 10. 
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As  can be observed  in  table  9.3,  there  is not  a  regular pattern of  fragmentation 
related  either  to  sequence  or  length  of  the  oligonucleotides,  being  possible  that  slight 
differences  in  the  experimental methods  (or  conservation  state  of  the  oligonucleotides) 
could cause broader fragmentation patterns in some of the samples. 
 
2.2. Mass spectra of the oligonucleotides with complexes in solution 
 
In  the  mass  spectra  of  the  electrosprayed  oligonucleotide‐ruthenium  complex 
solutions,  besides  the  single  and  double  stranded  species  already  discussed  in  the 
previous  section    (which  were  present  with  various  abundances)  a  number  of  ions 
corresponding  to  associations  of  complexes  with  oligonucleotides  was  observed,  the 
number of  complexes of one  and  two being by  far  the most  common. Nevertheless,  in 
some cases other oligonucleotide‐complex ratios were observed depending on the length 
of the oligonucleotide as, obviously, there are more chances of finding a higher number of 
complexes associated with  longer molecules of oligonucleotide. The  charge  state varied 
greatly,  and  adduct  ions  of  single  stranded  oligonucleotide with  ruthenium  complexes 
such as [ss + ruthenium complex]n‐ (ss=single stranded oligonucleotide), ( n = 1 to 6) were 
observed,  the most  common  being  those  corresponding  to  charge  states  from  2  to  4. 
Adduct ions of double stranded oligonucleotides with one ruthenium complex such as [ds 
+ruthenium complex]n‐ (ds=single stranded oligonucleotide), ( n= 3 to 5) were observed. In 
both  cases,  single and double  stranded oligonucleotides,  the  relative abundances of  the 
adduct ions varied with both oligonucleotide and ruthenium complex. 
Other  adducts  formed  by  single  or double  stranded  oligonucleotides  associated 
with  ruthenium  complexes  and  other  species  such  as  chloride  ions, water molecules, 
several  sodium  ions, neutral ammonium acetate and acetate  ions, or even  fragments of 
oligonucleotide were observed. The  later were always  seen  in association with a  single 
stranded oligonucleotide and could be  formed by a  loss of a  fragment  from  the double 
stranded  species or an association of a  single  stranded molecule with  fragments, either 
present in the solution, or formed during the ionization process.  
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Some  associations  corresponding  to  oligonucleotide molecules,  single  or double 
stranded  and  fragments  of  ruthenium  complexes  were  also  observed,  being  mostly 
formed by a loss of the NN ligand, while the Ru([12]aneS4) structure remained associated 
with the oligonucleotide species, although adducts with other fragments from the crown 
thioether formed by losses of CH2CH2 or SCH2CH2 were also observed.  
For oligonucleotides with a  length of six nucleotides, associations corresponding 
to  [ss  +  (1  to  2)  ruthenium  complexes]n‐  (n=  1  to  3),  and    [ds  +  (2  to  3)  ruthenium 
complexes]3‐ were observed. The  complexes  formed with  the  sequence GCATGC, as an 
example, can be seen in table 9.4.  
 
Table 9.4. GCATGC with Ru complexes, m/z values and corresponding ions observed 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions observations 
dppz    
1205,67  2  ss + [Ru([12]aneS4)dppz]    
1517,23  2  ss + 2[Ru([12]aneS4)dppz)]   
1535,24  2  ss + 2[Ru([12]aneS4)dppz] + Cl   
1608,33  3  ds + 2[Ru([12]aneS4)dppz]   
1816,39  3  ds + 3[Ru([12]aneS4)dppz]   
bpy    
1142,69  2  ss + [Ru([12]aneS4)bpy]    
1409,22  2  ss + 2[Ru([12]aneS4)bpy]+ Cl 
5phen    
804,11  3  ss + [Ru([12]aneS4)5phen] + Na  weak signal  
1205,70  2  ss + [Ru([12]aneS4)5phen]+Na    
dbp    
1064,64  2  ss + [Ru([12]aneS4)]    
1075,65  2  ss + [Ru([12]aneS4)] + Na    
 
For oligonucleotides with a length of eight nucleotides, associations corresponding 
to  [ss  +  (1  to  2)  ruthenium  complexes]n‐  (n=  2  to  4),  and    [ds  +  (1,2,3,5)  ruthenium 
complexes]n‐  (n=  3,  4) were  observed.  In  figure  9.2  the  isotopic  pattern  of  the  unusual 
signal appearing at m/z 1978, corresponding to the ion [ds+[Ru([12]aneS4)dppz] + w1 +Cl]3‐ 
is observed. 
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Figure 9.2. Mass spectrum of the signal corresponding 
to the  ion {ds +[Ru([12]aneS4)dppz] + w1 +Cl}3‐. This is 
an  example  of  an  interesting  association  between 
oligonucleotide  and  ruthenium  complex  plus  a 
chloride  ion  and  a  fragment  of  oligonucleotide, 
forming a triplex‐type structure. The formation of this 
species  is probably  facilitated  by  the presence  of  the 
ruthenium  complex  since  the  corresponding  {ds  +w1 
+Cl}3‐  is  never  observed  in  the  electrosprayed 
oligonucleotide solutions. 
 
 
 
 
 
For oligonucleotides with a  length of  ten nucleotides, associations corresponding 
to [ss + (2,3) ruthenium complexes]n‐ (n= 2 to 6), and  [ds + (1 to 3) ruthenium complexes]n‐ 
(n=  4,  5) were  observed  as well  as  other  adducts  such  as  sodium,  acetate  or  various 
counterions. The  complexes  formed with  the  sequence GCGCATGCGC, as an example, 
can be seen in table 9.5.  
 
Table 9.5. GCGCATGCGC with Ru complexes, m/z values and corresponding ions observed 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions observations 
dppz    
911,74  3  b7 + [Ru([12]aneS4)dppz]    
1216,03  3  ss + [Ru([12]aneS4)dppz]    
1335,55  5  ds + [Ru([12]aneS4)dppz]    
1424,56  3  ss +2[Ru([12]aneS4)dppz]    
1460,91  5  ds +2[Ru([12]aneS4)dppz]    
1586,99  5  ds +3[Ru([12]aneS4)dppz]    
1673,80  4  ds +[Ru([12]aneS4)dppz] + (H2O)    
1679,46  4  ds +[Ru([12]aneS4)dppz] + (H2O) + Na  continue…  
[ds+(Ru[12]aneS4dppz+w1+Cl]3- 
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…Table 9.5 (continuation) 
1684,57  4  ds +[Ru([12]aneS4)dppz] +(H2O) +2Na    
1690,17  4  ds +[Ru([12]aneS4)dppz] +(H2O) +3Na    
2154,51  2  ss +2[Ru([12]aneS4)dppz] +Cl    
bpy    
880,01  4  ss +[Ru([12]aneS4)bpy]    
1173,90  3  ss +[Ru([12]aneS4)bpy]    
1339,93  3  ss +2[Ru([12]aneS4)bpy]    
1310,39  5  ds +[Ru([12]aneS4)bpy]    
1410,05  5  ds +2[Ru([12]aneS4)bpy]    
1414,48  5  ds +2[Ru([12]aneS4)bpy] +Na    
1519,50  5  ds +3[Ru([12]aneS4)bpy] +2Na  weak signal  
1773,35  4  ds +2[Ru([12]aneS4)bpy] +2Na    
2022,71  2  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] +Na  weak signal  
phen    
1072,04  3  y9 +[Ru([12]aneS4)phen]    
1419,94  5  ds +2[Ru([12]aneS4)phen]    
2048,10  2  ss +2[Ru([12]aneS4)phen] +Na    
5phen    
729,07  5  ss +[Ru([12]aneS4)5phen] +Na    
1330,33  5  ds +[Ru([12]aneS4)5phen]    
1672,83  3  ss +3[Ru([12]aneS4)5phen] +(PF6) +2Na  weak signal  
dbp    
1224,74  3  ss +[Ru([12]aneS4)dbp]    
1314,79  5  ss +d9+(CH3COO)+[Ru([12]aneS4)dbp]+Na   
1340,95  5  ds +[Ru([12]aneS4)dbp]    
1623,47  2  d8 +[Ru([12]aneS4)dbp]+(BF4) +Na    
1691,16  4  ds +[Ru([12]aneS4)dbp] +(CH3COO)    
1846,19  2  ss +[Ru([12]aneS4)dbp] +(H2O)    
 
 
For  oligonucleotides  with  a  length  of  twelve  nucleotides,  associations 
corresponding  to  [ss +  (1, 2, 3, 5) ruthenium complexes]n‐  (n= 3, 4), and    just one double 
stranded  species with  a  charge  state  of  4  and  one  complex  associated were  observed. 
There were also a number of other adducts associated to the species cited, such as sodium 
or  chloride  ions. The  complexes  formed with  the  sequences  (non  auto‐complementary) 
CCCCATATCCCC‐GGGGATATGGGG can be seen in table 9.6.  
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Table 9.6.  CCCCATATCCCC(1)‐GGGGATATGGGG(2) with ruthenium 
 complexes, m/z values and corresponding ions observed 
 
 
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
dppz     
1261,68  4  ss(2) +2[Ru([12]aneS4)dppz]    
1575,63  3  ss(1) +2[Ru([12]aneS4)dppz]    
1682,34  3  ss(2) +2[Ru([12]aneS4)dppz]    
1783,00  2  b10(1) +[Ru([12]aneS4)dppz]+Cl    
1890,13  3  ss(2) +3[Ru([12]aneS4)dppz]    
1959,71  3  ss(1) +c6(1) +[Ru([12]aneS4)dppz]    
2079,62  3  ss(2) +w6(1) +[Ru([12]aneS4)dppz]  ss(1) +d7(1) +[Ru([12]aneS4)dppz] 
2203,85  3  ss(1) +5[Ru([12]aneS4)dppz]    
bpy    
994,62  4  ss(1)+ [Ru([12]aneS4)bpy] 
1074,87  4  ss(2)+ [Ru([12]aneS4)bpy] 
1325,94  3  ss(1)+ [Ru([12]aneS4)bpy] 
1433,04  3  ss(2)+ [Ru([12]aneS4)bpy] 
1492,12  3  ss(1)+ 2[Ru([12]aneS4)bpy] 
phen    
994,88  4  ss(1) +[Ru([12]aneS4)bpy] 
1000,63  4  ss(1) +[Ru([12]aneS4)phen] 
1080,65  4  ss(2) +[Ru([12]aneS4)phen] 
1334,27  3  ss(1) +[Ru([12]aneS4)phen] 
1441,08  3  ss(2) +[Ru([12]aneS4)phen] 
1615,16  3  ss(2) +2[Ru([12]aneS4)phen] 
5‐phen    
1359,90  3  ss(1) +[Ru([12]aneS4)5phen] 
1457,70  3  ss(2) +[Ru([12]aneS4)5phen] ‐(CH2CH2) 
1466,29  3  ss(2) +[Ru([12]aneS4)5phen] 
1576,75  2  c8/x8 (2) +[Ru([12]aneS4)5phen] 
1615,14  3  ss(1) +2[Ru([12]aneS4)5phen] +(PF6) +F 
1976,65  4  ds +[Ru([12]aneS4)5phen]+Na 
dbp    
1377,33  3  ss(1) +[Ru([12]aneS4)dbp] 
1484,16  3  ss(2) +[Ru([12]aneS4)dbp] 
1491,50  3  ss(2) +[Ru([12]aneS4)dbp] +F 
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2.2.1. Mass spectra of the dppz complex with the oligonucleotide 
 
When we  compared  the  results  obtained  for  the  different  complexes  used, we 
observed that for the oligonucleotide solutions with the dppz complex, associations of the 
type  ss  +2[Ru([12]aneS4)dppz],  ss  +2[Ru([12]aneS4)dppz]+Cl,  ds  +2[Ru([12]aneS4)dppz], 
and  ds  +3[Ru([12]aneS4)dppz]  in  the  case  of  oligonucleotides  with  a  length  of  six 
nucleotides were  formed.  In  the case of a  length of  eight nucleotides associations of  the 
type ss +[Ru([12]aneS4)dppz], ss +2[Ru([12]aneS4)dppz], ds‐cytosine +[Ru([12]aneS4)dppz], 
ds  +3[Ru([12]aneS4)dppz])  +cytosine  +Cl,  ds  +[Ru([12]aneS4)dppz],  ds 
+[Ru([12]aneS4)dppz] +w1 +Cl and ds +5[Ru([12]aneS4)dppz] were  seen. When  the dppz 
complex was  analyzed  together with  oligonucleotides  of  ten  nucleotides  of  length,  the 
associations observed were of the type ss +[Ru([12]aneS4)dppz], ss +2[Ru([12]aneS4)dppz], 
ds  +[Ru([12]aneS4)dppz],  ds  +2[Ru([12]aneS4)dppz],  ds  +3[Ru([12]aneS4)dppz],  ds 
+[Ru([12]aneS4)dppz]  +(H2O),  ds  +[Ru([12]aneS4)dppz])  +(H2O)+Na,  ds 
+[Ru([12]aneS4)dppz]  +(H2O),  ds  +[Ru([12]aneS4)dppz]  +(H2O)  +2Na,  ds 
+[Ru([12]aneS4)dppz]  +(H2O),  ds  +[Ru([12]aneS4)dppz]  +(H2O)  +3Na,  ds 
+3[Ru([12]aneS4)dppz], and ds +2[Ru([12]aneS4)dppz] +Cl. In the case of a length of twelve 
nucleotides,  the  species  seen  were  of  the  type  ss  +2[Ru([12]aneS4)dppz],  b10 
+[Ru([12]aneS4)dppz] +Cl,  ss +3[Ru([12]aneS4)dppz],    ss +c6 +[Ru([12]aneS4)dppz],  ss +w6 
+[Ru([12]aneS4)dppz], ss +5[Ru([12]aneS4)dppz], and just one double stranded species, ds 
+[Ru([12]aneS4)dppz] +Na. 
 
2.2.2. Mass spectra of the bpy complex with the oligonucleotide 
 
When the various oligonucleotide solutions were analyzed in presence of the bpy 
complex,  only  associations  of  the  type  ss  +[Ru([12]aneS4)bpy],  and  ss 
+2[Ru([12]aneS4)bpy]+Cl  were  observed  when  analyzed  with  oligonucleotides  with  a 
length  of  six  bases.  The  results  obtained with  oligonucleotides with  a  length  of  eigth 
nucleotides,    showed  associated  species  of  the  type  ss  +[Ru([12]aneS4)bpy],  ss 
+2[Ru([12]aneS4)bpy], ss +[Ru([12]aneS4)bpy] +(NH4CH3COO) +(CH3COO),  for  the single 
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stranded species, and ds +[Ru([12]aneS4)bpy], ds +2[Ru([12]aneS4)bpy] +2(CH3COO), and 
ds +3[Ru([12]aneS4)bpy] +H2O  for  the double  stranded ones.   The  results obtained with 
oligonucleotides  of  a  length  of  ten  bases  showed  associations  of  the  type  ss 
+[Ru([12]aneS4)bpy],  ss  +2[Ru([12]aneS4)bpy],  ss  +[Ru([12]aneS4)bpy]  +Na,  ds 
+[Ru([12]aneS4)bpy],  ds  +2[Ru([12]aneS4)bpy],  ds  +2[Ru([12]aneS4)bpy]  +Na,  ds 
+3[Ru([12]aneS4)bpy] +2Na, and ds +2[Ru([12]aneS4)bpy] +2Na.  The associations observed 
for  the  oligonucleotides  with  twelve  bases  of  length  were  of  the  type  ss 
+[Ru([12]aneS4)bpy], and ss +2[Ru([12]aneS4)bpy]. 
 
2.2.3. Mass spectra of the phen complex with the oligonucleotide 
 
For  all  the oligonucleotide  solutions  analyzed  in presence of  the phen  complex, 
associations  for  oligonucleotides  with  a  length  of  six  bases  were  not  observed.  For 
oligonucleotides with a length of eight species corresponding to associations of the type ss 
+[Ru([12]aneS4)phen],  ds  +[Ru([12]aneS4)phen],  ds  +2[Ru([12]aneS4)phen],  ds 
+3[Ru([12]aneS4)phen] and ds +4[Ru([12]aneS4)phen] were observed. When analyzing the 
results corresponding to the solutions of ten base oligonucleotides with the phen complex, 
we found associations of the type ss +[Ru([12]aneS4)phen], ss +2[Ru([12]aneS4)phen] +Na, 
y9  +[Ru([12]aneS4)phen],  ds  +[Ru([12]aneS4)phen],  ds  +2[Ru([12]aneS4)phen]  and  ds 
+2[Ru([12]aneS4)phen] +2Na. The associations observed for oligonucleotides with a length 
of twelve bases were of the type ss +[Ru([12]aneS4)phen] and ss +2[Ru([12]aneS4)phen], and 
no double stranded species were seen. 
 
2.2.4. Mass spectra of the 5phen complex with the oligonucleotide 
 
For  the  solutions  of  the  5phen  complex  with  all  the  oligonucleotides,  the 
associations  observed  were  as  follows.  For  six  base  oligonucleotides,  just  one  single 
stranded  species  was  seen,  of  the  type  ss  +[Ru([12]aneS4)5phen]  +Na.  When 
oligonucleotides with  a  length  of  eight  bases were  analyzed,  the  associations  observed 
were of the type ss +[Ru([12]aneS4)5phen] +H2O and ss +[Ru([12]aneS4)5phen] +Cl, and no 
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species  corresponding  to  associations with double  stranded  oligonucleotide were  seen. 
For  ten  base  oligonucleotides,  the  associations  observed  were  of  the  type  ss 
+[Ru([12]aneS4)5phen], ss +[Ru([12]aneS4)5phen] +Na, ss +2[Ru([12]aneS4)5phen] +2Na, ss 
+3[Ru([12]aneS4)5phen]  +PF6  +2Na  for  single  stranded  species  and  just  ds 
+[Ru([12]aneS4)5phen]  for  double  stranded.  For  twelve  nucleotides  of  length,  the 
associations  observed  were  of  the  type  ss  +[Ru([12]aneS4)5phen],  ss 
+2[Ru([12]aneS4)5phen], ss +2[Ru([12]aneS4)5phen] ‐(CH2CH2), c8/x8 +[Ru([12]aneS4)5phen] 
and ds +[Ru([12]aneS4)5phen] +Na. 
 
2.2.5. Mass spectra of the dbp complex with the oligonucleotide 
 
The  results  obtained  when  the  oligonucleotides  with  the  dbp  complex  were 
analyzed,  pointed  to  associations  of  the  type  ss  +[Ru([12]aneS4)dbp]  and  ss 
+[Ru([12]aneS4)dbp] +Na for six nucleotides of length but no double stranded associations 
with complex were detected.  For oligonucleotides with a length of eight bases species of 
the type ss +[Ru([12]aneS4)dbp], ds +[Ru([12]aneS4)dbp] and (ds‐b1) +2[Ru([12]aneS4)dbp] 
were  found. For  ten base oligonucleotides  the associations observed were of  the  type ss 
+[Ru([12]aneS4)dbp], ss +[Ru([12]aneS4)dbp] +H2O, ss +d9 +[Ru([12]aneS4)dbp] +(CH3COO) 
+Na,  a9  +[Ru([12]aneS4)dbp],  d9  +[Ru([12]aneS4)dbp]  +CH3COO,  x9  +[Ru([12]aneS4)dbp] 
+2(CH3COO),  ds  +[Ru([12]aneS4)dbp],  d8  +[Ru([12]aneS4)dbp]+(BF4)+Na  and  d8 
+[Ru([12]aneS4)dbp] +(CH3COO). When the results obtained with oligonucleotides with a 
length  of  twelve nucleotides were  analyzed,  the  associations  found were  of  the  type  ss 
+[Ru([12]aneS4)dbp], while no signals corresponding to associations of the complex with 
double stranded oligonucleotide were seen.  
 
2.3. MS/MS spectra 
 
The  MS/MS  spectra  of  the  adducts  (ss  +ruthenium  complex)n‐  show  signals 
corresponding  to  loss of  the  (NN)  ligand  such as  the  [ss +[Ru([12]aneS4)]]n‐  ions and  to 
losses  of  fragments  of  the  thioether  crown  forming  ions  such  as  [ss  +[Ru([12]aneS4)]‐
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CH2CH2  ‐SCH2CH2]‐ and  [ss +  [Ru([12]aneS4)]  ‐CH2CH2  ‐SCH2CH2]n‐. Other  fragments of 
the oligonucleotide with and without ruthenium were also observed.  
The  low  signal‐to‐noise  ratio  of  the majority  of  [ds  +  (x)ruthenium  complex]n‐  
adducts  only  allowed  the  implementation  of  MS/MS  experiments  for  a  few  adducts 
(where x=1) thus not enabling us to characterise properly the fragmentation patterns.   
The MS/MS spectra of the [ds + ruthenium complex]n‐ ions are similar either for the 
same ruthenium complex with different oligonucleotides onfen the same oligonucleotide 
but different complexes.  
The MS/MS spectra of the [ds +ruthenium complex]n‐ ions share the characteristics 
of  the MS/MS  spectra  of minor  groove  binders:  the main  pathway  is  the  non‐covalent 
dissociation  of  the  complex  into  one  single  strand  [ss]m‐  and  one  single  strand  plus 
ruthenium  complex  [ss  +ruthenium  complex](n‐m)‐,  although  fragments  due  to  covalent 
bond breaking are also observed81, 82. This behaviour has been reported by other authors64, 
245, when using  the same  type of mass spectrometer  that was used  in  the present work.  
Intercalation was ruled out as the spectra of the intercalators show significant dissociation 
of non covalent bonds leading to the (double strand)m‐ and (intercalator)m‐n‐.  
Minor groove binding occurs mainly through hydrogen bonding between adenine 
and  thymine heteroatoms  and  specific  atoms of  the minor groove binder. As  the  same 
behaviour was found for oligonucleotides with different bases, AT or GC, and even in the 
case where AT sequences are absent and only GC pairs are present, minor groove binding 
is  highly  unlikely.  However  external  electrostatic  binding  to  the  negatively  charged 
phosphate sugar backbone or hemi‐intercalation is a possibility. In figures 9.3 and 9.4 the 
MS/MS  spectra of  the GCGCGCGC oligonucleotide with  the  ruthenium  complexes dbp 
and  dppz  are  shown.  The  oligonucleotide  was  chosen  to  maximize  intercalation 
possibilities,  since  the absence of AT groups would difficult  the  formation of hydrogen 
bonds  that could  facilitate minor groove binding. From a preliminary analysis based on 
the  structures  of  the  complexes,  it  is  apparent  that  the  complex with  the  dppz  ligand 
should be  the best  intercalator due  to  its extensive planar  structure, while  the  complex 
with the dbp ligand should be the worst intercalator, due to the sterical hindrance caused 
by the presence of the two phenyl substituents. 
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Figure  9.3.  MS/MS  spectra  of  the  {ds+[Ru([12]aneS4)(NN)]}4‐  adduct  ions  for  the 
GCGCGCGC oligonucleotide with the ruthenium complexes dbp and dppz, where the species [ss]2‐ 
and  {ss+[Ru([12]aneS4)dppz]}2‐  together with  its precursor  ion,  {ds+[Ru([12]aneS4)dppz]}4‐  can  be 
seen. Fragments of the oligonucleotide can also be observed. 
 
 
Figure  9.4.  Mass  spectra  of  the  ions  [ss]2‐,  {ds+[Ru([12]aneS4)dppz]}4‐  and 
{ss+[Ru([12]aneS4)dppz]}2‐. It is interesting to note the different isotopic pattern, depending on the 
mass  and  atomic  composition,  which  allows  a  faster  and  more  accurate  identification  of  the 
different types of ions. 
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It is interesting to note that, despite the structural differences of the complexes, the 
spectra are almost identical, the main fragment ions being the [ss + ruthenium complex]2‐ 
and [ss]2‐, as can be seen in figure 9.3. 
It  is  possible  that  the  duplex  ruthenium  complex  adducts  are  mainly  bound 
externally, through coulombic attractive forces. As we are comparing adducts of different 
ruthenium  complexes with  the  same  duplex,  in  the  same  charge  states,  the  gas‐phase 
adduct binding strength is the result of a balance between the repulsion of the negatively 
charged  strands  of  the  duplex  and  the  attraction  between  ruthenium  complexes  and 
duplexes and should have a similar value (e.g. [ds +ruthenium complex]3‐ corresponds to 
[ds]5‐ and [ruthenium complex]2+ whereas [ds+ ruthenium complex]4‐ corresponds to  [ds]6‐ 
and  [ruthenium  complex]2+).  This  may  explain  the  similar  MS/MS  spectra  of  all  the 
complexes, however  the possibility of a different  type of  interaction  (for  instance hemi‐
intercalation) can not be ruled out and adducts with the same m/z and charge states may 
possess the two binding modes. 
The above mentioned coexistence of  two  types of  interaction  in  the same adduct 
can  be  confirmed  by  comparing  the MS/MS  spectra  of  the  adducts  of  the  ruthenium 
complexes with  other  type  of  compounds with  very different  structure  and  properties 
such as porphyrins. In figure 9.5  the MS/MS spectra of  the GCGCGCGC oligonucleotide 
with  5,10,15‐tris(phenyl)‐20‐(n‐methylpyridinium‐4‐yl)porphyrin  and  the  ruthenium 
complex with dppz ligand are shown.  
As can be seen,  the spectra are similar but  the precursor  ion  for  the adduct with 
the  porphyrin  is much  less  abundant which  indicates  a  lower  binding  strength  of  the 
adduct  as  the  spectra were  taken  in  the  same  instrumental  conditions. Although  this 
maybe  due  to  the  lower  charge  state  of  the  porphyrin  (+1) when  compared with  the 
charge state of the ruthenium complex (+2) we can not exclude that the higher stability of 
the adducts with the ruthenium complexes maybe due to hemi‐intercalation77. 
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Figure 9.5a.  MS/MS spectra of the [ds+drug]4‐ for the GCGCGCGC oligonucleotide where drug is  
a) 5,10,15‐tris(phenyl)‐20‐(n‐methylpyridinium‐4‐yl)porphyrin and b) the ruthenium complex  
with the dppz ligand.( *) indicates the precursor ions. 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 9.5b.  Calculated 
(upper)  and 
experimental  (lower) 
isotopic  patterns  for 
the  [ds+drug]4‐  for  the 
GCGCGCGC 
oligonucleotide  where 
drug  is  A)  5,10,15‐
tris(phenyl)‐20‐(n‐
methylpyridinium‐4‐
yl)porphyrin  and  B) 
the ruthenium complex 
with  the  dppz  ligand. 
The wider  envelope  of 
the  isotopic pattern  for 
the  metal  complex  is 
due  to  the metal seven 
stable isotopes. 
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2.4. Mass spectra of an oligonucleotide with two complexes in solution 
 
  After  analyzing  the  oligonucleotides  by  themselves  and  with  each  one  of  the 
different  complexes, we  tried  to  obtain  information  about  the different  affinities  of  the 
ruthenium  complexes  for  the  oligonucleotide,  by  analysing  pairs  of  complexes.  The 
oligonucleotide GCGCATGCGC was chosen for these experiments because of its size and 
good  signal‐to‐noise  ratio, detected  in  the  previous  experiments  (in  table  9.1  the  basic 
data concerning this sequence can be seen). The pairs of ruthenium complexes analyzed 
simultaneously were as follows: bpy + dppz, bpy + phen, bpy + 5phen, bpy + dbp, phen + 
dppz,  phen  +  5phen,  phen  +  dbp,  and  5phen  +  dppz.  These  preliminary  results  point 
clearly some interesting features confirmed by the complete analysis of all possible pair‐
combinations by positive ion mass spectrometry (see chapter 10). 
  In  the  mass  spectra  of  the  electrosprayed  solutions,  signals  corresponding  to 
oligonucleotide, fragments of oligonucleotide, and ruthenium complexes associated with 
oligonucleotide  or  buffer  ions  were  observed.  More  complex  associations  of 
oligonucleotide‐ruthenium complexes and others (such as fragments of oligonucleotide or 
ruthenium complexes) were also observed. 
 
2.4.1. Oligonucleotide with the bpy and dppz complexes 
 
  When  the  oligonucleotide  was  analyzed  together  with  the  bpy  and  dppz 
complexes simultaneously, the spectrum showed signals corresponding to associations of 
both  single  and  double  stranded  species  with  both  ruthenium  complexes,  those 
corresponding to the dppz complex being more common and presenting a higher relative 
abundance than those corresponding to associations of oligonucleotide with bpy. In figure 
9.6  the mass  spectrum  corresponding  to  an  association  of  the  ddpz  complex with  the 
double strand with a charge state of 5, {ds+[Ru([12]aneS4)dppz]}5‐, can be seen. The results 
are summarized in table 9.8.  
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Table 9.8. GCGCATGCGC + bpy + dppz, m/z values and  
corresponding ions observed  
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
503,71  6  ss 
729,03  5  ss+[Ru([12]aneS4)5phen]+Na 
756,04  4  ss 
771,25  4  b8+[Ru([12]aneS4)dppz]+Cl+(H2O) 
879,95  4  ss+[Ru([12]aneS4)bpy] 
911,68  4  ss+[Ru([12]aneS4)5phen]+Na 
1008,32  3  ss 
1020,97  3  ss+Cl 
1174,17  3  ss+[Ru([12]aneS4)bpy] 
1215,95  3  ss+[Ru([12]aneS4)dppz] 
1310,30  5  ds+[Ru([12]aneS4)bpy] 
1335,85  5  ds+[Ru([12]aneS4)dppz] 
1424,11  3  ss+2[Ru([12]aneS4)dppz] 
1461,26  5  ds+2[Ru([12]aneS4)dppz]+(H2O) 
1515,47  2  ss 
1679,34  4  ds+[Ru([12]aneS4)dppz]+Cl 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  9.6.  Mass  spectrum  of  the  signal 
corresponding  to  an  association  of  the  dppz 
complex  with  the  double  stranded 
oligonucleotide,  {ds  +[Ru([12]aneS4)dppz]}5‐, with 
a  charge  state  of  five.  This  charge  state  is  being 
observed  commonly  in  all  the  mass  spectra 
analyzed.  
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2.4.2. Oligonucleotide with the bpy and phen complexes 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
bpy  and  phen  complexes  simultaneously,  corresponded  to  associations  of  single  and 
double  stranded  species  with  both  ruthenium  complexes.  A  type  of  signal  not  seen 
previously, corresponding to the association of both complexes with the oligonucleotide, 
was observed (double and single strands), which point to similar affinities, although the 
signals corresponding  to associations of  the oligonucleotide with  the bpy complex were 
more  common.  In  figure  9.7  the  mass  spectra  corresponding  to  the  ions  {ds 
+[Ru([12]aneS4)bpy]  +[Ru([12]aneS4)phen]}5‐  and  {ds  +[Ru([12]aneS4)bpy] 
+[Ru([12]aneS4)phen]+Na}5‐  can  be  observed. The presence  of  adduct  ions with  sodium 
atoms  was  very  common,  being  present  for  most  of  the  species.  The  results  are 
summarized in table 9.9.  
 
 
 
Figure  9.7.  Mass  spectra  of 
the  signals  corresponding  to 
associations  of  the  bpy  and 
phen  complex  with  the 
double  stranded 
oligonucleotide:  
a)  {ds  +[Ru([12]aneS4)bpy] 
+[Ru([12]aneS4)phen]}5‐  and  
b)  {ds  +[Ru([12]aneS4)bpy] 
+[Ru([12]aneS4)phen]+Na}5‐. 
 
 
 
 
2.4.3. Oligonucleotide with the bpy and 5phen complexes 
 
When  the  oligonucleotide  was  analyzed  together  with  the  bpy  and  5phen 
complexes  simultaneously,  associations  of  single  and partially double  stranded  species 
(single  strand  hybridized  with  a  fragment)  with  both  ruthenium  complexes  were 
a
b 
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observed.  In  the  present  case  more  types  of  associations  such  as  adducts  of  the 
oligonucleotide plus ruthenium complex with buffer  ions were seen. More  fragments of 
the  oligonucleotide  than  in  other  experiments  were  also  observed,  although  its 
significance is not completely apparent. The results are summarized in table 9.10. 
 
 
Table 9.9. GCGCATGCGC + bpy + phen, m/z values and  
corresponding ions observed  
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
503,74  6  ss 
604,7  5  ss 
704,07  5  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
756,08  4  ss 
802,07  3  b8/y8 
879,99  4  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
890,98  4  ds +[Ru([12]aneS4)bpy]+Cl 
1008,37  3  ss 
1021,03  3  ss +Cl 
1173,9  3  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
1310,39  5  ds +[Ru([12]aneS4)bpy] 
1354,99  3  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] +[Ru([12]aneS4)phen] +(H2O) 
1414,89  5  ds +[Ru([12]aneS4)bpy] +[Ru([12]aneS4)phen] 
1515,55  2  ss 
1647,39  4  ds +[Ru([12]aneS4)phen]+(H2O) 
1773,85  4  ds +2[Ru([12]aneS4)phen] 
1906,79  4  ds +2[Ru([12]aneS4)phen] +[Ru([12]aneS4)bpy]+Cl 
 
 
Table 9.10. GCGCATGCGC + bpy + phen, m/z values 
and corresponding ions observed 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
604,69  5  ss 
704,05  5  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
722,07  4  ss ‐adenine 
729,05  5  ss +[Ru([12]aneS4)5phen]+Na 
756,05  4  ss 
continue… 
 
Chapter 9 
 185 
…Table 9.10. Continuation … 
802,05  3  b8 
879,98  4  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
911,70  4  ss +[Ru([12]aneS4)5phen]+Na 
1008,35  3  ss 
1021,00  3  ss +Cl 
1173,87  3  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
1310,36  5  ds +[Ru([12]aneS4)bpy] 
1382,16  2  w4 +2[Ru([12]aneS4)bpy]+(H2O) 
1410,01  5  ds +2[Ru([12]aneS4)bpy] 
1515,52  2  ss 
1641,74  4  a9 +ss+[Ru([12]aneS4)5phen]+PF6+(NH4CH3COO) 
w9 +ss+[Ru([12]aneS4)5phen]+(PF6)+(H2O) 
1773,85  4  ss+c9+[Ru([12]aneS4)bpy]+[Ru([12]aneS4)5phen]+(NH4CH3COO)+(CH3COO)+(H2O) 
1906,27  2  Ss +(dppz) +[Ru([12]aneS4)dppz]+[Ru([12]aneS4)bpy] 
 
 
2.4.4. Oligonucleotide with the bpy and dbp complexes 
 
The  signals observed when  the oligonucleotide was analyzed  together with bpy 
and dbp  complexes  simultaneously,  showed generally  a  lower  intensity  of  the  signals, 
these  also  displaying  lower  signal‐to‐noise  ratio  than  in  other  experiments,  as  it was 
already  seen when  analyzing  the  dbp  complex with  the  other  oligonucleotides.  In  the 
mass spectra  there were signals corresponding  to associations of single stranded species 
with both ruthenium complexes, separately, and associations of bpy complex with double 
stranded  species.  A  signal  corresponding  to  an  association  of  both  complexes 
simultaneously with  a  double  stranded  oligonucleotide was  also  seen.  The  results  are 
summarized in table 9.11. 
 
Table 9.11. GCGCATGCGC + bpy + dbp, m/z values  
and corresponding ions observed  
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
503,72  6  ss 
604,68  5  ss 
          continue… 
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…table 9.11. Continuation… 
704,05  5  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
756,05  4  ss 
802,03  3  b8/y8 
879,97  4  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
1008,33  3  ss 
1122,05  3  d9 +[Ru([12]aneS4)bpy]+Cl+(H2O) 
1174,19  3  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] 
1224,35  3  ss +[Ru([12]aneS4)dbp] 
1310,33  5  ds +[Ru([12]aneS4)bpy] 
1410,2  5  ss +2[Ru([12]aneS4)dbp] 
1440,62  5  ds +[Ru([12]aneS4)dbp]+[Ru([12]aneS4)bpy] 
1515,5  2  ss 
1846,1  2  ss +[Ru([12]aneS4)dbp]+(H2O) 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  9.8.  Mass  spectra  of  the  signal  corresponding  to  an 
association of the bpy and dbp complex simultaneously with a 
double  stranded  oligonucleotide  {ds  +[Ru([12]aneS4)bpy] 
+[Ru([12]aneS4)dbp]}5‐.  
 
 
 
 
 
 
 
2.4.5. Oligonucleotide with the phen and dppz complexes 
 
  The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
phen and dppz complexes simultaneously, showed a poor signal‐to‐noise ratio, although 
this was  not  the  case when  both  complexes were  analyzed  separately with  the  other 
oligonucleotides. In the mass spectra there were signals corresponding to associations of 
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single stranded species with both ruthenium complexes, (see figure 9.9), and associations 
of  the  dppz  complex  with  double  stranded  species.  There  were  also  various  signals 
corresponding  to  associations of both  complexes  simultaneously, with double  stranded 
oligonucleotides.  There  was  an  overwhelming  majority  of  signals  corresponding  to 
association with  the dppz complex, which seems  to point  to a better affinity  in  relation 
with  that  presented  by  phen  complex.  There  were  also  adducts  with  buffer  ions  or 
fragments of the complexes as can be seen in table 9.12, were the results are summarized. 
It is interesting to note that there are associations of one up to three dppz complexes with 
the double stranded oligonucleotide. 
 
Table 9.12. GCGCATGCGC + phen + dppz, m/z values  
and corresponding ions observed  
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
503,74  6  ss 
604,7  5  ss 
756,08  4  ss 
911,73  4  ss +[Ru([12]aneS4)dppz] 
1008,37  3  ss 
1021,02  3  ss +Cl 
1216,35  3  ss +[Ru([12]aneS4)dppz] 
1382,19  3  ss +[Ru([12]aneS4)dppz]+[Ru([12]aneS4)phen]‐(CH2CH2) 
1424,53  3  ss +2[Ru([12]aneS4)dppz] 
1440,5  5  ds +[Ru([12]aneS4)dppz]+[Ru([12]aneS4)phen] 
1566,09  5  ds +2[Ru([12]aneS4)dppz]+[Ru([12]aneS4)phen] 
1811,76  4  ds +[Ru([12]aneS4)dppz]+[Ru([12]aneS4)phen]+(CH2CH2)+(H2O) 
1966,69  4  ds +3[Ru([12]aneS4)dppz]+(CH3COO) 
2100,15  2  ss +[Ru([12]aneS4)dppz]+[Ru([12]aneS4)phen]+(CH2CH2) 
 
 
2.4.6. Oligonucleotide with the phen and 5phen complexes 
 
When  the  oligonucleotide  was  analyzed  together  with  the  phen  and  5phen 
complexes simultaneously, we observed signals corresponding mostly  to associations of 
single stranded species with the phen complex, and only two species corresponding to the 
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5phen  complex associated with  single  stranded  species, one of which was  formed by a 
single  stranded  oligonucleotide  and  the  two  ruthenium  complexes  simultaneously. No 
double stranded species were seen  for  the 5phen complex, while  just one was observed 
for the phen complex. The significant majority of signals corresponding to associations of 
phen  with  oligonucleotide  species  points  to  a  better  affinity  of  the  phen  complex  in 
relation with that presented by 5phen complex. There were also some adducts with buffer 
ions  associated  with  the  species  observed  (see  table  9.13,  were  the  results  are 
summarized). 
 
 
 
 
 
Figure  9.9.  Mass  spectra  of  the  signal 
corresponding to an association of the phen 
and dppz complexes simultaneously with a 
single  stranded  oligonucleotide  in  which 
one of the complexes has lost a fragment {ss 
+[Ru([12]aneS4)phen]  +[Ru([12]aneS4)dppz] 
‐(CH2CH2)}3‐. 
 
  
 
 
 
Table 9.13. GCGCATGCGC + phen + 5phen, m/z values and corresponding ions 
observed 
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
503,73  6  ss 
604,69  5  ss 
756,07  4  ss 
769,04  5  ss +[Ru([12]aneS4)5phen] +(PF6) +(NH4CH3COO) 
885,97  4  ss +[Ru([12]aneS4)phen] 
          continue… 
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…table 9.13. Continuation… 
906,01  3  a9 
1008,35  3  ss‐ 
1021  3  ss +Cl 
1181,89  3  ss +[Ru([12]aneS4)phen] 
1315,2  5  ds +[Ru([12]aneS4)phen] 
1390,24  3  ss +[Ru([12]aneS4)phen]+[Ru([12]aneS4)5phen] +(H2O) 
1419,9  5  ds +2[Ru([12]aneS4)phen] 
1515,53  2  ss 
1785,6  4  ss +2[Ru([12]aneS4)phen] 
 
 
2.4.7. Oligonucleotide with the phen and dbp complexes 
 
The mass spectra recorded when the oligonucleotide was analyzed together with 
the phen and dbp complexes simultaneously showed a slightly  lower  intensity  than  the 
other spectra in which dbp was not present, although the general signal‐to‐noise ratio was 
aceptable.  There were  signals  corresponding mostly  to  associations  of  single  stranded 
species with the phen complex, (see figure 9.10) and just two species corresponding to the 
same  complex  associated with  double  stranded  oligonucleotide. No  associations were 
seen  for  the dbp  complex. The absence of  signals  corresponding  to associations of dbp 
with oligonucleotide points to a significant better affinity of the phen complex. The results 
are summarized in table 9.14. 
 
Table 9.14. GCGCATGCGC + phen + dbp , m/z values  
and corresponding ions observed 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
604,71  5  ss 
708,87  5  ss+[Ru([12]aneS4)phen] 
886,01  4  ss+[Ru([12]aneS4)phen] 
1008,39  3  ss 
1181,93  3  ss+[Ru([12]aneS4)phen] 
1319,82  5  ds+[Ru([12]aneS4)phen]+Na 
1356,02  3  ss+2[Ru([12]aneS4)phen] 
1419,53  5  ds+2[Ru([12]aneS4)phen] 
1515,57  2  ss 
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Figure  9.10.  Mass  spectra  of  the 
signal  corresponding  to  an 
association of a phen complex with a 
single  stranded  oligonucleotide  {ss 
+[Ru([12]aneS4)phen]}3‐. 
 
 
 
 
 
 
 
 
2.4.8. Oligonucleotide with the 5phen and dppz complexes 
 
When  the  oligonucleotide  was  analyzed  together  with  the  5phen  and  dppz 
complexes  simultaneously,  the  signals  for  the  associations  of  the  dppz  complex  with 
various oligonucleotide  species were overwhelmingly predominant, and  just one  signal 
corresponding  to  an  association  of  a  double  strand with  both  complexes  and  a  buffer 
molecule,    {ds+[Ru([12]aneS4)dppz]+[Ru([12]aneS4)5phen]+(NH4CH3COO)}4‐  was 
observed.  These  results  are  consistent  with  the  previous  results  seen  for  the  5phen 
complex,  which  showed  low  affinity  with  the  oligonucleotide,  especially  when  other 
complexes with higher affinity are present in the solution at the same time. The results are 
summarized in table 9.15.  
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Table 9.15. GCGCATGCGC + 5phen + dppz, m/z values  
and corresponding ions observed 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
Formula of the corresponding ions 
503,75  6  ss 
729,08  5  ss +[Ru([12]aneS4)dppz] 
756,1  4  ss 
911,75  4  ss +[Ru([12]aneS4)dppz] 
1008,4  3  ss 
1021,06  3  ss +Cl 
1216,05  3  ss +[Ru([12]aneS4)dppz] 
1340,19  5  ds +[Ru([12]aneS4)dppz]+Na 
1424,58  3  ss +2[Ru([12]aneS4)dppz] 
1460,92  5  ds +2[Ru([12]aneS4)dppz] 
1515,58  2  ss 
1575,3  4  ss +d8+[Ru([12]aneS4)dppz] +(PF6 ) +(H2O) 
1679,48  4  ds +[Ru([12]aneS4)dppz]+Cl 
1832,86  2  ss +2[Ru([12]aneS4)dppz] +(H2O) 
1838,47  4  ds +[Ru([12]aneS4)dppz] +[Ru([12]aneS4)5phen] +(NH4CH3COO) 
 
 
 
3. FURTHER DISCUSSION AND CONCLUSIONS 
 
3.1. Mass spectra of the oligonucleotides with complexes in solution 
 
In general, as  it has been reported,  the obtained results show a predominance of 
single stranded species over  the double stranded ones. More  information related  to  this 
subject can be seen on chapter 10. Although this predominance could be detrimental to the 
formation  of double  strand‐complex  adducts,  the  signal‐to‐noise  ratio  of  these  adducts 
was,  in general,  sufficient  to  their  study,  although  in  some  cases not  enough  to obtain 
good MS/MS spectra.  
As was  expected,  the  number  of  complexes  in  the  adducts with  single  strands 
increases with  increasing strand  length, from [ss+2ruthenium complexes]n‐  in  the case of 
the  oligonucleotides with  six  bases,  to    [ss+5ruthenium  complexes]n‐  in  the  case  of  the 
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oligonucleotides with  twelve  bases. This  indicates  that  the  associations with  the  single 
strands  may  have  predominantly  an  electrostatic  nature  (attraction  between  the 
negatively charged phosphates and the positively charged  inner sphere complexes). Not 
only the number of phosphate groups  increases with the oligonucleotide  length but also 
the  number  of  possible  conformations  of  the  linear  single  strand  (excluding  other 
secondary structures such as hairpins; see abbreviations and definitions list).  
On  the  other  hand,  when  we  consider  the  adducts  with  double  strands,  the 
maximum  number  of  complexes  ranges  from  [ds  +3ruthenium  complexes]n‐  for  the 
oligonucleotides with six bases  to [ds +5ruthenium complexes]n‐ for  the oligonucleotides 
with eight bases, to [ds +3ruthenium complexes]n‐ for the oligonucleotides with ten bases 
and finally to [ds +1ruthenium complexes]n‐ for the oligonucleotides with twelve bases. As 
can be seen, there is first an increase with oligonucleotide length followed by a decrease. 
In  a  first  approach  these  results would  point  to  some  specificity  in  adduct  formation; 
however,  the  upper mass  limit  used  in  the  experiments  restricts  the m/z  values  of  the 
adducts; thus, those formed with the higher mass oligonucleotides may not be detected as 
they may lie above the instrumental mass range of the experiments.  
When considering adduct formation from the point of view of the complexes, it is 
interesting  to note  that  for  the oligonucleotides with  the smallest  length, six bases, only 
the  complex with  dppz  forms  adducts with  the  double  strand.  The  others  form  only 
adducts with single strands, with the exception of the complex with phen, which shows 
no adducts at all. For the oligonucleotides with the highest length, twelve bases, only the 
complex with  5phen  shows  adducts with  the double  strand. All  the  complexes  formed 
adducts with a double strand with ten bases and in the case of the oligonucleotides with 
eight bases, the complex with 5phen was the only one which did not form adducts with 
double strand species.  
In summary,  the complexes with bpy and dbp have a general similar behaviour, 
forming  adducts with double  strands only with  the oligonucleotides with  intermediate 
length  (eight  to  ten  bases).  The  dppz  complex  does  not  form  adducts  with  double 
stranded  oligonucleotides  with  twelve  bases  (or  those  could  not  be  observed).  The 
complex with phen forms adducts with double stranded species with the oligonucleotides 
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of intermediate length (eight to ten), does not bind at all with the shortest oligonucleotides 
(six bases)  and  forms only  adducts with  single  strands  for  the  longest oligonucleotides 
(twelve  bases).  The  5phen  complex  forms  adducts  with  single  strands  for  the 
oligonucleotides  with  six  to  eight  bases  and  adducts  with  double  strand  for  the 
oligonucleotides with ten to twelve bases.  
It  is not apparent how  the behaviour described above relates  to  the structures of 
the complexes. The  structure of  the dppz complex  is very different  from  the other  four 
complexes because  it possesses  the  largest extended delocalised π‐system,  this probably 
explaining  its distinct behaviour. The pair  of  complexes with bpy  and dbp has  similar 
structures but the complex with dbp  is highly sterically hindered due to the presence of 
the  two  phenyl  groups.  The  pair  of  complexes with  phen  and  5phen  has  also  similar 
structures but 5phen is more sterically hindered due to the presence of one phenyl group. 
It is thus not possible from the analysis of this set of data to establish a clear relationship 
between the structures of the complexes and the formation of the adducts. 
 
3.2. MS/MS spectra 
 
The  analysis  of  the MS/MS  spectra  of  the  [ds  +  ruthenium  complex]n‐  adducts 
showed no significant differences for the adducts of each individual ruthenium complex 
with  several  oligonucleotides  and of  each  individual  oligonucleotide with  the different 
ruthenium complexes, and presents a resemblance to the spectra of minor groove binders. 
To explain  these  results we have assumed  that all  the  ruthenium  complexes are 
externally  bound  to  the  double  strands,  and/or  hemi‐intercalated.  The  observation  of 
fragments  formed  by  processes  involving  base  losses  can  be  evidence  of  hemi‐
intercalation along with hydrogen‐bond breaking and the extrusion of a base, in a process 
resembling base flipping occurring in vivo (see abbreviations and definitions list).  
The fragmentations observed in the MS/MS spectra of all the ruthenium complex‐
oligonucleotide  adducts may  be  rationalised  by  the multistep mechanism proposed  by 
Gabelica  and  de Pauw245, which  can  explain not only  the  fragments  formed by  complete 
unzipping of the adducts of the ruthenium complexes, but also the fragments formed by 
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covalent bond breaking where the energy needed to induce non‐covalent dissociation into 
single‐strands is higher than the energy to produce covalent breaking.  
 
3.3. Mass spectra of an oligonucleotide with two complexes in solution: competition studies 
 
In general, as  it has been  shown  in  the mass spectra of  the oligonucleotide with 
two different complexes at the same time, the dppz complex showed a significant higher 
affinity  than  all  the  other  complexes  used.  It  seems  that  the  complexes  less  prone  to 
association with the oligonucleotides tested were the complexes with 5phen and dbp. It is 
apparent  that  at  physiological  pH, which was  used  on  experiments,  these  complexes 
could  pose  problems  in  achieving  an  effective  association  with  DNA  in  case  other 
physiological conditions or cellular environment would allow  them  to reach  the genetic 
material suitable for clinical intervention. 
To quantify the results obtained, the ratio of the different intensity of the signals in 
each  experiment  and  the  intensity  of  the  signal  of  a  common  ion  (chosen  by  its  good 
singal‐to‐noise  ratio and presence  in all  the mass  spectra analyzed) was obtained.   The 
common  ion which was used  for normalisation was  the  ion corresponding  to  the single 
stranded  oligonucleotide with  a  charge  state  of  four,  [ss]4‐. Other possible methods  for 
quantification  such  as measurements  of  TIC  (Total  Ion Current)  percentage  or  relative 
abundances  were  ruled  out  to  avoid  possible  deviations.  Once  this  parameter  was 
calculated,  it  was  corrected  through  multiplication  by  the  number  of  species 
corresponding to all associations of ruthenium complexes with oligonucleotide observed 
in  the  experiments.  This  procedure  would  be  an  effective  method  for  quantification 
supposing equal conditions of analysis. However, due to the fact that the same number of 
experiments was not made  for  all  complexes,  a  correction was made  (dppz  and  5phen 
were tested in competition 3 times, while dbp was tested just twice), so the value obtained 
was divided by the number of experiments done and them multiplied by four (which are 
the number of possible combinations with the complexes used).  
The  results, quantified as described, are  shown  in  figure 9.11. The higher values 
were obtained for the complex with dppz ligand, while the complexes with bpy and phen 
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show a very similar capacity of association, and it is not clear which one would be a better 
binder to DNA.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 9.11. Graphs representing the quantification of the different signals observed corresponding 
to  association  of  complexes with  oligonucleotides, by  the method  already described. The  radial 
graph represents the data with a logarithmic scale. 
 
As can be seen in scheme 9.1, there are notable differences on the structures of the 
complexes used for the experiments. It  is not surprising that  in competition experiments 
the complex with dppz shows  the highest affinity  for  the oligonucleotide  in view of  the 
extended  planar  structure  of  dppz,  assuming  that  hemi‐intercalation  occurs.  The 
similarity  of  the  results  for  the  complexes with bpy  and phen  are  also not unexpected 
although a slightly higher difference  in affinity would be expected for the complex with 
phen due to the presence of a larger π‐system.  
The  most  striking  difference  in  the  results  obtained  is  the  behaviour  of  the 
complexes with  5phen  and dbp. As both  complexes possess phenyl  substituents  in  the 
NN  ligands,  sterical  hindrance  is  possibly  the  explanation  of  the  low  affinity  of  these 
complexes. 
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STUDY OF THE INTERACTIONS OF RUTHENIUMII 
COMPLEXES WITH A DESOXIRRIBONUCLEOTIDE: 
NEGATIVE VS POSITIVE ION ESI‐MS 
 
 
 
1. INTRODUCTION  
 
Most ESI‐MS  investigations of DNA and drug‐DNA  complexes have been carried 
out using  the  negative  ion mode56,  61‐70,  73,  75,  76,  78‐82,  246‐250. This  follows  logically  from  the 
knowledge that the phosphodiester backbone of DNA has a pKa < 1, and is therefore fully 
ionized under most experimental conditions. Studying DNA and RNA in the positive ion 
mode with electrospray  ionization may have  some practical advantages  such as  tuning 
the instrument only once when studying protein and protein‐DNA or RNA interactions251, 
as proteins are predominantly analyzed by mass spectrometry  in  the positive  ion mode. 
From a  technical point of view, understanding how positive  ions of DNA and RNA are 
produced may shed some light on the electrospray ion formation processes and also, the 
comparison  of  negative  and  positive  ion  ESI‐MS  spectra may  provide  an  insight  into 
binding modes in both solution and gas phase71.  
As early as 1985, nucleotides such as AMP (Adenosine Monophosphate) and ADP  
(Adenosin Diphosphate) carrying one to two positive charges were observed by positive 
ion ESI‐MS252. During  the  following  years  the number  of papers  reporting  this  kind  of 
studies,  focusing on molecules of higher molecular weights, has  increased, although  the  
publications remain relatively scarce71, 72, 74, 88, 251, 253‐260. 
In  solution,  all  oligonucleotides  have  a  net  negative  charge  and  can  form  a  non‐
covalent  adduct  with  positive  ions  such  as  ammonium  ions.  Desorption  of  these 
noncovalent  adducts  into  the  gas  phase,  as  observed  by  different  groups,  leads  to 
positively charged DNA and RNA molecules by neutralization of  the phosphate groups 
on the sugar backbone and protonation of some of the bases. In the study made by Sannes‐
Lowery  and  coworkers251,  the  DNA  sequences  used  were  oligonucleotides  of  varying 
length containing only one of the nucleobases, precluding the formation in solution of any 
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specific double‐stranded structure. In later works, positive ion ESI mass spectra of dsDNA 
and dsDNA complexes with drugs  such as cisplatin, daunomycin and distamycin were 
obtained71, 72, 251.  
It has been reported that the abundances of double stranded species and adducts of 
double  strands with minor  groove  binders  such  as Hoescht  33258  (a  bisbenzimidazole 
derivative) were  higher  in  positive  ion mode mass  spectrometry  than  in  negative  ion 
mode; the data presented by those authors suggested that different binding modes could 
be  differentially  favoured  in  positive  and  negative  ion  ESI‐MS.  However,  the  same 
authors have  found  that  for  ruthenium  complexes having only diimine  ligands  such as 
[Ru(phen]2(dpq)]2+  (dpq,  2,3‐bis(2‐pyridyl)quinoxaline,  is  a  ligand  with  a  very  similar 
structure to dppz] no adducts of complexes and double strands were formed71. 
 
In  the  present  chapter,  we  report  the  negative  ion mass  spectrometry  study  of 
solutions of  the oligonucleotide GCATATGC  and  ruthenium  complexes  along with  the 
positive  ion mass  spectrometry  study  of  the  same  oligonucleotide  and  all  the  possible 
combination of pairs of the ruthenium complexes. It is of special  interest to compare the 
behaviour under positive  ion mass  spectrometry, not only  for oligonucleotide  solutions 
but also  for solutions of oligonucleotide and ruthenium complexes with  their behaviour 
under negative ion mass spectrometry. This approach has proved to be a valuable method 
for the analysis of DNA fragments as demonstrated and previously stated74, positive and 
negative ion spectra yielding complementary information. As a method for comparison of 
the  signals by negative  and positive‐ion ESI‐MS,  and  as  a  control  to  assure  the  correct 
interpretation  of  results,  all  compounds were  first  analyzed  one  by  one  alongside  the 
oligonucleotide by negative‐ion ESI‐MS. 
The  formulae of  the GCATATGC  single and double stranded oligonucleotide and 
their monoisotopic masses are shown in table 10.1. The ruthenium complexes, which have 
been  already  used  on  our  studies,  are  described  in  table  9.2,  chapter  9,  as well  as  the 
diimine  ligands. The  structures of  the  ligands used are  shown  in  scheme 9.1 and 9.2  in 
chapter 9. 
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1ss: single stranded oligonucleotide; 2ds: double stranded oligonucleotide; 3Dalton 
 
 
 
 
2. RESULTS AND PRELIMINARY DISCUSSION 
 
2.1. Mass spectra of the oligonucleotide alone and with the ruthenium complexes by 
negative ion ESI‐MS  
 
In  the  mass  spectra  of  the  electrosprayed  oligonucleotide  solution,  the  ions 
corresponding  to  [ss]n‐  (ss  =  single  strand,  n=  2  to  5) were  observed  (see  figure  10.1), 
whereas the signals of the ions corresponding to double stranded species were much less 
intense  and in most cases partially masked by the signals of the single strand (see figure 
10.2). The most  intense  signal  in  the  spectrum  is  that appearing at an m/z value of 802, 
corresponding to ss3‐/ds6‐ the next stronger signal being the one corresponding to ss2‐/ds4‐, 
with an intensity of 18% of the first.  The signal corresponding to ss4‐ represents 14% of the 
ss3‐/ds6‐ signal (see figure 10.1 and table 10.2).  
 
Table 10.2. m/z values calculated for the monoisotopic masses of the ions 
             
  Number of charges 
  1  2  3  4  5  6  7  8 
single stranded  2408,4493  1204,2247 802,8164  602,1123  481,6899 401,4082  344,0642  301,0562
double stranded  4816,8986  2408,4493 1605,6329 1204,2247 963,3797 802,8164  688,1284  602,1123
 
 
At m/z 756 and m/z 1008, the signals for the ions [ds‐y6]4‐ and [ds‐y6]3‐ are observed. 
The signal of  the  [ds‐y6]3‐  ion  is superimposed  to a signal with six charges, which could 
correspond to a very unusual species, the [ds+2c2]6‐ ion (the fragment [ds‐y6] has the same 
Table 10.1. Monoisotopic masses and formulae of single and double stranded GCATATCG 
 
Nucleotides  Sequence  ss. formula1   Monoisotopic mass3  ds. formula2  Monoisotopic mass3 
8  GCATATGC  C78H99N30O46P7  2408,4493  C156H198N60O92P14  4816,8986 
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mass than the fragment [ss+c2]). The proposed structure for the ion [ds+2c2]6‐ (which signal 
can be observed  in  figure  10.3a,  superimposed  to  the  signal of  the  ion  [ds‐y6]3‐)  can be 
observed in figure 10.3b. 
 
 
 
 
Figure  10.1.  Mass  spectrum 
by negative ion mode ESI‐MS 
of  the  oligonucleotide 
GCATATGC  showing  the 
average  peaks,  which 
correspond  to  single/double 
stranded  species  (except  for 
ss4‐). 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  10.2.  Signals  of  the 
ions  corresponding  to 
double  stranded 
oligonucleotide  appear  in 
most  cases partially masked 
by  the  signals  of  the  single 
strand.  In  the  figure  the 
spectra  of  the  ions  ss3‐  and 
ds6‐  superimposed  can  be 
observed.  
 
 
 
 
 
 
In  general,  the  signals  of  the  oligonucleotide  single  stranded  ions  were 
predominant  and  those  of  the double  stranded  ions were much  less  intense  and  some 
partially masked by the single stranded signals. 
ss3‐/ds6‐ 
ss2‐/ds4‐ 
ss4‐
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Figure  10.3a.  Signals  of 
the  ions  corresponding 
to  [ds‐y6]3‐  ion  and 
[ds+2c2]6‐ superimposed. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 10.3b. Proposed structure for the ion [ds+2c2]6‐ which appear superimposed with the [ds‐y6]3‐ 
spectra. The  fragments originated  from  the double  strand would associate with  single  stranded 
oligonucleotides as shown. 
 
 
   2.1.1. Mass spectrum of the oligonucleotide with the bpy complex 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
bpy complex were mostly single stranded species, alone or associated with the complex, 
G C
 3’                                                                    5’ 
G GC CA T AT
G GC CA AT T
 5’                                                                    3’
GC
3’                 5’
 5’                3’ 
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with some contribution of the double stranded species in some cases such as, for example, 
the signal observed at m/z 967, corresponding  to both  [ss + bpy]3‐ and  [ds + 2bpy]6‐  ions. 
The complexes associated with buffer ions and fragments of the complex with buffer ions 
were  also  observed.  Interestingly,  all  bpy  complexes  associated  with  oligonucleotide 
maintained completely their structural integrity. The results are summarized in table 10.3. 
 
2.1.2. Mass spectrum of the oligonucleotide with the phen complex 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
phen  complex were,  as well  as when  analyzed with  the  bpy  complex,  predominantly 
single stranded species and single strands associated with complexes. A few signals of the 
double stranded species, slightly stronger than in the case of the oligonucleotide with the  
 
 
bpy complex also appeared, but were also generally weak in relation with single stranded 
signals. A signal corresponding to a complex associated with buffer ions at m/z 639 could 
also be observed (see table 10.4). When analyzing the signals of the oligonucleotide, either 
alone, such as the signal seen at m/z 1203, or in association with the phen complex, as the 
signal  seen  at  m/z  1465  (see  figure  10.4)  some  contribution  of  the  double  stranded 
Table 10.3. Selected signals and corresponding ions observed (oligonucleotide + bpy complex) 
 
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
601,13  4  ss     
615,05  1  [Ru([12]aneS4))bpy] +2(CH3COO)    
675,06  1  [Ru([12]aneS4)bpy] +3(CH3COO)    
802,09  3  ss     
967,03  3,(6)  ss+[Ru([12]aneS4)bpy] ds+2[Ru([12]aneS4)bpy]  second ion superimposed with weak signal 
1133,15  3  ss +2[Ru([12]aneS4)bpy]   very weak signal 
1203,90  2,(4)  ss  ds  slight contribution of the ds4‐ in the spectra 
1267,44  1  2[Ru([12]aneS4)bpy]Cl + 4(CH3COO)    
1452,89  2, (4) ss +[Ru([12]aneS4)bpy]    slight contribution of ds+ [Ru([12]aneS4)bpy]
1704,94  2  ss +2[Ru([12]aneS4)bpy]      
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oligonucleotide, superimposed, can also be observed. As already seen  in  the case of  the 
bpy  complex,  all  complexes  associated with  the oligonucleotide maintained  completely 
their structural integrity.  The results are summarized in table 10.4. 
 
 
An  interesting  and unexpected  signal  found when  analyzing  the  spectra  is  that 
found at m/z 1716, which  is an association of  two complexes, one with  the bpy and  the 
other  with  the  phen  ligand,  with  the  oligonucleotide,  which  could  be  due  to 
contamination from the experiments made previously with the bpy complex, although no 
signals of  the bpy complex were seen when a background spectrum was acquired, after 
finishing  the  cleaning  procedure.  This, while  interesting,  could  invalidate  partially  the 
results and thus, the competition studies could be compromised if the cleaning was not as 
effective as previously thought. On the other hand, the signal is very low in comparison 
with other  signals  in  the  spectra, being  less  than 1% of  the overall  intensity of  the  ss3‐, 
although  strong  enough  to  cause  us  to  redouble  the  time  of  the  cleaning  procedures 
between each experiment. 
 
 
 
 
Table 10.4. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide + phen complex) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
639,05  1  [Ru([12]aneS4)phen]+(CH3COO)    
802,09  3  ss     
975,01  3,(6)  ss +[Ru([12]aneS4)phen]  ds +2[Ru([12]aneS4)phen]   
982,32  3  ss +[Ru([12]aneS4)phen] +Na    
1203,89  2,(4)  ss  ds 
slight  contribution  of  the  ds  in 
the spectra 
1334,44  4  ds +[Ru([12]aneS4)phen]     slightly weak signal. 
1465,48  2,(4)  ss +[Ru([12]aneS4)phen]   ds +[Ru([12]aneS4)phen]   see figure 10.4 
1716,12  2  ss +[Ru([12]aneS4)bpy] +[Ru([12]aneS4)phen] 
due to a minor contamination by 
the bpy complex 
1728,38  2  ss +2[Ru([12]aneS4)phen]      
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Figure 10.4. Spectrum of the ion 
corresponding to the 
{ss+[Ru([12]aneS4)phen]}2‐ ion. As can 
be observed, there is a slight 
contribution of the 
{ds+[Ru([12]aneS4)phen]}4‐ ion, which 
is partially masked by  the signal of 
the single stranded oligonucleotide 
associated with the complex. 
 
 
 
 
 
 
2.1.3. Mass spectrum of the oligonucleotide with the dppz complex 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
dppz complex were mostly of the single stranded nucleotide alone or associated with the 
complex.  Some  spectra  showed  superimposed  peaks,  possibly  due  to  the  presence  of 
smaller  amounts  of  the  double  stranded  species.  Weak  signals  corresponding  to  the 
double  stranded  oligonucleotide  alone,  without  superimposition  of  single  stranded 
oligonucleotide, corresponding to the {ds +3[Ru([12]aneS4)dppz]}4‐ ion were also observed. 
All complexes associated with the oligonucleotide maintained completely their structural 
integrity. No signals  for  the complex associated with buffer molecules were  found. The 
mass spectrum corresponding  to  the  {ss +[Ru([12]aneS4)dppz]}3‐    ion can be observed  in 
figure  10.5, where  signals  of  the  double  stranded  oligonucleotide  associated with  two 
complexes can be also seen. The results are summarized in table 10.5. 
 
2.1.4. Mass spectrum of the oligonucleotide with the 5phen complex 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
5phen  complex  were,  as  in  previous  experiments,  mostly  of  the  single  stranded 
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oligonucleotides, alone or associated with  the  complex,  sometimes with  contribution of 
the double  stranded  ions, which  appeared partially masked by  the  signal of  the  single 
stranded  ones,  indicating  that  double  stranded  species  are  present  at  the moment  of 
ionization  in  a  significant  smaller  quantity  than  the  single  stranded  species.  As  in 
previous experiments, complexes associated with buffer  ions and some fragments of the 
5phen complex were also observed. However, in this case at m/z 1834 there was a signal 
from an ion formed by an association of the single strand with a whole complex and some 
complex fragments (see figure 10.6a and b). The results are summarized in table 10.6. 
 
 
 
Table 10.5.  Selected signals and corresponding ions observed (oligonucleotide + dppz complex) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
802,09  3  ss       
1009,70  3  ss +[Ru([12]aneS4)dppz]   ds+2[Ru([12]aneS4)dppz] 
possible contribution of 
ds+2[Ru([12]aneS4)dppz] 
1204,92  2,(4)  ss  ds   
1214,93  3  ss +2[Ru([12]aneS4)dppz]        
1517,04  2  ss +[Ru([12]aneS4)dppz]        
1674,85  4  ds+3[Ru([12]aneS4)dppz]     weak signal 
Table 10.6.  Selected signals and corresponding ions observed (oligonucleotide + 5phen complex)
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
757,10  4  ss+[Ru([12]aneS4)5phen]       
775,05  1  [Ru([12]aneS4)5phen]+(CH3COO)    
802,09  3  ss       
1001,07  3  ss +[Ru([12]aneS4)5phen]       
1204,89  2,(4)  ss  ds  slight contribution of the ds 
1503,44  2  ss +[Ru([12]aneS4)5phen]       
1833,96  2  ss +Ru([12]aneS4)5phen +2[Ru([12]aneS4) ‐(CH2CH2)   
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Figure 10.5. Spectrum corresponding 
to {ss +[Ru([12]aneS4)dppz]}3‐ and {ds 
+2[Ru([12]aneS4)dppz]}6‐,  the  last one 
being partially masked by the signals 
of the single stranded ion. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 10.6a. Experimental isotopic 
pattern corresponding to the ion 
{ss+(5phen)+[Ru([12]aneS4)(CH2CH2)]}2‐  
 
 
 
 
 
 
 
Figure  10.6b.  Calculated  isotopic 
pattern  corresponding  to  the  ion 
{ss+(5phen)+[Ru([12]aneS4)(CH2CH2)]}2‐  
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2.1.5. Mass spectrum of the oligonucleotide with the dbp complex 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
dbp complex were, as in previous experiments, mostly corresponding to single stranded 
species,  alone  or  associated with  the  complex. There were  also  various peaks  showing 
slight contributions of the double stranded ions. There were, as in previous experiments, 
signals of the complexes associated with buffer ions.  
In contrast with what occurred previously, when using dbp, a major part of signals 
corresponded  to  associations  of  fragments  of  the  complex with  oligonucleotides.  This 
could suggest that, in the conditions used for the experiments, the dbp complex fragments 
more  extensively  than  the  other  complexes.  Another  interesting  characteristic  is  the 
significant  lower  intensity of  the signals observed, either of  the oligonucleotide alone or 
associated  with  the  complex.  In  figure  10.7  the  spectrum  corresponding  to 
[ss+Ru([12]aneS4)dbp]2‐ ion is shown. The results are summarized in table 10.7. 
 
Table 10.7. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide + dbp complex) 
 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
802,09  3  ss    
908,99  1  [Ru([12]aneS4)dbp] +3(BF4)    
915,02  3  ss + Ru([12]aneS4)    
1009,05  3  ss + [Ru([12]aneS4)‐(CH2CH2)dbp]     
1203,93  2,(4) ss  ds  slight contribution of the ds 
1374,21  2  ss + [Ru([12]aneS4)]    
1517,04  2  ss + [Ru([12]aneS4)‐(CH2CH2)dbp]    
1529,74  2  ss + [Ru([12]aneS4)dbp]   see figure 10.7 
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Figure  10.7.  Mass  spectrum  of  the 
signal  corresponding  to  the  ion  [ss 
+Ru([12]aneS4)dbp]2‐, which  showed 
a  significant  lower  intensity  than 
other adducts of complexes with the 
oligonucleotide. 
  
 
 
 
 
 
 
2.2. Mass spectra of the oligonucleotide with two complexes in solution by positive ions 
ESI‐MS  
 
 
Once the oligonucleotide was analyzed alone and with each one of the ruthenium 
complexes  (scheme  9.1  and  table  9.2  of  chapter  9),  as  a  control,  by  negative  ion mass 
spectrometry, the mass spectrometer was switched to the positive ion mode to analyze the 
behaviour of the oligonucleotide in solution with two different compounds at a time, all 
possible combinations being used, to compare affinities and ultimately probe utility of the 
positive ion mode as an effective technique for the analysis of this kind of interactions. 
In  the  mass  spectra  of  the  electrosprayed  solutions,  signals  corresponding  to 
ruthenium  complexes,  to  the  oligonucleotides,  and  to  the  combination  of  both,  were 
observed,  as  expected. We  observed  adducts  of  the  inner  sphere  complexes with  one 
counter  ion and  two buffer  ions, such as  {[Ru([12]aneS4)(NN)]X(NH4CH3COO)}+. Signals 
corresponding  to oligonucleotide  ions such as ss2+ and ds3+ were also observed  (as  their 
corresponding  ss2‐ and ds3‐ were observed by negative  ion mass  spectrometry). Finally, 
adduct  ions  of  the  complexes  associated  with  the  oligonucleotide  were  observed, 
displaying slightly different charge states and composition depending on  the complexes 
used. 
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2.2.1. Mass spectrum of the oligonucleotide with the bpy and dppz complexes 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
bpy  and  dppz  complexes  showed  differences  when  compared  with  the  negative  ion 
mode.   A  signal  corresponding  to  the  [Ru([12]aneS4)bpy]+  ion was  observed, while  no 
similar  type of signal was seen  for  the other complex present  in solution. Although  the 
concentration of both species was approximately the same, only ions of the complex with 
dppz associated with the oligonucleotide were observed, which could be due to enhanced 
association  of  the  dppz  complex with  oligonucleotide  fragments,  thus  preventing  the 
detection of the free dppz complexes in solution. Also during the investigation, a number 
of  signals  corresponding  to  sodium  adducts were  observed,  as  for  instance  the  signal 
corresponding to a c3 fragment associated with one sodium, at m/z 476 (see table 10.8). 
A  very  unusual  set  of  ions  formed  by  d3  fragments  with  several  hydrogens 
substituted  by  sodium  atoms,  from  4  until  28 was  observed,  no  further  substitutions 
occurring above 28 (see table 10.8). In figure 10.8 the three‐dimensional representation of 
the  d3  fragment  is  shown.  The  formation  of  adducts with  a  higher  number  of  sodium 
atoms  implies  that  hydrogen  atoms  other  than  the  acidic  ones  must  be  substituted, 
including  the hydrogens  linked  to nitrogen  and  carbon  atoms. This  is very unusual  in 
solution, at the pH used (monoacetate buffer, pH approximately 7). However, it has been 
reported that an  increase of 103 to 104 of acidity from the neutral bulk solution occurs  in 
the  formation  of  the  electrospray  droplets261.  The  formation  of  the  above  mentioned 
adducts may be related to a pH decrease during the electrospray process. 
 
Another significant difference with  the negative  ion mode  is  that,  in  the positive 
ion mode, we observed an increased number of signals corresponding to double stranded 
oligonucleotide associated with complexes, at higher m/z ratios. For  instance, one signal 
appearing at m/z 1520 corresponding  to both single  [ss +[Ru([12]aneS4)dppz] +2H]2+ and 
double stranded  {ds +2[Ru([12]aneS4)dppz] +4H}4+  ions was recorded,  in which  it can be 
observed that the difference between double and single stranded oligonucleotide species 
associated with the complex is not so striking as in the negative ion mode (see figure 10.9, 
212 
compare with  figures 10.2, 10.3a, 10.4, and 10.5) where  the signals corresponding  to  the 
double stranded oligonucleotides were usually much less intense than those of the single 
stranded species. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Associations  of  oligonucleotide with  varying  numbers  of  dppz  complexes with 
different  charge  states  (2  to 4) were also observed, but as  can be  seen  in  table 10.8, no 
signals of bpy  complexes  associated with oligonucleotide were  seen  except  for  the one 
detected  at m/z  739,  that  corresponds  to  an  association  of  the  bpy  complex with  a  d3 
Table 10.8.  Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide + bpy + dppz complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
476,65  2  c3 + Na   
497,34  1  [Ru([12]aneS4)bpy]     
518,69  2  d3 + 4Na  
540,72  2  d3 + 6Na  
562,75  2  d3 + 8Na  
584,77  2  d3 + 10Na  
see figure 10.8  
  
  
  
611,41  1  [Ru([12]aneS4)bpy] +(NH4CH3COO) +2(H2O)    
628,81  2  d3 + 14Na  
650,83  2  d3 + 16Na  
672,85  2  d3 + 18Na  
694,86  2  d3 + 20Na  
716,88  2  d3 + 22Na  
   
see figure 10.8  
  
  
  
739,43  2  c3 + [Ru([12]aneS4)bpy] +2Na   
760,90  2  d3 + 26Na  
782,92  2  d3 + 28Na  
see figure 10.8  
  
804,26  3  ss    
1011,95  3  ss +[Ru([12]aneS4)dppz]   
1206,07  2  ss     
1362,87  4  ds + dppz   
1519,86  2,(4)  ss +[Ru([12]aneS4)dppz]  ds +2[Ru([12]aneS4)dppz]   
1677,27  4  ds + 3[Ru([12]aneS4)dppz]   
1823,38  3  ds + [Ru([12]aneS4)dppz] + Na    
2037,43  3  ds + 2[Ru([12]aneS4)dppz] + 2Na    
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fragment of  the  single  stranded oligonucleotide. Altogether,  this  is an  indication of  the 
remarkable affinity of dppz complex for the oligonucleotide when compared with the bpy 
complex. The results are summarized in table 10.9. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 10.8. Tridimensional representation of the fragment of the oligonucleotide d3, in which 
hydrogens which could be susceptible of being substituted by sodium atoms are marked in white 
 
 
2.2.2. Mass spectrum of the oligonucleotide with the bpy and 5phen complexes 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
bpy  and  5phen  complexes  showed  also  significant differences  in  comparison with  the 
negative  ion  mode.  As  in  the  case  of  the  previous  competition  studies,  a  signal 
corresponding  to  the  [Ru([12]aneS4)bpy]+  ion  was  observed,  while  no  similar  type  of 
signal was seen for the other complex present in solution. In contrast with which occurred 
in  the  previous  experiment,  no  signals  of  associations  of  the  oligonucleotide  with 
complexes were seen. As  it was also observed  in  the previous experiment,  there were a 
number of signals corresponding to fragments  (one of c3 and various corresponding to d3) 
with  various  numbers  of  hydrogens  substituted  by  sodium  atoms  (see  table  10.9). 
Although cleaning of  the mass spectrometer between experiments was done  thoroughly 
by injecting several solvent mixtures and the background spectra acquired previously to 
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each competition experiment was very good (very low background signals) and showed 
no  signals  at  all with  the  characteristic  isotopic  pattern  of  ruthenium,  a  low  intensity 
signal at m/z 1012  that could be attributed  to  the association of  the dppz complex with 
oligonucleotide was observed. 
 
 
 
Figure 10.9. As it can be seen the ratio of double 
stranded  species  to  the single stranded ones  is 
higher in positive ion mode than in negative ion 
mode.  This  spectrum  corresponds  to  the  {ss 
+[Ru([12]aneS4)dppz]+2H}2+  and  {ds 
+2[Ru([12]aneS4)dppz]+4H}4+  ions  (compare 
with figures 10.2, 10.3a, 10.4, and 10.5)  
 
 
 
 
 
As  already  mentioned  before,  and  as  confirmed  again  by  this  experiment, 
significant differences with the negative ion mode, are apparent. Not only are the signals 
corresponding  to  the  double  stranded  oligonucleotide  more  intense,  but  also  more 
numerous. The results are summarized in table 10.9. 
 
2.2.3. Mass spectrum of the oligonucleotide with the bpy and phen complexes 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
bpy  and phen  complexes  showed  the  same differences  already discussed before when 
compared with  the negative  ion mode. Signals corresponding  to  the  [Ru([12]aneS4)bpy]+ 
and [Ru([12]aneS4)phen]+ complexes were observed, the first one being about three times 
more intense.  
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Table 10.9. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide + bpy + 5phen complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
476,65  2  c3 + Na   
497,34  1  [Ru([12]aneS4)bpy]    
518,69  2  d3 + 4Na    
540,73  2  d3 + 6Na    
562,76  2  d3 + 8Na    
584,77  2  d3 + 10Na    
611,41  1 
[Ru([12]aneS4)bpy] +(NH4CH3COO) + 
2(H2O)    
628,82  2  d3 + 14Na    
650,84  2  d3 + 16Na    
672,85  2  d3 + 18Na    
694,87  2  d3 + 20Na    
716,89  2  d3 + 22Na    
739,43  2  c3 + [Ru([12]aneS4)bpy] +2Na   
760,90  2  d3 + 26Na   
782,92  2  d3 + 28Na   
804,26  3  ss   
1011,95  3  ss  +[Ru([12]aneS4)dppz]   
1206,07  2  ss   
1611,84  3  ds + NH  weak signal 
2446,90  2  ds + (NH4CH3COO)   
 
 
In  this  experiment  no  signals  corresponding  to  associations  of  full  strand 
oligonucleotide with both bpy and phen complexes were observed, although associations 
of fragments of oligonucleotide with bpy were seen. This could point to a slightly higher 
affinity  of  the  bpy  complex with  the  oligonucleotide,  than with  the  phen  complex  in 
similar  conditions.  However,  this  statement  must  be  taken  cautiously,  as  signal 
suppression due to the abundance of sodium adducts may occur, because as in the former 
experiment, there were also a number of signals corresponding to fragments with several 
hydrogens substituted by sodium atoms.  
Again the contrast with the negative ion mode is apparent, an increased number of 
signals corresponding to the double stranded oligonucleotide at higher m/z values being 
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observed, while  signals corresponding  the  single  stranded oligonucleotide alone and  in 
association with  the  complexes  are,  once more,  less  common,  if we  except  the  signals 
corresponding to fragment ions, which are more abundant. The results are summarized in 
table 10.10. 
 
 
Table 10.10. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide + bpy + phen complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
476,65  2  c3 + Na    
499,37  1  [Ru([12]aneS4)bpy]    
523,38  1  [Ru([12]aneS4)phen]  lower intensity than m/z 499 signal 
540,74  2  d3 + 6Na    
562,76  2  d3 + 8Na    
584,78  2  d3 + 10Na    
611,42  1  [Ru([12]aneS4)bpy] +(NH4CH3COO) + 2(H2O)    
628,82  2  d3 + 14Na    
650,85  2  d3 + 16Na   
672,87  2  d3 + 18Na    
694,90  2  d3 + 20Na    
716,90  2  d3 + 22Na    
760,90  2  d3 + 26Na   
782,94  2  d3 + 28Na    
804,27  3  ss   
1206,61  2  ss   
1337,23  4  ds + [Ru([12]aneS4)phen]    
1495,00  4  ds +2[Ru([12]aneS4)phen] +2(CH3COO)    
1611,76  3  ds + NH  weak signal 
1788,56  3  ds + phen +(CH2CH2)    
2447,05  2  ds + (NH4CH3COO)   
 
 
2.2.4. Mass spectrum of the oligonucleotide with the bpy and dbp complexes 
 
The  spectrum  of  the  oligonucleotide with  the  bpy  and  dbp  complexes  showed 
signals corresponding to the bpy complex alone or associated with buffer ions and water 
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molecules, but no signals were seen for the dbp complex. Signals corresponding to single 
or double full strands of oligonucleotide were not seen, but the signals of fragment  ions 
associated with  sodium  adducts were present,  although with  a  lower  intensity  than  in 
previous experiments. The results are summarized in table 10.11. 
 
 
 
 
2.2.5. Mass spectrum of the oligonucleotide with the phen and dppz complexes 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
phen and dppz complexes showed a pattern of signals very similar  to  those seen when 
the  dppz  complex  was  analyzed  together  with  the  bpy  complex,  with  signals 
corresponding  to  the  [Ru([12]aneS4)phen]+  ion,  but  not  to  the  [Ru([12]aneS4)dppz]+  ion. 
The complex with dppz appeared always associated with the DNA. As in the case of the 
experiments with the bpy and dppz complexes, an enhanced capacity of association of the 
dppz complex  is apparent. The presence of species associated with  the double stranded 
oligonucleotide, not seen by negative ion mode, was again observed. 
Table 10.11. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide + bpy + dbp complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions 
497,36  1  [Ru([12]aneS4)bpy] 
518,5  2  d3 + 4Na 
540,74  2  d3 + 6Na 
561,69  2  d3 + 8Na 
584,78  2  d3 + 10Na 
611,42  1  [Ru([12]aneS4)bpy] +(NH4CH3COO) + 2(H2O) 
628,83  2  d3 + 14Na 
650,83  2  d3 + 16Na 
672,86  2  d3 + 18Na 
694,88  2  d3 + 20Na 
716,89  2  d3 + 22Na 
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The substitution of hydrogen by sodium atoms is once more observed. The results 
are summarized in table 10.12. 
 
 
 
                     
                                                                                                                                   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
2.2.6. Mass spectrum of the oligonucleotide with the phen and 5phen complexes 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
phen  and  5phen  complexes  showed  a  pattern  consistent with  the  results  of  previous 
Table 10.12. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide phen + dppz complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
476,67  2  c3 + Na    
518,38   2  d3 + 4Na    
521,38  1  [Ru([12]aneS4)phen]    
540,74  2  d3 + 6Na    
562,76  2  d3 + 8Na    
584,79  2  d3 + 10Na    
606,82  2  d3 + 12Na    
628,82  2  d3 + 14Na    
650,86  2  d3 + 16Na    
672,87  2  d3 + 18Na    
694,88  2  d3 + 20Na    
716,91  2  d3 + 22Na    
760,94  2  d3 + 26Na    
782,95  2  d3 + 28Na    
804,28  3  ss   
1011,97  3  ss +[Ru([12]aneS4)dppz]   
1206,62  2  ss    
1362,92  4  ds + [Ru[12]aneS4)dppz]    
1519,94  2,(4)  ss + [Ru([12]aneS4)dppz]  ds +2[Ru([12]aneS4)dppz]   
1611,78  3  ds + NH  weak signal 
1678,34  4  ds + 3[Ru([12]aneS4)dppz]   
1788,24  3  ds + phen +(CH2CH2)    
1823,79  3  ds + [Ru([12]aneS4)dppz ]+ Na    
2037,51  3  ds + 2[Ru([12]aneS4)dppz] + 2Na    
2447,12  2  ds +( NH4CH3COO)    
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experiments.    There  were  signals  corresponding  to  the  [Ru([12]aneS4)phen]+  ion, 
appearing  at m/z  521,  and  signals  at m/z  635  corresponding  to  the  [Ru([12]aneS4)phen 
+(NH4CH3COO) +(2H2O)]+ ion, but no signals corresponding to the [Ru([12]aneS4)5phen]+ 
ion alone were seen. At m/z 711 appeared a signal corresponding to a complex associated 
with NH4CH3COO and Cl‐ and at m/z 1494 a signal was observed which corresponded to 
an  association  of  the  complex  with  the  single  stranded  oligonucleotide.  A  signal 
appearing  at  m/z  1337  that  corresponds  to  an  association  of  the  double  stranded 
oligonucleotide with the phen complex was observed, although with a very low intensity. 
These  results point  to  a  greater  affinity  of  the phen  complex with  the  oligonucleotide, 
since  no  species  corresponding  to  associations  of DNA with  the  5phen  complex were 
seen. The results are summarized in table 10.13. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Table 10.13. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide phen + 5phen complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
488,66  2  c3 + 2Na       
518,39  2  d3 + 4Na       
521,39  1  [Ru([12]aneS4)phen]       
540,74  2  d3 + 6Na       
562,76  2  d3 + 8Na       
606,81  2  d3 + 12Na       
628,84  2  d3 + 14Na       
635,43  1  [Ru([12]aneS4)phen] +(NH4CH3COO) + 2(H2O)   
672,87  2  d3 + 18Na       
711,49  1  [Ru([12]aneS4)5phen] + Cl + (NH4CH3COO)    
737,47  2  d3 + 24Na       
760,93  2  d3 + 26Na       
782,95  2  d3 + 28Na       
804,28  3  ss      
1206,62  2  ss      
1337,20  4  ds + [Ru([12]aneS4)phen]      weak signal 
1494,61  2,4 
ss +[Ru([12]aneS4)phen] 
+(CH3COO) 
ds +2[Ru([12]aneS4)phen] 
+2(CH3COO)    
1611,78  3  ds + NH     weak signal 
2447,01  2  ds + (NH4CH3COO)     weak signal 
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2.2.7. Mass spectrum of the oligonucleotide with the phen and dbp complexes 
 
The  signals  observed when  the  oligonucleotide was  analyzed  together with  the 
phen and dbp complexes showed a slightly  lower number of signals, with  less  intensity 
than  in  the  other  experiments.  There  were  signals  corresponding  to  the 
[Ru([12]aneS4)phen]+  ion and  the phen complex associated with molecules present  in  the 
solution. No  signals  corresponding  to  associations  of  double  stranded  oligonucleotide 
with complexes were observed, but signals  for  the single strand associated  to  the metal 
centre linked to the ([12]aneS4) crown (without the presence of the NN ligands) could be 
seen (see table 10.14, signal at m/z 918).  
 
 
 
 
 
 
 
Table 10.14. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide phen + dbp complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
488,66  2  c3 + 2Na    
518,38  2  d3 + 4Na    
521,38  1  [Ru([12]aneS4)phen]    
540,74  2  d3 + 6Na    
562,77  2  d3 + 8Na    
584,79  2  d3 + 10Na    
606,81  2  d3 + 12Na    
628,84  2  d3 + 14Na    
635,44  1  [ Ru([12]aneS4)phen]+(NH4CH3COO)+2(H2O)   
650,86  2  d3 + 16Na    
672,87  2  d3 + 18Na    
681,50  1  [Ru([12]aneS4)dbp]+(CH3OH)    
694,90  2  d3 + 20Na    
716,91  2  d3 + 22Na    
760,94  2  d3 + 26Na    
782,95  2  d3 + 28Na    
804,28  3  ss   
917,91  3  ss + [Ru([12]aneS4)]   
1206,11  2  ss   
1611,78  3  ds + NH  weak signal 
2447,01  2  ds + (NH4CH3COO)  weak signal 
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Signals corresponding to double stranded species at high m/z values that were not 
seen by negative ion mode were once more observed. The results are summarized in table 
10.14. 
 
2.2.8. Mass spectrum of the oligonucleotide with the dppz and 5phen complexes 
 
 The spectrum obtained when the oligonucleotide was analyzed together with the 
dppz  and  5phen  complexes  showed  a  general  aspect  similar  to  the  other  experiments 
with  the dppz complex. A signal at m/z 739 corresponding  to  the  {[Ru([12]aneS4)5phen] 
+Cl +(NH4CH3COO)}+ ion was observed, while no signal for the dppz complex alone or in 
association with non‐DNA species in solution was seen. All ions present in the spectrum 
corresponding  to  the dppz  complex were  seen  in association with  the oligonucleotides, 
both  single  and  double  stranded  species  being  present.  There  is  an  interesting  higher 
diversity  of  species  formed  by  association  of  the  dppz  complex with  double  stranded 
oligonucleotide not seen in the negative ion mode, however, the signals for the species of 
the  single  strands  associated  with  the  dppz  complex,  such  as  the  
{ss+[Ru([12]aneS4)dppz]}3+ had significant higher intensity than the double stranded ones.   
At m/z 739, a signal  that could correspond  to an a3  fragment associated with  the 
dppz complex was observed. The results are summarized in table 10.15. 
 
 
 
 
 
Figure 10.10. Mass spectrum of the {ss 
+[Ru([12]aneS4)dppz]}3+  ion. As can be 
seen, no  superimposed  signals of  the 
corresponding  double  stranded 
species are observed. 
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2.2.9. Mass spectrum of the oligonucleotide with the dppz and dbp complexes 
 
The spectrum obtained when the oligonucleotide was analyzed together with the 
dppz and dbp complexes showed a majority of signals corresponding to associations with 
the dppz complex and reproduces the behaviour already seen for this compound. Almost 
no  signals  for  ions  of  the  dbp  complex  were  seen,  only  a  weak  signal  at  m/z  681 
Table 10.15. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide dppz + 5phen complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
476,67  2  c3 + Na    
488,66  2   c3 + 2Na    
540,74  2  d3 + 6Na    
584,79  2  d3 + 10Na    
606,81  2  d3 + 12Na    
628,83  2  d3 + 14Na    
650,85  2  d3 + 16Na    
672,87  2  d3 + 18Na    
694,88  2  d3 + 20Na    
711,49  1  [Ru([12]aneS4)5phen] + Cl +( NH4CH3COO)    
716,90  2  d3 + 22Na    
739,45  2  a3 + [Ru([12]aneS4)dppz]    
760,94  2  d3 + 26Na    
804,28  3  ss   
1011,99  3  ss  + [Ru([12]aneS4)dppz]   
1206,11  2  ss    
1363,30  4  ds + [ Ru([12]aneS4)dppz]   
1519,92  2,(4)  ss +[Ru([12]aneS4)dppz]  ds +2[Ru([12]aneS4)dppz]   
1678,36  4  ds + 3[Ru([12]aneS4)dppz]   
1823,44  3  ds + [Ru([12]aneS4)dppz] + Na    
2037,52  3  ds + 2[Ru([12]aneS4)dppz] + 2Na    
2447,03  2  ds + (NH4CH3COO)  weak signal  
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corresponding  to  the {[Ru([12]aneS4)dbp] +(CH3OH)}+  ion, was observed. Associations of 
the  dppz  complex with  fragments  of  the  oligonucleotide  and with  single  and  double 
stranded  species were  seen,  as  shown  in  table  10.16.   While  the  signals  corresponding 
either  to  associations  of  fragments  or  the  full  single  stranded  oligonucleotide with  the 
dppz  complex  presented more  intensity  than  those  corresponding  to  double  stranded 
associations,  the  last  showed a greater diversity of  types and good  signal‐to‐noise  ratio 
(see  figure  10.11). A  signal  corresponding  to  an  association  of  an  a3  fragment with  the 
dppz complex, double charged, at m/z 739 was seen, but no signals corresponding to an a3 
fragment  alone  or  to  its  adducts  with  sodium  atoms  were  observed.  Signals 
corresponding to double stranded species at high m/z that were not observed in negative 
ion mode were also seen. The results are summarized in table 10.16. 
 
 
 
Figure 10.11. Mass spectrum of  the  ions corresponding  to associations of  the dppz complex with 
double  stranded  oligonucleotide,  respectively  {ds  +[Ru([12]aneS4)dppz]  +Na}3+  and  {ds 
+2[Ru([12]aneS4)dppz]  +2Na}3+.  Satellite  peaks  due  to  higher mass  sodium  adducts  can  also  be 
observed. 
 
2.2.10. Mass spectrum of the oligonucleotide with the 5phen and dbp complexes 
 
The spectrum obtained when the oligonucleotide was analyzed together with the 
5phen and dbp complexes showed a significant  less number of signals  than  those  from 
previous experiments (except for those pairs in which the dbp complex was included, that 
showed  also  a  lower  number  and  intensity  of  signals). No  signals were  seen  for  the 
 1823  
2037
{ds +[Ru([12]aneS4)dppz] +Na}3+
{ds + 2[Ru(12]aneS4)dppz] +2Na}3+
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complexes alone, but only in association with species present in solution, as it is the case  
for the dpb complex at m/z 681, corresponding to {[Ru([12]aneS4)dbp] +(CH3OH)}+ and for 
the ions of the complex with 5phen at m/z 711 corresponding to {[Ru([12]aneS4)5phen] +Cl 
+(NH4CH3COO)}+. No signals were seen of any of the complexes as a whole in association 
with the oligonucleotide. The only association observed was that corresponding to the ion 
{ss +[Ru([12]aneS4]}3+ found at m/z 917. Signals corresponding to double stranded species 
at  high m/z  that were  not  observed  in  negative  ion mode were  also  seen  but with  a 
significantly lower intensity than in previous tests. 
 
Table 10.16. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide dppz + dbp complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
476,67  2  c3 + Na     
488,66  2  c3 + 2Na     
518,38  2  d3 + 4Na     
540,74  2  d3 + 6Na     
606,81  2  d3 + 12Na     
628,83  2  d3 + 14Na     
650,85  2  d3 + 16Na     
694,88  2  d3 + 20Na     
681,50  1  [Ru([12]aneS4)dbp]+(CH3OH)  weak signal  
716,90  2  d3 + 22Na     
737,47  2  d3 + 24Na    
739,47  2  a3 + [Ru([12]aneS4)dppz]    
760,93  2  d3 + 26Na     
782,94  2  d3 + 28Na     
804,27  3  ss    
917,91  3  ss + [Ru([12]aneS4]   
1011,99  3  ss + [Ru([12]aneS4)dppz]   
1206,13  2  ss   
1519,91  2,(4)  ss + [Ru([12]aneS4)dppz]  ds +2[Ru([12]aneS4)dppz]   
1678,32  4  ds + 3[Ru([12]aneS4)dppz]   
1823,46  3  ds + [Ru([12]aneS4)dppz] + Na    
2037,87  3  ds + 2[Ru([12]aneS4)dppz] + 2Na    
2446,99  2  ds + (NH4CH3COO)    
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Again signals corresponding to associations with the dppz complex are seen, with 
low  signal‐to‐noise  ratio,  although  the whole process  of  cleaning  between  experiments 
and  recording  previous  background  spectra was  properly  performed.  Although  these 
signals  are  undesirable,  they  confirm  the  high  affinity  of  the  dppz  complex  for  the 
oligonucleotide. The results are summarized in table 10.17 
 
 
Table 10.17. Selected signals and corresponding ions observed  
(oligonucleotide 5phen + dbp complexes) 
  
m/z 
ch
ar
ge
s 
corresponding ion/ions observations 
488,66  2  c3 + 2Na     
518,71  2  d3 + 4Na     
540,74  2  d3 + 6Na     
562,76  2  d3 + 8Na     
584,79  2  d3 + 10Na     
606,81  2  d3 + 12Na     
628,83  2  d3 + 14Na     
650,85  2  d3 + 16Na     
681,50  1  [Ru([12]aneS4)dbp] + (CH3OH)     
694,88  2  D3 + 20Na     
711,47  1  [Ru([12]aneS4)5phen] + Cl + (NH4CH3COO]    
716,90  2  d3 + 22Na     
737,47  2  d3 + 24Na     
782,94  2  d3 + 28Na     
804,28  3  ss    
917,91  3  ss + [Ru([12]aneS4)]    
1011,97  3  ss + [Ru([12]aneS4)dppz]   
1206,01  2  ss    
1612,13  3  ds + NH   weak signal 
1823,46  3  ds + [Ru([12]aneS4)dppz] + Na    
2037,89  3  ds + 2[Ru([12]aneS4)dppz] + 2Na    
2447,01  2  ds + (NH4CH3COO)   weak signal 
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3. FURTHER DISCUSSION AND CONCLUSIONS 
 
3.1. Positive ion mode ESI‐MS as a tool for the analysis of oligonucleotides 
 
As it has been cited in the introduction, there were already a few studies reporting 
positive ion electrospray mass spectrometry as a valuable method for the analysis of DNA 
and DNA adducts71,  72,  74,  88,  251,  253‐261. The present work has confirmed  this assessment as 
new  signals  corresponding  to  the oligonucleotide double  stranded  species, which were 
not seen in the negative ion mode, were detected. Furthermore, and in accordance to what 
it has been reported before, it seems that the formation of some double stranded species is 
favoured in this mode (or at least their signal‐to‐noise ratio may be improved). Although 
at  the  present moment we  are  not  able  to  suggest  a  suitable mechanism  that would 
explain  this occurrence, we may however conclude  that positive  ion mode ESI‐MS  is an 
interesting  and valuable  tool  for gathering  information  about DNA  and DNA  adducts, 
that is complementary to the information acquired in the negative ion mode ESI‐MS. 
 
3.2. Oligonucleotide analysis using positive ion mode ESI‐MS 
 
Comparing  the  results  of  the  signals  corresponding  to  oligonucleotide  ions 
acquired with those obtained by negative ion mode ESI‐MS, the signals corresponding to 
the  double  stranded  species  have  higher  intensities  and  there  are more  types  of  those 
species.  In general,  in  the negative  ion mode,  the signals of  the double stranded species 
were  seen  superimposed  to  those  of  the  single  strands,  and  possessed  a  considerable 
lower intensity.  
When comparing  the  results obtained by  the negative with  those of  the positive 
ion mode, we observed what could be assumed, at a  first approach, as a  low degree of 
hybridization,  which  could  have  several  causes  (low  Tm  (24º  C  approx.)  of  the 
oligonucleotide and/or possible alterations of in vitro hybridization conditions due to the 
addition of the complexes), the positive ion mode data suggesting a slightly higher degree 
of  hybridization  than  the  negative  ion  mode.  However,  this  may  not  be  the  correct 
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explanation, and it is probable that, instead, the electrospraying process in the positive ion 
mode may lead to the formation of more stable double stranded species in the gas phase, 
thus improving their probability of being detected.  
 
3.2.1. Oligonucleotide fragmentation 
 
An  interesting  feature  seen  in  the  positive  ion  mode  is  the  abundance  of 
oligonucleotide  fragments  such  as  c3  and  d3  (as  their  sodium  adducts).  As  the 
concentration of  the oligonucleotides  is approximately  the  same  in all  experiments,  the 
fragmentation observed may be caused by several factors such as manipulating damage,  
or other, such as  the possible influence of the complexes used. 
 Although  it would  be  nearly  impossible  to  rule  out manipulating  damage,  all 
possible measures were  taken  to avoid contamination by nucleases, autoclaved‐distillate 
water for dilutions and sterile vinyl gloves being used for all manipulations. The fact that 
good signals of the intact oligonucleotide are seen and maintained along the experiments 
would dismiss this hypothesis.  
The  possibility  of  non‐accurate  measurements  can  be  set  aside,  due  to  the 
experimental method used,  as  initial  solutions with higher  concentration  than  the ones 
used were made first and then diluted, thus avoiding significant errors that could occur 
when  taking  small  quantities  of  oligonucleotide  directly  with  standard  micropipettes 
(which were also properly calibrated).  
Thus,  the  fragmentation  observed  must  be  the  result  of  gas  phase  processes 
occurring during or after the electrospraying process. 
It  could  be  reasoned  that  fragmentation  means  lower  stability  of  the 
oligonucleotide, what would  be,  apparently,  in  conflict with  the  abundance  of  double 
stranded species. It should be noted however that the stability of double stranded species 
could be to some extent favoured by the formation of non covalent interactions during the 
ionization process in the positive ion mode and is obviously different to that of the single 
stranded ones which would fragment easily.  
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Another  interesting  feature  is  the apparently easier substitution of hydrogens by 
sodium atoms in the positive ion mode. This could explain the easier fragmentation of the 
single  strands  species,  since  in  the  double  stranded  species  a  considerable  number  of 
hydrogens are involved in Watson‐Crick pairing and other hydrogens would be sterically 
protected and thus not easily substituted. 
Although  all  the  factors  just  discussed may  influence  ion  formation,  a  general 
mechanism  for  oligonucleotide  ion  formation  in  the  positive  ion  mode  can  not  be 
postulated at this stage of knowledge. What remains clear is that double stranded signals 
are favourable discriminated in the positive ion mode.  
 
3.3. Evaluation  of  the  stability  and  binding mode  of  the  adducts  of  complexes with  the 
oligonucleotide using positive ion ESI‐MS 
 
3.3.1. Adducts with single strands 
 
In what regards stability, there are interesting indicators that could point to a less 
stability of the single stranded adducts in the positive ion mode, when compared with the 
negative  ion mode. This  is  the case of  the solutions of  the oligonucleotide with  the dbp 
complex,  where,  in  the  negative  mode  an  association  of  dbp  complex  with  a  single 
stranded oligonucleotide is formed (see table 10.7) while in the positive ion mode it is not 
observed. This behaviour  is also observed  for  the  complexes with 5phen, bpy and  to a 
lesser degree, to the phen complex. On the other hand, the dppz complex showed, as  in 
the negative ion mode, a high number of adduct signals. 
It is possible that the differences observed in the stability of the adducts with the 
single  strand may  be  related  to  overall  lower  coulombic  attractions  in  the positive  ion 
mode, as  these  type of  forces are predominant  for  the adducts with  single  strands and 
intercalation or hemi‐intercalation involving π‐π stacking is absent. 
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3.3.2 Adducts with double strands 
 
Contrary  to what has  been  reported  by  other  authors  for  ruthenium  complexes 
with diimine  ligands71 having a potential  intercalating  ligand with a structure similar  to 
dppz, but with different ancillary  ligands,  (two phen  ligands  instead of  ([12]aneS4)), we 
have detected adducts of the double strand with some of our ruthenium complexes. These 
contradictory  results may  reflect  of  different  sterical  hindrance.  If we  assume  that  the 
height of the complexes is defined by the measure of the projection of the ancillary ligands 
in a plane perpendicular to the potential intercalating ligand, then, as can be seen in figure 
10.12, the height of the complex with the ([12]aneS4) ligand has a lower value than that of 
the complex with two phen ligands. Thus the sterical hindrance of our complexes is lower 
than that of the complexes studied by other authors. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                        [Ru(phen)2(dppz)]2+                                                       [Ru([12]aneS4)(dppz)]2+ 
 
Figure 10.12, the heights of of the complex with the ([12]aneS4) ligand and that of the complex with 
two phen ligands are showed112. 
 
 
The same authors also reported the high stability of double strand ‐ drug adducts 
in the case of minor groove binders in positive ion mode electrospray and they suggested 
that  different  binding modes  could  be  differentially  favoured71  by  ESI‐MS  in  the  two 
ionization  modes.  In  our  case,  the  fact  that  systematic  MS/MS  studies  were  not 
12 Å 7 Å 
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undertaken does not allow us to establish a clear pattern of behaviour regarding the type 
of binding mode. 
In what concerns the stability of the adducts, the acquired data points to a slightly 
higher stability for the double stranded adducts in the case of the positive ion mode. 
 
3.4. Mass spectra of an oligonucleotide with two complexes in solution: competition studies 
 
In  general,  as  it  has  been  shown,  the  complex  with  dppz  demonstrated  a 
significant  increased affinity  than all  the other  complexes. The  complexes  less prone  to 
association were the 5phen and dbp. To quantify the results obtained, a similar process to 
the  one  described  in  chapter  9  (page  194) was  used,  but  in  this  case  the  ion  used  for 
normalization was ss3‐. In the present case, as the same number of experiments was made 
for all the complexes, no correction was made.  
The results, quantified as described, are shown  in figure 10.13. The higher values 
were obtained for the complex with the dppz ligand, while the complexes with bpy and 
phen show a very similar capacity of association, and it is not clear which one would be a 
better binder to DNA; however, when compared with the data obtained by the negative 
mode,  the binding  affinity  is much  lower when  compared  to  the  affinity  of dppz. The 
affinities of the 5phen and dbp complexes are almost inexistent.  
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  10.13.  Graphs  representing  the  quantification  of  the  different  signals  observed 
corresponding to association of complexes with oligonucleotides, by the method already described. 
The radial graph represents the data with a logarithmic scale. 
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  Contrary  to what was described  by  other  authors71  using  ruthenium  complexes 
with similar potential intercalating ligands (structures with extended π systems), we have 
found  that  the complex with dppz binds very  favourably  to double stranded species  in 
the  positive  ion mode.  However,  it  is  clear  that  the  positive  ion mode  discriminates 
favourably the complex with dppz when compared with the other four complexes.  
  The positive charges  in oligonucleotides reside mainly on the nucleobases. When 
the adduct positive  ions are  formed  in  the mass spectrometer,  there will be unfavoured 
interactions with  the positive charges of nucleobases.  If  there  is more  than one binding 
mode available, the structure of the adducts detected in positive ion spectra may be those 
in which the positive charge of the complex can be better accommodated after binding to 
DNA. As the charge resides in the metal centre, this factor is equally important for all the 
complexes,  thus  the  strength  of  external  binding  is  approximately  the  same  for  all  the 
complexes. However if a second binding mode such as hemi‐intercalation is present, the 
favoured complex will be the one with better intercalating potential, as it is the case with 
the complex with dppz. 
  The  negative  charges  in  oligonucleotides  reside  only  in  the  phosphate  groups. 
When the adduct negative ions are formed in the mass spectrometer, external binding is 
favoured due to coulombic attractions with the positively charged ruthenium complexes. 
Comparing  figures  10.13  and  9.11,  the  increased  abundances  in  the  latter  of  the  other 
complexes,  relatively  to  the  complex  with  dppz,  constitute  evidence  of  increased 
electrostatic external binding.  
  It  is  thus correct  to assume  that  the discrimination of adduct  formation with  the 
complex with  the  dppz  in  the  positive mode  it  is  due  to  its  ability  to  hemi‐intercalte 
between two consecutive bases of the double strand. 
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CONCLUSIONS 
 
 
1. ESI‐MS IN THE ANALYSIS OF CATIONIC COMPOUNDS 
 
Electrospray mass spectrometry in the positive ion mode is the method of choice to 
study  cationic  compounds  from  solutions  of  their  salts  as  the  cations  can  be 
electrosprayed  intact  even when  the  cations  are macrocycles  such  as  porphyrins  and 
chlorins  or octahedral metal complexes such as ruthenium(II) complexes.  
 
Cationic  pyrrolidine‐fused  chlorins  and  isobacteriochlorins  derived  from 
mesotetrakis(pentafluorophenyl)porphyrin  have  been  studied  using  ESI‐MS  and  ESI‐
MS/MS in the positive ion mode and we have observed that they undergo cycloreversion 
reactions in the gas phase. Cycloreversion occurs through loss of either neutral or charged 
moieties, with  and without  hydrogen  and methyl  radical migration.  In  the  case  of  a 
doubly charged isobacteriochlorin, one‐electron reduction with methyl loss was observed 
and it was postulated that it occurs through hypervalent pyrrolidinium radical formation.  
 
Isomeric β‐pyrrolic vinylmethylpyridyl substituted cationic porphyrins as the free‐
base isomers and metallated with Ni(II) and Zn(II) have been studied by ESI‐MS and ESI‐
MS/MS  in  the  positive  ion  mode.    The  free‐base  isomer  with  the  methylpyridyl 
substituents  in  the  position  2  of  the  pyridine  ring  has  a  unique  gas  phase  behaviour 
fragmenting mostly  through  loss of  the vinylmethylpyridyl substituents. This behaviour 
is  related  to  its  different  electronic  density  distribution  and  may  account  for  its 
outstanding efficacy as a virus photoinactivator in vitro. 
 
ESI‐MS  and ESI‐MS/MS were  also used  to  study  a new  series  of  ruthenium  (II) 
complexes with a common ligand, a thioether macrocycle and several bidentate diimines. 
Thiacrown  fragmentation  and  intact diimine  loss  are  the  two major  types of gas‐phase 
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reactions  observed. The diimine  losses  occur mainly  from  the  ion pairs  formed  by  the 
inner sphere cations with halogen anions and are more significant for the complexes with 
flexible cross‐bridged diimines. The fragmentations occur predominantly without changes 
in the oxidation state of the metal centre. 
  
The  ability  of  ESI‐MS  to  investigate  the  lability  of  a  halogen  ion  ligand  and  a 
possible  hapticity  change  from  k2  to  k3  of  the  tripodal  ligand  trispyrazolylmethane  in 
ruthenium  (II)  complexes with  another  thioether was  ascertained.  To  achieve  this we 
reproduced  the  syntheses  in  solution  of  two  ruthenium  ions  with  the  two  ligands 
(trispyrazolylmethane and the crown thioether), one monocharged with one chloride as a 
ligand, the other doubly charged without the chloride ion, from different precursors. We 
found that ESI‐MS  is a suitable technique to mimic, and to obtain  information about the 
mechanism  of  the  synthesis  in  solution  of  the  ruthenium  complex  ions  including  the 
formation of intermediate species. 
 
 
2. ESI‐MS IN THE ANALYSIS OF THE ADDUCTS OF CATIONIC 
COMPOUNDS WITH OLIGONUCLEOTIDES 
 
ESI‐MS  was  used  in  the  positive  and  negative  ion  modes  to  study  several 
oligonucleotides and their adducts with ruthenium complexes. In the positive ion mode, 
the ratio of the abundances of double stranded to single stranded species was higher than 
in  the negative  ion mode. We  observed  adducts  of  the  complexes with double  strands 
both  in  the positive and  in  the negative  ion modes. These  findings  contrast apparently 
with  the data obtained by other authors  for  ruthenium  complexes with  similar diimine 
ligands but without the thiacrown  ligand and may be explained by the different sterical 
hindrances in both cases.  
Adduct  formation with  single  strand  oligonucleotide  in  the  negative  ion mode 
varies with  complex  and  oligonucleotide  length.  It  is not  apparent how  this behaviour 
described  above  relates  to  the  structures  of  the  complexes.  The  structure  of  the  dppz 
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complex is very different from the other four complexes and the bpy‐dbp and phen‐5phen 
complex pairs have similar structures (within each pair) but phen and dbp complexes are 
more sterically hindered.  
 
The MS/MS spectra of  the adducts of double strands with  ruthenium complexes 
showed no significant differences for the adducts of each individual ruthenium complex 
with  several  oligonucleotides  and of  each  individual  oligonucleotide with  the different 
ruthenium complexes, and presents a resemblance to the spectra of minor groove binders. 
We  have  thus  assumed  that  all  the  ruthenium  complexes  are  externally  bound  to  the 
double  strands,  and/or  hemi‐intercalated.  The  observation  of  fragments  formed  by 
processes involving base losses can be evidence of hemi‐intercalation (with probable base 
extrusion).  
 
Competition experiments  in the negative  ion mode have shown that the complex 
with dppz has the highest affinity for the double strands followed by the complexes with 
bpy and phen and finally by the complexes with 5phen and dbp. The same trend can be 
observed when using the positive ion mode for the same type of experiments, however in 
this case, the complex with dppz is discriminated favourably when compared to the other 
four complexes. As we have assumed that more than one binding mode may occur in an 
adduct and as the strength of the coulombic attractions must be approximately the same 
for all the complexes, it is probable that in the case of the complex with dppz the highest 
affinity  is  due  to  predominance  of  hemi‐intercalation,  although  the  overall  binding 
mechanism is still not clear.  
  In summary, we have confirmed  the potentialities of ESI‐MS both  in  the positive 
and  in  the  negative  ion  mode  is  a  potent  tool  to  the  study  of  oligonucleotides  and 
oligonucleotides  adducts  with  ruthenium  complexes  and  we  have  extended  its 
applications  to  the  study  of  novel  compounds  with  potential  applications  in  health 
sciences.   
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Figure 13.1. Conformations of β‐D‐ribofuranose A) C2’‐endo envelope conformation B) C3’‐endo 
envelope conformation (figure adapted from : see reference2) 
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Figure 13.2. Chemical structures of pyrimidine and purine with numbered atoms  
A) Purine   B) Pyrimidine 
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